Evolution-guided Engineering of Alpha/Beta Hydrolases by Jones, Bryan
 Evolution-guided Engineering of 
Alpha/Beta Hydrolases 
A DISSERTATION SUBMITTED TO THE 
GRADUATE FACULTY OF 
THE UNIVERSITY OF MINNESOTA 
By 
Bryan J. Jones 
 
IN PARTIAL FULFILLMENT OF THE REQUIREMENTS FOR THE DEGREE OF 
 
DOCTOR OF PHILOSPHY 
Advisor: Romas Kazlauskas 
 
June 2017 
  
  
Bryan J. Jones, 2017 © 
 
  
i 
Acknowledgments 
I would like to thank all those who have mentored me in my scientific pursuits over the 
years. My advisor Romas Kazlauskas, who always provided gentle guidance while 
challenging me to grow. Also Dr. Robert Carlson who gave me my first opportunity to do 
research in the sciences and Dr. David Brown whose support was so valuable. 
I owe a debt of gratitude to all those who have collaborated and assisted with the various 
projects I’ve worked on: Dr. Jun Huang, Huey Yee Lim, Zsofia Bata, Dr. Titu Devamani, 
Dr. Alissa Rauwerdink, and Robert Evans, as well as all the other past and present 
members of the Kazlauskas lab who I have been able to work with.  
Last, and probably most importantly, I must thank my family, my parents, my sons Oliver 
and Hayden, and especially my wife Renee, for their untiring support and love.  
 
 
 
  
ii 
Abstract 
This work applies principles from evolution to engineering enzyme properties. 
Specifically, by examining the phylogeny and evolved sequence diversity in a group of 
α/β-hydrolase fold enzymes from plants, we are able to engineer proteins with broader 
chemoselectivity, altered enantioselectivity, and increased stability.  
A number of ancestral α/β-hydrolases fold proteins were reconstructed in one set of 
experiments. These were more likely than related modern proteins to have relaxed 
chemoselectivities and, in one case, was more useful for synthesizing medicinally 
important molecules. Relative to modern enzymes, ancestral enzymes near functional 
branch points could catalyze more esterase and hydroxynitrile lyase reactions, as well as 
a number of other types of reactions: decarboxylation, Michael addition, γ-lactam 
hydrolysis, and 1,5-diketone hydrolysis. This finding helps to demonstrate the important 
role that enzyme promiscuity plays in the evolution of new enzymes. Additional 
experiments and structural analysis on one of these reconstructed ancestral enzymes, the 
early hydroxynitrile lyase HNL1 found that it is both more thermostable and more 
promiscuous than its modern relatives, HbHNL and MeHNL. X-ray crystallographic 
studies revealed, counterintuitively, that larger amino acids in the active site of the 
ancestor actually increased the size of the substrate binding pocket relative to modern 
relatives. To take advantage of the promiscuity observed in HNL1, it was used in the 
asymmetric synthesis of a precursor for the important pharmaceutical propranolol. 
Another set of experiments altered enantioselectivity by making phylogenetically 
informed mutations. The active sites from two related hydroxynitrile lyases, HbHNL and 
AtHNL, were modified to resemble their last common ancestor. This resulted in altered 
enantioselectivity, and in the case of AtHNL, reversed enantioselectivity. Surprisingly 
modeling suggested that some of these mutants use a previously undescribed mechanism. 
This may have been the extinct ancestral mechanism that served as an evolutionary 
iii 
stepping stone that allowed descendant lineages to diverge to either the S-HNL 
mechanism used by HbHNL, or the R-HNL mechanism used by AtHNL. 
A final set of experiments used a variety of methods to identify stabilizing mutations in 
another plant α/β-hydrolase, SABP2. All of the methods were able to identify stabilizing 
mutations. The most stabilizing mutations were identified by methods that used no 
structural information. Random mutagenesis identified highly stabilizing mutations, but 
required screening thousands of mutants. The most efficient approaches were found to be 
those that used sequence information from either one stable homolog, or the consensus of 
many homologs, to identify potential stabilizing mutations. Residues that evolution has 
conserved are often important for stabilizing a protein. We created a software application, 
Consensus Finder, to automate the process of identifying stabilizing mutations by 
consensus. 
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Chapter  1:  Introduction 
1.1  Enzymes 
Enzymes  are  macromolecules,  typically  proteins,  that  catalyze  chemical  reactions.  They 
enable  life  by  facilitating  reactions,  and  controlling  which  reactions  take  place  within  an 
organism.  Like  any  catalyst,  enzymes  cannot  change  the  overall  equilibrium,  direction,  or 
net  energy  change  of  a  reaction.  Instead,  they  reduce  the  activation  energy,  allowing  a 
reaction  to  approach  equilibrium  more  quickly.  The  ability  to  selectively  catalyze  specific 
reactions  allows  for  the  creation  of  the  complex  molecules  necessary  for  life. 
Nature  has  created  a  wide  diversity  of  enzymes  in  order  to  carry  out  a  huge  variety  of 
reactions  seen  in  nature.  Enzymes,  like  all  proteins,  are  encoded  by  genes.  Mutations  in  a 
gene  coding  for  a  enzyme  will  often  give  rise  to  an  enzyme  with  changes  in  its  amino 
acid  sequence,  resulting  in  changes  in  its  catalytic  properties.  Over  long  periods  of  time, 
the  properties  of  enzymes  change  and  diverge.  While  much  of  this  change  is  due  to 
genetic  drift,  natural  selection  guides  and  limits  the  direction  of  this  drift.  If  a  mutation 
that  changes  an  enzyme’s  properties  makes  an  organism  less  fit,  it  is  unlikely  to  persist  in 
a  population,  while  a  mutation  that  increases  fitness  is  likely  to  persist.  Natural  selection 
ignores  mutations  that  do  not  have  a  significant  effect  on  fitness  and  their  persistence  is 
left  up  to  chance.  The  interplay  of  the  forces  of  random  drift  and  natural  selection  have 
created  the  diversity  of  enzymes  that  exist  on  earth  today  and  are  optimized  for 
innumerable  reactions  seen  throughout  biology. 
1.1.1  Enzyme  kinetics 
An  enzyme’s  activity,  or  ability  to  catalyze  a  particular  reaction,  is  affected  by  many 
factors.  The  Michaelis–Menten  equation  is  a  conceptual  model  that  describes  an 
enzyme’s  activity  as  a  function  of  one  of  the  most  central  factors:  concentration  of 
1 
substrate  in  the  reaction.  The  Michaelis–Menten  equation  [1,2]  defines  the  enzyme  rate 
(V o )  for  any  given  substrate  concentration  using  two  values. 
  V 0 =
k [S]cat
K +[S]M
( 1.1 ) 
The  maximum  theoretical  rate  that  an  enzyme  can  catalyze  a  reaction,  in  terms  of 
molecules  of  substrate  per  molecule  of  enzyme  per  unit  time,  is  termed  k cat ,  or  turnover 
rate.  While  an  enzyme  never  actually  reaches  this  theoretical  maximum,  the  degree  to 
which  it  approaches  this  maximum  as  a  function  of  substrate  concentration  is  described 
by  the  Michaelis  constant,  K M ,  Figure  1.1 . 
 
Figure 1.1 Michaelis­Menten Kinetics. Plot showing relationship between enzyme                 
catalyzed reaction rate (V 0 ) and substrate concentration [S]. Rate asymptotically                   
approaches the maximum rate of k cat . The rate approaches k cat as a function of substrate                             
concentration  described  by  K M ,  the  substrate  concentration  at  which  the  rate  is  ½  k cat .  
   
2 
As  with  any  simple  mathematical  model  that  approximates  a  complex  stochastic  system, 
a  number  of  assumptions  must  be  made  to  use  the  simple  model.  The  system  must  be 
assumed  to  be  in  steady  state;  that  is,  the  concentration  of  enzyme  and  substrate(s)  are 
assumed  to  be  constant.  Likewise,  product  concentration  is  assumed  to  be  zero  and 
constant.  However,  this  is  virtually  never  true  since  the  very  act  of  carrying  out  the 
reaction  changes  the  concentrations  of  substrate(s)  and  product(s).  Still,  experimental 
conditions  can  be  created  such  that  these  changes  are  negligible.  This  relationship  also 
assumes  that  there  is  simultaneously  no  substrate  bound  to  the  enzyme,  and  that  the 
substrate  binding/unbinding  is  instant  and  always  at  equilibrium.  While  these  are 
technically  incompatible  assumptions,  in  many  cases  they  can  be  approximated  in  the  real 
world  by  having  a  substantial  excess  of  substrate  compared  to  enzyme  concentration.  The 
system  is  also  assumed  to  be  free  of  a  myriad  of  other  confounding  effects  like  substrate 
inhibition,  enzyme  inactivation,  cooperative  binding,  or  the  presence  of  unmodeled 
chemical  species  or  reactions. 
These  parameters  are  useful  for  describing  an  enzyme’s  kinetics,  but  only  when  properly 
understood.  k cat   is  the  fastest  that  an  enzyme  can  function  under  specific  reaction 
conditions,  while  K M   describes  the  enzyme’s  affinity  for  binding  the  particular  substrate. 
In  nature,  substrate  concentrations  are  typically  low.  In  these  cases  an  enzyme  must  have 
high  affinity  for  a  substrate  in  order  to  carry  out  a  reaction  when  substrate  molecules  are 
few  and  far  between.  At  substrate  concentrations  well  below  K M ,  the  reaction  rate  is 
approximately  linear  with  regard  to  substrate  concentration.  The  linear  relationship  can 
be  described  by  the  ratio  of  k cat /K M ,  which  is  also  known  as  “catalytic  efficiency.” 
However,  when  enzymes  are  used  in  industrial  settings,  substrate  concentrations  are 
typically  much  higher  than  those  found  in  nature.  If  the  substrate  concentration  is 
significantly  above  K M ,  then  K M   has  only  a  negligible  effect  on  the  reaction  rate. 
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1.2  Evolution  of  enzymes 
While  the  evolutionary  process  is  overall  a  population­level  phenomenon  [3] ,  the  basic 
fuel  for  evolution,  i.e.  mutation,  is  a  molecular­level  phenomenon  and  must  be 
understood  at  the  molecular  level.  Chemical  processes  like  radiation,  oxidation,  and 
errors  in  the  molecular  mechanisms  of  DNA  processing  result  in  changes  at  the  DNA 
level.  These  changes,  or  mutations,  manifest  as  DNA  base  substitutions,  insertions, 
deletions,  or  rearrangements.  When  mutations  happen  in  portions  of  DNA  that  encode 
proteins,  it  can  result  in  proteins  with  altered  amino  acid  sequences,  leading  to  altered 
properties.  If  the  altered  properties  are  beneficial  to  an  organism's  fitness,  or  propensity  to 
survive  and  reproduce,  through  either  competition  [4]  or  cooperation  [5] ,  the  process  of 
natural  selection  will  increase  the  likelihood  that  the  changes  will  spread  throughout  a 
population.  If  the  altered  properties  do  not  significantly  affect  fitness,  random  chance  (i.e. 
genetic  drift)  can  also  spread  the  changes  through  a  population  [6–8] .  In  fact,  there  is  a 
good  case  that  the  stochastic,  non­adaptive  force  of  genetic  drift,  not  natural  selection,  is 
primarily  responsible  for  diversity  and  complexity  that  exist  in  all  lifeforms,  and 
especially  multicellular  species [6,9,10] . 
1.2.1  Divergent  evolution  &  convergent  evolution 
These  forces  of  evolution—mutation,  genetic  drift,  and  natural  selection—have  given  rise 
to  the  immense  variety  of  enzymes  that  exist  today.  Enzymes  have  specialized  for 
innumerable  different  chemical  reactions,  often  with  exquisite  selectivity  and 
optimization.  These  diverse  enzymes  illustrate  a  couple  patterns  that  are  seen  regularly  in 
evolutionary  studies:  convergence  and  divergence. 
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 Figure 1.2 Divergent and convergent evolution. Two idealized phylogenetic trees of                     
enzymes that catalyze two reactions (represented by blue star to circle and red square to                             
triangle). Lines represent evolutionary lineage with older nodes being on the bottom and                         
more recent on top. Left tree shows no changes in function, while leftmost branch of the                               
right tree undergoes a transition in function. This change results in a branch that                           
illustrates divergent evolution with the rest of the right tree and convergent evolution                         
with  the  left  tree. 
Divergent  evolution  is  the  process  of  a  common  ancestor  giving  rise  to  two  or  more 
lineages  that  are  phenotypically  different,  Figure  1.2 .  Divergent  evolution  is  apparent  in 
species  that  diverged  from  a  common  mammalian  ancestor  that  gave  rise  to  the  diverse 
lineages  that  exist  today,  organisms  like  kangaroos  (marsupials),  whales  (cetaceans), 
platypus  (monotreme),  and  humans  (primates).  Likewise,  divergent  evolution  can  be 
observed  at  the  protein  level,  where  proteins  that  share  a  common  ancestor  have  diverged 
to  serve  different  functions  [11,12] .  For  example,  a  common  ancestral  protein  gave  rise  to 
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both  the  alcohol  dehydrogenase  enzyme  that  detoxifies  alcohol  in  humans  ( Homo 
sapiens )  and  crystallin  zeta,  which  has  a  completely  different  function:  forming  the  lens 
in  the  eyes  of  guinea  pigs  ( Cavia  porcellus )  [13] .  Proteins  that  share  a  common  ancestor, 
like  alcohol  dehydrogenase  and  crystallin  zeta,  are  called  homologous  proteins,  or 
homologs. 
The  inverse  process  is  convergent  evolution,  where  a  similar  phenotype  arises  from 
distinct  lineages,  Figure  1.2 .  At  the  organismal  level,  this  can  be  seen  in  creatures  like 
dolphins,  sharks,  and  ichthyosaurs  which  all  have  (or  had)  similar  body  plans,  yet  have 
distinct  lineages  from  different  classes  of  animals.   Creatures  from  the  classes  of 
mammals,  cartilaginous  fish  (chondrichthyes),  and  reptiles  independently  found  a  similar 
body  form  as  a  solution  to  the  challenge  of  aquatic  movement.  Other  examples  include 
flying  squirrels  ( Glaucomys  sabrinus )  and  sugar  gliders  ( Petaurus  breviceps )  that 
independently  developed  the  same  gliding  body  type.  Like  with  divergent  evolution, 
convergent  evolution  can  also  be  found  at  the  protein  level.  There  are  numerous  cases 
where  proteins  from  different  lineages  end  up  with  similar  functions  or  mechanisms 
[14–16] .  For  example,  the  myoglobin  found  in  molluscs  like  the  abalone  Haliotis 
diversicolor  binds  and  releases  oxygen  like  the  myoglobins  found  in  other  species,  but  is 
evolutionarily  unrelated  to  other  myoglobins  from  vertebrates  or  other  invertebrates. 
Instead,  this  mollusc  myoglobin  is  related  to  the  vertebrate  tryptophan­degrading  enzyme, 
indoleamine  dioxygenase  [17] . 
1.2.2  Origin  of  new  enzymes.  
It  is  a  challenge  to  understand  how  enzymes  evolve  new  functions   (i.e.  enzyme 
neofunctionalization).  Understanding  and  mimicking  the  methods  that  nature  used  to 
evolve  new  enzymes  would  be  useful  to  biotechnologists  who  want  to  build  new 
enzymes.  Throughout  evolutionary  history,  divergent  evolution  has  given  rise  to  related 
enzymes  with  diverse  catalytic  abilities,  yet  the  mechanism  of  these  divergences  is  not 
always  clear.  While  it  is  relatively  straightforward  for  a  poor  enzyme  to  improve  through 
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an  iterative  process  of  mutation  and  natural  selection,  a  bigger  challenge  is  deciphering 
how  mutation,  genetic  drift,  and  natural  selection  each  contribute  to  the  divergence  to  a 
new  function. 
It  is  important  to  explore  this  challenge  since  it  has  even  been  used  by  intelligent  design 
advocates  as  a  refutation  of  Darwinian  evolution.  Authors  like  Michael  Behe  [18]  and 
Douglas  Axe  [19,20]  have  focused  on  this  challenge.  Behe  makes  the  argument  that 
protein  complexes  are  “irreducibly  complex”  and  unexplainable  by  evolutionary 
processes.  Axe  argues  that  enzymes  cannot  happen  by  accident  and  uses  his  research  to 
argue  that  protein  sequence  space  is  too  large.  He  explains  that  useful  enzymes  are  so  far 
separated  in  sequence  space  that  evolutionary  processes  could  not  bridge  the  gap  from 
one  functional  enzyme  to  another. 
While  these  arguments  have  been  found  wanting  by  the  scientific  community  [21–23] , 
they  do  highlight  the  difficulty  in  explaining  the  appearance  of  new  enzymatic  functions. 
The  roles  of  mutation,  natural  selection,  and  random  drift  must  each  be  understood  to 
fully  explain  enzyme  neofunctionalization.  There  are  a  number  of  models  of  new  protein 
evolution  that  have  built  on  each  other  to  explain  this  process. 
New  proteins  can  come  from  scratch  ( de  novo )  or,  more  commonly,  as  a  product  of 
divergent  evolution  from  existing  proteins.  While  rare,  there  is  evidence  that  some 
protein  coding  genes  can  arise  from  scratch  by  random  drift,  producing  a  coding  region 
with  the  necessary  regulatory  elements  [24] .  Existing  protein  coding  genes  can  also  give 
rise  to  new  proteins,  usually  by  way  of  gene  duplication.  The  importance  of  gene 
duplication  for  evolving  new  enzyme  functions  was  first  suggested  90  years  ago  [25] .  A 
more  comprehensive  model  of  evolution  by  gene  duplication  was  developed  around  1970 
by  Susumu  Ohno  [26,27] ,  with  the  crucial  role  of  nonspecific,  or  promiscuous,  enzymes 
being  added  by  Roy  Jensen  [28] .  In  more  recent  years,  a  number  of  people  have 
expanded  on  these  early  models  with  a  variety  of  related  models  [29–32] .  The  models 
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proposed  go  by  different  names  and  emphasize  different  elements,  but  all  propose  the 
same  basic  mechanism. 
The  first  phase  in  these  models  is  a  protein  that  can  do  two  jobs,  or  a  job  that  can  be 
broken  into  two  parts.  The  ability  to  do  two  jobs  likely  arises  frequently  from  random 
drift  [33–35] .  This  protein,  which  is  often  called  a  generalist  or  promiscuous  enzyme, 
gains  new  mutations  and  is  optimized  simultaneously  for  both  reactions  by  natural 
selection.  Often  there  is  a  trade­off  between  the  multiple  functions,  and  the  protein 
eventually  reaches  a  Pareto  frontier  where  one  function  cannot  be  improved  without 
harming  the  other  function,  Figure  1.3 . 
 
Figure 1.3 Evolution of new enzyme functions. Enzymes (circles) are plotted with axes                         
showing level of activity for two different functions. The steps in evolving new function                           
are (1) simultaneously optimizing for two functions via mutation and natural selection,                       
(2) gene duplication event resulting in two copies of gene encoding the enzyme, which                           
can  then  (3)  independently  diverge,  specializing  toward  one  or  the  other  function. 
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The  next  step  is  a  duplication  in  the  gene.  Duplication  of  a  gene  is  a  specific  type  of 
mutation  and  happens  by  chance,  but  may  be  fixed  in  a  population  due  to  either  neutral 
drift  or  active  selection.  A  duplication  of  the  gene  allele  could  increase  the  amount  of 
transcript,  thus  increasing  the  amount  of  protein.  This  “dose  effect”  allows  more  protein 
to  be  produced  and  may  allow  more  of  an  enzyme  activity  that  is  compromised  due  to  the 
enzyme  being  optimized  for  two  different  roles. 
After  duplication,  each  of  the  copies  is  able  to  specialize  for  one  of  the  previous 
functions.  The  divergence  is  a  result  of  each  copy  of  the  gene  independently  acquiring 
mutations.  Neutral  mutations  will  cause  drift  which  could  cause  degeneration  in  one 
activity  in  one  copy,  while  the  same  activity  is  maintained  in  a  separate  copy.  Likewise, 
mutations  with  positive  effects  will  also  cause  divergence  by  driving  each  copy  to 
optimize  for  one  of  the  parental  functions.  This  results  in  two  proteins  that  together  do  the 
jobs  that  previously,  one  ancestral  protein  did. 
1.2.3  Ancestral  sequence  reconstruction 
It  would  be  easy  to  study  how  enzymes  diverged  to  adopt  new  functions  if  one  could  find 
enzymes  from  the  distant  past,  but  these  ancestral  sequences  have  been  lost  to  time. 
While  in  rare  cases  protein  sequence  information  can  be  recovered  from  fossils,  these  are 
typically  only  thousands  of  years  old  [36,37] ,  though  protein  recovery  from 
million­year­old  fossils  has  been  proven  possible  [38] .  But  even  in  these  cases,  protein 
fragments  are  so  degraded  that  it  is  difficult  to  infer  the  sequence.  Fortunately,  there  are 
now  immense  databases  of  sequence  information  from  modern  enzymes  that  can  be  used 
as  clues  to  estimate  the  sequences  of  ancestral  enzymes,  long  lost  to  the  dustbins  of 
history. 
Ancestral  sequence  reconstruction  techniques  are  able  to  provide  good  quality 
approximations  of  ancestral  protein  sequences.  Early  reconstruction  techniques,  like 
maximum  parsimony,  improved  over  a  simple  consensus  sequence.  Maximum  parsimony 
uses  a  phylogenetic  relationship  of  sequences,  or  nodes,  to  calculate  the  ancestral  node 
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sequences  that  would  require  the  fewest  mutations  to  produce  the  variety  seen  in  the 
modern  nodes  [39,40] .  Improving  on  this  method  was  the  implementation  of  maximum 
likelihood  which  factored  in  not  only  the  topology  of  the  phylogenetic  tree,  but  also  the 
branch  lengths  and  mutation  rates  to  calculate  the  most  likely  amino  acid  at  each  position. 
Maximum  likelihood  calculations  can  predict  the  most  likely  sequence  of  long­lost 
ancestral  nodes.  Thus,  with  these  methods,  we  can  gain  a  view  into  what  the  past  looked 
like,  imperfect  though  it  may  be  [39–42] .  Reconstructed  ancestral  enzymes  are  used  in 
Section  I  (Chapters  2­4)  of  this  work  to  examine  how  enzymes  with  different  functions 
diverged  and  how  evolvable  ancestral  enzymes  may  have  been. 
1.3  α/β­hydrolase  fold  enzymes 
α/β­hydrolase  fold  enzymes  are  a  major  superfamily  of  enzymes  that  catalyze  a  wide 
range  of  reactions  as  a  result  of  divergent  evolution.  New  types  of  enzymes  have  been 
adapted  from  old  enzymes  many  times  within  this  superfamily,  giving  rise  to  a  diverse  set 
of  functions  today.  This  superfamily  was  first  identified  by  finding  structural  similarities 
between  five  functionally  diverse  enzymes  [43] .  This  family  exhibits  an  abundance  of 
divergent  evolution  as  proteins  show  wide  variation  in  size,  structure,  and  catalytic 
properties.  Despite  their  divergence,  α/β­hydrolase  fold  enzymes  have  a  conserved 
Ser­His­acid  catalytic  triad.  This  versatile  triad  can  catalyze  many  types  of  reactions 
without  the  need  of  a  co­factor. 
There  are  many  diverse  α/β­hydrolase  fold  enzymes.  One  database,  3DM,  contains 
59,906  α/β­hydrolase  fold  enzymes  [44] .  Another,  ESTHER,  contains  a  similar  number; 
48,126  [45] .  ESTHER  also  makes  1751  structures  of  α/β  hydrolases  available  for  study. 
These  proteins  are  found  throughout  all  domains  of  life,  ranging  from  humans,  to  plants, 
to  bacteria,  to  even  viruses. 
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 Figure 1.4 α/β­hydrolase fold. Six to eight core β strands in yellow, surrounded by α                             
helices in blue. The active site lies between the cap domain (grey) and core domains,                             
and  contains  the  catalytic  Ser­His­acid  triad,  shown  as  red  ball  and  sticks. 
1.3.1  α/β  hydrolase  structure 
There  are  a  number  of  common  structural  features  in  the  α/β  hydrolase  superfamily. 
Overall,  these  proteins  have  a  core  of  mostly  parallel  β  strands  (typically  6­8  strands), 
surrounded  by  α  helices,  Figure  1.4 .  In  addition  to  this  core  domain,  most  α/β­hydrolase 
fold  proteins  also  have  a  cap  domain,  although  the  structure  and  organization  of  this 
domain  vary  widely;  the  cap  domain  can  even  be  completely  absent.  [46]   The  active  site 
containing  the  nucleophile  (typically  serine,  occasionally  aspartate  or  cysteine)  and 
histidine  from  the  catalytic  triad  is  located  between  the  core  and  cap  domains.  The 
catalytic  serine  is  positioned  on  a  “nucleophilic  elbow”  immediately  after  β  sheet  5, 
typically  with  the  sequence  glycine­xxx­serine­xxx­glycine,  where  xxx  is  any  amino  acid. 
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α/β­hydrolase  fold  enzymes  are  also  typified  by  the  presence  of  an  “oxyanion  hole”, 
which  stabilizes  the  oxyanion  intermediate  in  many  hydrolysis  reactions. 
1.3.2  Reaction  types 
The  catalytic  machinery  of  α/β  hydrolases  has  proven  to  be  extremely  versatile.  At  least 
seventeen  reaction  mechanisms  have  been  identified  in  this  fold  [47] .  Enzymes  can  be 
classified  by  Enzyme  Commission  numbers  (E.C.)  based  upon  the  type  of  reaction  they 
catalyze  [48] .  α/β  hydrolase  enzymes  catalyze  reactions  in  four  of  the  six   E.C.  numbers. 
This  includes  the  canonical  hydrolysis  reaction  mechanism  (E.C.  3),  other  hydrolysis 
mechanisms  (E.C.  3),  oxidoreductases  (E.C.  1),  acyltransferases  (E.C.  2),  and  lyases 
(E.C.  4).  Subsequent  chapters  in  this  work  discuss  enzymes  that  are  hydrolases 
(esterases)  and  lipases  (hydroxynitrile  lyases),  so  these  will  be  explained  in  detail  here. 
The  most  common  reaction  mechanism  used  by  α/β  hydrolase  enzymes  is  the  four­step 
canonical  hydrolase  mechanism  that  breaks  a  covalent  bond  by  the  addition  of  a  water 
molecule,  Figure  1.5 .  This  mechanism  is  utilized  in  roughly  the  same  way  by  esterases, 
lipases,  thioesterases,  peptidases,  amidase,  and  lactonases  in  this  family  (E.C.  3).  This 
mechanism  begins  with  the  nucleophilic  catalytic  serine  attacking  the  substrate  to  form  a 
tetrahedral  intermediate.  This  converts  the  carbonyl  oxygen  into  an  oxyanion,  which  is 
stabilized  by  two  backbone  nitrogens  that  form  an  oxyanion  hole.  Next,  the  oxyanion 
collapses,  breaking  the  ester  bond  and  freeing  the  alcohol  product  (thiol  or  amine  product 
in  thioesterases  and  peptidase/amidases,  respectively).  This  creates  an  acyl  enzyme 
intermediate.  In  the  third  step,  a  water  molecule  in  the  active  site  carries  out  a 
nucleophilic  attack  on  the  acyl­enzyme  carbonyl.  This  results  in  a  second  tetrahedral 
intermediate  and  reformation  of  the  oxyanion.  The  oxyanion  again  collapses  to  form  a 
carbonyl,  this  time  breaking  the  bond  with  the  serine.  This  releases  the  carboxylic  acid 
product  and  regenerates  the  enzyme.  The  esterase  salicylic  acid  binding  protein  2 
(SABP2)  from  Nicotiana  tobaccum  is  the  subject  of  Section  III  (Chapters  6  and  7)  and  is 
a  subject  of  the  study  presented  in  Chapter  2  along  with  reconstructed  ancestral  esterases. 
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 Figure 1.5 Canonical esterase mechanism in α/β­hydrolase fold enzymes. Ester is                     
cleaved by Ser­His­Asp catalytic triad. Backbone nitrogens that form the oxyanion hole                       
are shown. Substrate ester is shown in blue. The bond that is cleaved and the bond that                                 
is formed are shown in bold. “R” groups vary depending on the enzyme. For example, in                               
a  lipase,  R 1   is  a  hydrocarbon  chain  and  R 2   is  glycerol. 
Other  hydrolysis  reactions  catalyzed  by  these  enzymes  vary  from  the  canonical  reaction 
in  one  way  or  another.  For  example,  replacing  the  attacking  water  by  an  alcohol  results  in 
an  acyl  transferases  like  deacetylcephalosporin­C  acetyltransferase  or  homoserine 
transacetylase  (E.C.  2;  e.g.  [49,50] )  while  replacing  the  attacking  water  by  hydrogen 
peroxide  results  in  an  perhydrolase  like   chloroperoxidase  from  Streptomyces 
aureofaciens  (E.C.  1;  [51] ).  Other  variations  on  this  theme  include  C­C  bond  hydrolases 
like  DnxB2  that  use  the  substrate­assisted  activation  of  serine  [52] . 
The  other  major  class  of  reactions  that  α/β  hydrolases  catalyze  are  lyase­type  reactions 
(E.C.  4).  These  reactions  use  a  different  mechanism  than  hydrolase­type  reactions.  Unlike 
hydrolysis  reactions,  they  do  not  involve  an  acyl­enzyme  intermediate  and  are  typically 
only  a  single­step  reaction.  Lyase  reactions  include  the  decarboxylases  MKS1  that 
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decarboxylates  β­keto  acids,  producing  CO 2   and  a  methyl  ketone  with  the  conserved 
catalytic  serine  replaced  by  an  alanine  [53] .  Like  hydrolases,  the  best  characterized  lyases 
in  this  superfamily,  hydroxynitrile  lyases,  do  contain  the  conserved  catalytic  serine. 
Hydroxynitrile  lyase  (HNL)  enzymes  catalyze  the  release  of  hydrogen  cyanide  from 
cyanohydrins.  While  HNLs  of  other  protein  folds  occur  in  plants,  animals,  and  bacteria 
[54–57] ,  all  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily  are  defense  enzymes  from  flowering 
plants.  Plants  produce  hydrogen  cyanide  as  a  toxin  to  deter  herbivores.  The  cyanohydrin 
substrates  of  these  enzymes  are  derived  from  L­amino  acids  by  way  of  cyanogenic 
glucoside  [58] .  In  response  to  predation  or  tissue  damage,  stored  cyanogenic  glucosides 
first  have  their  glucose  moieties  removed  by  β­glucosidase  enzymes,  producing 
cyanohydrins.  The  cyanohydrins  are  then  cleaved  by  HNLs  to  produce  cyanide  and  a 
carbonyl  [59] . 
There  are  five  known  HNLs  in  the  α/β  hydrolase  superfamily.  Surprisingly,  these  five 
enzymes  that  catalyze  the  same  reaction  using  the  same  enzyme  fold  use  three  distinct 
mechanisms.  The  first  of  these  three  mechanisms  arose  completely  independently  from 
the  other  two,  while  the  latter  may  have  diverged  from  a  common  ancestor  that  was  an 
HNL.  These  HNLs  come  from  cassava  ( Manihot  esculenta ,  Me HNL),  rubber  tree  ( Hevea 
brasiliensis ,  Hb HNL),  red  physic  nut  ( Baliospermum  montanum ,  Bm HNL),  Arabidopsis 
thaliana  ( At HNL),  and  sorghum  ( Sorghum  bicolor ,  Sb HNL).  Hb HNL,  At HNL,  and 
Me HNL  are  compared  to  their  reconstructed  ancestors  in  Section  I,  while  the  reaction 
mechanisms  and  enantioselectivity  of  Hb HNL  and  At HNL  are  the  subject  of  study  in 
Section  II. 
The  first  and  best  characterized  HNL  mechanism  in  the  α/β­hydrolase  fold  enzyme 
superfamily  is  the  lysine  mechanism  that  found  in  HNLs  in  the  Crotonoideae  subfamily 
of  plants:  Hb HNL,  Me HNL,  and  Bm HNL  ( Figure  1.6A ).  These  plants  catalyze  the 
cyanide  release  from  acetone  cyanohydrin,  which  is  derived  from  valine  via  linamarin 
[58,60,61] .  In  this  mechanism,  the  catalytic  triad  serves  as  a  general  base.  The  catalytic 
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serine,  which  is  activated  by  histidine,  abstracts  a  proton  from  the  substrate  hydroxyl. 
This  forms  a  carbonyl  and  breaks  the  bond  with  the  cyanide  group.  The  hydroxyl  is 
positioned  by  a  hydrogen  bond  donated  by  an  active  site  threonine.  The  leaving  cyanide’s 
negative  charge  is  stabilized  by  a  positively  charged  lysine.  The  cyanide  ion  is  then 
protonated  by  the  catalytic  triad  histidine. 
This  mechanism  was  elucidated  by  two  groups  over  almost  a  decade  in  a  series  of  studies 
that  each  added  to  our  understanding  of  the  process.  The  HNL  active  site  and  catalytic 
triad  were  first  described  by  crystallographic  and  mutagenic  studies  in  both  Hb HNL  and 
Me HNL  [62–64] .  Recognizing  the  α/β­hydrolase  fold  of  these  enzymes  led  to  suggestions 
that  the  mechanism  involved  either  a  covalent  intermediate  or  stabilization  by  an 
oxyanion  hole.  Later  structural  studies  of  Hb HNL  and  Me HNL  using  inhibitors,  as  well 
as  additional  mutational  studies  and  molecular  modeling,  ruled  out  both  of  these  and 
suggested  a  novel  acid­base  catalysis  [65–68]  and  a  critical  role  for  lysine  in  stabilizing 
the  cyanide  ion  [65,66] .  This  mechanism  was  finally  confirmed  by  a  structure  of  the 
natural  substrate,  acetone  cyanohydrin,  in  a  wild  type  Hb HNL  active  site  [69] .  A  third 
HNL  that  uses  this  mechanism  was  discovered  more  recently  in  Baliospermum 
montanum  [70] ,  which  has  a  similar  sequence  and  structure  to  Hb HNL  and  Me HNL 
[70,71] . 
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 Figure 1.6 Three hydroxynitrile lyase mechanisms found in the α/β hydrolase                     
superfamily. ( A ) Lysine mechanism used by  Hb HNL,  Me HNL, and  Bm HNL. A proton                       
from the substrate hydroxyl is abstracted by serine from the catalytic triad. The                         
negatively charged cyanide group is stabilized by the positive charge on lysine. A                         
threonine hydrogen bonds to substrate hydroxyl and blocks the oxyanion hole. ( B )                       
Oxyanion hole mechanism used by At HNL. A proton from the substrate hydroxyl is                         
abstracted by serine from the catalytic triad. The negatively charged cyanide ion is                         
stabilized in the oxyanion hole by two backbone nitrogens. An asparagine hydrogen                       
bonds  to  the  substrate  hydroxyl. 
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Figure 1.6 (cont.) ( C ) Terminal carboxy mechanism used by  Sb HNL. The proton from                         
the substrate hydroxyl is abstracted by the terminal carboxy group, which has spatially                         
displaced the serine from the catalytic triad. The catalytic triad serine still contributes a                           
hydrogen bond to the substrate hydroxyl. Nothing is known to stabilize the negatively                         
charged  cyanide. 
The  second  HNL  mechanism  used  by  α/β­hydrolase  fold  enzymes  is  the  oxyanion  hole 
mechanism  used  by  At HNL  ( Figure  1.6B ).  While  its  natural  substrate  is  not  known,  it 
was  thought  that  Arabidopsis  thaliana  was  not  cyanogenic,  but  recently  cyanohydrins 
were  discovered  in  this  plant  [72] .  Like  related  esterases,  this  mechanism  uses  an 
oxyanion  hole  to  stabilize  an  anion,  but  unlike  esterases,  the  catalytic  triad  acts  as  a  base 
and  not  a  nucleophile  [73–75] .  Like  the  lysine  mechanism,  the  catalytic  triad  abstracts  a 
proton  from  the  substrate  hydroxyl  group,  cleaving  the  cyanide  group.  The  negatively 
charged  cyanide  is  stabilized  by  two  backbone  nitrogens,  forming  the  oxyanion  hole. 
Finding  a  different  mechanism  in  At HNL  was  surprising  because  it  is  closely  related  to 
the  HNLs  that  use  the  lysine  mechanism  (45­50%  amino  acid  identity). 
Unlike  the  previous  two  HNL  mechanisms  that  evolved  from  esterases,  the  third 
mechanism  found  in  Sb HNL,  called  the  terminal  carboxy  mechanism  here,  probably 
diverged  from  carboxypeptidase  ( Figure  1.6C ).  This  enzyme  naturally  catalyzes  the 
release  of  cyanide  from  4­hydroxymandelonitrile  [76,77] ,  which  is  derived  from  tyrosine 
via  dhurrin  [58] .  Crystallographic  studies  of  this  enzyme  showed  that  it  uses  a  quite 
different  mechanism  than  those  described  above  [77] .  While  Sb HNL  does  have  a 
Ser­His­Asp  catalytic  triad,  the  serine  is  in  a  more  spatially  distant  location.  The  role  of 
the  base  is  instead  filled  by  the  C­terminal  carboxylate  group  from  the  terminal 
tryptophan.  The  serine  does  contribute  a  hydrogen  bond  to  the  substrate  hydroxyl  group, 
but  the  proton  abstraction  is  done  by  the  carboxylate.  In  the  other  mechanisms,  a  lysine  or 
oxyanion  hole  stabilizes  the  leaving  cyanide  group.  It  is  not  known  what,  if  anything,  is 
the  analog  of  the  lysine  or  oxyanion  hole  in  Sb HNL. 
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The  lysine  and  oxyanion  hole  HNL  mechanisms  will  be  further  explored  in  this  work,  but 
the  carboxylate  mechanism  will  not  be.  Section  I  explores  the  origin  and  divergence  of 
these  closely  related  HNLs.  Section  II  elucidates  the  importance  of  differing  residues 
between  the  active  sites  of  Hb HNL  and  At HNL,  and  presents  evidence  for  a  new  fourth 
mechanism  by  which  α/β  hydrolases  are  able  to  catalyze  HNL  reactions. 
1.4  Enzyme  engineering 
Surge  on!  surge 
Follow  the  route 
Continue  the  pursuit 
Water  flows  
And  with  excess,  fully  submerge 
Poured  into  the  bath  it  goes. 
[Johann  Wolfgang  von  Goethe:  The  Sorcerer's  Apprentice] 
 
Enzyme  engineering  is  the  practice  of  designing  and  creating  enzymes  with  new  or 
modified  properties.  With  its  birth  just  a  few  decades  ago  [78,79] ,  enzyme  engineering  is 
still  a  young  discipline  and  lacks  much  of  the  maturity  and  exactness  of  engineering 
elsewhere  in  the  hard  sciences.  It  is  exceedingly  difficult  to  accurately  predict  the  effect 
of  making  any  particular  change  in  a  protein,  and  even  more  difficult  to  design  complete 
protein  sequences  from  scratch.  Nonetheless,  significant  improvements  in  enzyme 
qualities  can  be  had  by  making  the  appropriate  mutations. 
Enzyme  engineering  is,  perhaps,  more  like  the  Sorcerer's  Apprentice  [80]  than  traditional 
engineering  disciplines.  One  popular  definition  of  engineering  used  by  multiple 
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encyclopedias  specifies  engineering  as  having  “full  cognizance  of  their  design”  and  the 
ability  to  “forecast  ...  behavior  under  specific  operating  conditions”  [81–83] .  Enzyme 
engineers,  at  best,  have  partial  cognizance  of  their  design  and  rough  guesses  of  behavior 
under  different  conditions.  In  Goethe’s  famous  18th  century  poem,  a  sorcerer’s  apprentice 
uses  his  master’s  powers,  which  he  does  not  fully  understand,  to  animate  a  broom  to  do 
his  work  of  hauling  water.  In  the  poem  the  apprentice’s  incantation  causes  unintended 
consequences  as  the  water  overflows  the  basin  and  causes  a  flood.  Like  the  apprentice, 
when  “engineering”  enzymes  we  use  a  power  without  a  full  understanding  of  the  results. 
While  the  apprentice  attempted  to  use  his  master’s  power  to  manipulate  a  broomstick  to 
do  a  job  for  him,  enzyme  engineers  attempt  to  use  the  power  of  manipulating  enzyme 
sequences  to  create  enzymes  that  will  do  a  job  for  them.  Unlike  magical  broomsticks, 
engineered  enzymes  are  not  prone  to  going  out  of  control,  but  they  are  prone  to  failing  to 
perform  as  predicted  and  hoped.  It  is  as  if  the  apprentice  were  to  try  one  incantation  after 
another,  each  with  a  slightly  different  sequence  of  words,  with  only  vague  ideas  of  what 
the  effect  of  the  words  would  be.  Instead  of  unstoppable  broomsticks,  most  result  in 
broomsticks  that  only  walk  in  circles  or  convulse  on  the  floor,  do  a  different  job,  or 
perhaps  do  the  job,  but  walk  extremely  slowly.  Careful  study  and  understanding  the 
molecular  interactions  of  proteins  and  how  they  catalyze  reactions  can  give  us  some 
indications  of  what  to  change  in  the  sequence,  but  the  results  are  still  far  from  certain. 
Finding  a  good  starting  point  and  trying  many  different  sequences  variations  is  still 
generally  the  best  approach  to  find  an  enzyme  that  can  do  the  job. 
Finding  a  good  enzyme  starting  point  to  begin  engineering  is  essential,  but  is  also 
difficult.  Although  we  now  have  the  tools  to  synthesize  a  protein  with  any  sequence  we 
want,  we  still  lack  the  ability  to  precisely  design  a  solution  for  a  specific  goal.  Without 
sufficient  understanding  of  the  molecular  and  chemical  properties  of  enzymes  we  cannot 
sit  down  and  design  our  ideal  enzyme  on  a  computer,  neither  are  we  able  to  test  all 
possible  sequences.  The  huge  actual  diversity  and  unfathomable  potential  diversity  of 
proteins  makes  finding  the  the  ideal  biocatalyst  difficult.  Currently  there  are  over  73 
19 
million  unique  protein  sequences  in  the  RefSeq  database  [84] .  This  only  represents  the 
identified  and  sequenced  proteins  which  are  a  small  subset  of  the  actual  protein  diversity 
of  nature,  which  itself  is  only  a  small  subset  of  all  possible  proteins.  The  number  of  all 
possible  proteins,  or  all  of  “protein  sequence  space,”  is  beyond  astronomical.  To  get  a 
sense  of  scale,  if  you  could  convert  all  of  the  matter  of  the  observable  universe  directly 
into  single  protein  molecules  and  tried  to  make  one  molecule  of  every  possible  variant, 
you  would  run  out  of  matter  with  a  library  as  small  as  58  amino  acids.  This  is  almost  too 
small  to  even  classify  as  a   protein.  Suppose  you  wanted  a  complete  library  of  slightly 
larger  88  amino  acid  proteins.  Imagine  instead  of  one  universe,  you  converted  a  mole 
(6.022  *10 23 )  of  observable  universes  of  matter  directly  into  unique  protein  molecules. 
And  think  if  instead  of  just  once,  you  had  been  doing  so  once  every  second  since  the 
beginning  of  the  universe  13.8  billion  years  ago.  You  would  now  be  a  only  slightly  over 
half  done  with  your  library  of  88  amino  acids  proteins.  1
With  such  an  enormous  sequence  space,  how  does  one  even  attempt  to  find  the  ideal 
enzyme  for  a  given  application?  One  can  either  try  to  make  an  enzyme  “from  scratch”  or 
look  to  nature.  Since  sequence  space  is  so  large,  making  new  enzymes  from  scratch  has 
only  had  limited  success  [87,88] .  An  obvious  alternative  is  to  let  natural  evolution  do 
most  of  the  work  for  you  and  use  engineering  to  tweak  what  nature  has  made.  Compared 
to  random  sequences,  looking  at  the  enzymes  found  in  nature  you  generally  know  at  least 
a  couple  things.  First,  natural  selection  guarantees  that  they  will  fold,  or  at  least  fold  well 
enough  in  the  conditions  of  their  natural  host.  Second,  naturally  occurring  enzymes  have 
1Age  of  the  universe  13.772  billion  years  =  4.3*10 17   seconds  [85] .  Avogadro’s  number:  6.0*10 23 .   Mass  of  the 
observable  universe:  10 53   grams  [86] .  Average  amino  acid  weight:  110  daltons  =  110  *1/(6.0*10 23 )  grams  =  1.8*10 ­22 , 
average  88  amino  acid  protein:  1.82*10 ­22 *88  =  1.6*10 ­20   grams.  Combinations  in  an  88  amino  acid  protein:  20 88   = 
3.1*10 114 .  [4.3*10 17 *6.0*10 23 *10 53 ]/[3.1*10 114 *1.6*10 ­20 ]  =  0.52. 
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been  selected  to  be  good  catalysts  (or  at  least  as  good  as  they  need  to  be)  for  at  least  one 
type  of  reaction.  
There  are  a  number  of  approaches  to  finding  useful  enzymes  that  natural  evolution  has 
optimized.  The  first,  and  most  obvious  if  available,  is  to  use  a  well  characterized  enzyme 
that  has  some  of  the  qualities  you  need.  This  is  part  of  the  reason  that  some  enzymes  have 
become  so  widely  used.  For  example  Candida  antarctica  lipase  B  (CalB)  has  been 
incredibly  well  characterized  and  extensively  engineered.  Now,  because  of  the  wealth  of 
knowledge  about  this  enzyme,  it  is  an  obvious  first  choice  for  engineering  projects  using 
esterases  [89–96] .  This  has  led  to  the  whopping  15,600  reports  [97]  that  mention  either 
“ Candida  antarctica  lipase  B”,  “lipase  B  from  Candida  antarctica” ,  or  the  commercial 
name  of  CalB,  “Novozym  435”  [98] . 
When  no  known  enzyme  has  the  properties  desired,  one  must  find  a  new  uncharacterized 
enzyme.  The  more  traditional  approach  to  this  has  been  to  screen  different  biological 
samples  for  the  property  desired.  For  example,  Asano  and  colleagues  discovered  Bm HNL 
by  looking  for  hydroxynitrile  lyase  activity  in  plant  samples  including  leaf  homogenates 
from  Baliospermum  montanum ,  and  subsequently  identifying  and  cloning  the  gene  out  of 
this  plant  [70,99] .  With  the  immense  databases  of  DNA  sequence  information  available, 
in  recent  years  it  has  generally  become  more  efficient  to  search  sequence  databases 
instead  of  collected  biological  samples.  Andexer  and  colleagues  used  this  approach  to 
identify  At HNL  [73] .  They  identified  a  number  of  Arabidopsis  thaliana  genes  with  high 
sequence  similarity  to  Hb HNL  and  Me HNL.  After  cloning  and  expressing  these 
sequences,  they  found  one  ( At HNL)  to  have  high  HNL  activity.  A  new  approach  for 
finding  useful  proteins  from  nature  is  looking  to  ancestral  enzymes.  In  Section  I  (chapters 
2­4)  we  show  how  reconstructed  ancestral  enzymes  can  serve  as  a  source  of  useful 
enzymes  with  unique  and  useful  properties. 
While  finding  an  enzyme  with  some  of  the  desired  characteristics  is  a  good  start,  it’s 
often  not  enough,  which  is  where  the  real  engineering  becomes  useful.  If  an  enzyme  has 
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been  identified,  is  known  to  carry  out  the  correct  reaction  on  your  substrate,  can  be  easily 
expressed,  and  functions  in  the  conditions  you  need,  you  are  set!  But  more  often  than  not, 
some  of  the  parameters  for  which  nature  has  selected  are  not  the  same  parameters  that  are 
needed  in  an  applied  setting.  The  reaction  type,  substrate  scope,  reaction  conditions,  and 
expression  requirements  for  an  enzyme  application  are  not  likely  to  perfectly  match  the 
requirements  of  the  host  organism.  When  the  properties  of  the  best  identified  protein  are 
not  sufficient  for  a  desired  application,  the  protein  must  be  engineered. 
1.4.1  Enzyme  engineering  methods 
Engineering  an  enzyme  typically  involves  changing  its  amino  acid  sequence  in  order  to 
change  its  properties.  While  there  are  other  approaches  to  improving  enzymes  after  they 
are  expressed,  most  notably,  immobilization  and  chemical  modification  [100–102] , 
altering  the  amino  acid  sequence  is  often  the  most  efficient  and  can  offer  the  greatest 
potential  for  improvement.  The  most  efficient  way  to  alter  a  protein’s  amino  acid 
sequence  is  to  alter  the  gene  coding  for  the  protein.  Since  the  modification  is  made  in  the 
genetic  material,  it  only  needs  to  be  done  once  and  then  can  be  propagated  in  perpetuity. 
Most  approaches  to  engineering  enzymes  can  be  broken  into  two  categories,  rational 
design  and  directed  evolution.  Like  the  name  implies,  rational  design  strategies   rely  on 
understanding  and  prediction  to  make  specific,  intentional  changes  to  create  a  desired 
sequence.  Alternatively,  directed  evolution  strategies  assume  no  prerequisite  knowledge 
of  which  changes  will  produce  the  desired  changes,  and  instead  must  rely  on  the  ability  to 
make  and  characterize  many  random  variants.  In  recent  years,  a  third  category  has  gained 
popularity  by  combining  rational  and  random  approaches  to  create  “semi­rational” 
approaches,  which  use  some  rational  input  to  create  focused  libraries  of  many  mutants.  
Rational  design  implements  some  understanding  of  the  effects  of  specific  sequences  or 
mutations  to  create  specifically  designed  individual  sequences  with  the  desired  effects. 
The  design  of  specific  sequences  or  mutations  is  typically  informed  by  a  structural 
understanding  of  the  protein,  usually  with  some  type  of  computational  modeling  applied. 
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Homologous  sequences  can  also  play  a  major  role  in  designing  modifications.  When  the 
structure  of  your  protein  is  not  known,  the  structure  of  a  close  homolog  can  be  used  to 
build  a  model  of  your  protein.  Homologs  with  different  properties  can  also  give  insight 
into  which  mutations  would  be  beneficial.  
Site­directed  mutagenesis  (SDM)  is  the  targeted  mutation  of  a  specific  site  of  a  gene  to 
change  the  amino  acid  encoded.  This  is  typically  done  using  custom  DNA  primers  with  a 
polymerase  chain  reaction  (PCR)  based  approach.  The  most  widely  used  method  is  the 
QuikChange  method  [103,104] .  This  approach  uses  overlapping  primers  containing  the 
desired  mutated  sequence  and  uses  a  PCR  reaction  to  copy  an  entire  plasmid  containing 
the  gene,  followed  by  treatment  with  a  restriction  enzyme  that  will  selectively  degrade 
the  template  plasmid.  The  reaction  is  traditionally  not  a  “true”  PCR  reaction  since  the 
overlapping  primers  prevent  newly  synthesized  DNA  strands  from  serving  as  template 
strands  for  subsequent  rounds.  Thus,  it  is  not  an  exponential  increase  in  product,  and  not 
a  true  chain  reaction,  although  some  modifications  to  this  method  are  true  chain  reactions 
[105] .  In  the  work  discussed  in  Sections  II  and  III,  SDM  was  used  to  introduce  rationally 
designed  mutations  to  Hb HNL,  At HNL,  and  SABP2. 
While  site­directed  mutagenesis  allows  for  making  small,  but  precise  changes  to  a  protein 
sequence,  gene  syntheses  allows  one  to  make  large­scale  and  precise  changes  to  a  protein. 
Oligonucleotides  ranging  in  length  up  to  ~100  bases  long  can  be  reliably  chemically 
synthesized  by  the  iterative  addition  of  specific  bases.  A  number  of  oligonucleotides  can 
then  be  combined  by  either  ligation  or  polymerase  based  methods  to  create  custom, 
made­to­order,  full­length  genes  without  the  need  for  any  template  gene  (for  a  review  on 
gene  synthesis  technologies  see  [106] ).  Technological  advancements  in  gene  synthesis 
has  allowed  the  price  to  fall  dramatically  with  product  like  gBlocks  (Integrated  DNA 
Technologies,  Inc.;  San  Jose,  CA)  currently  costing  a  mere  $149  for  a  1000  bp  gene 
[107] ,  allowing  this  technology  to  be  applied  to  many  new  projects. 
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Synthesizing  a  gene  from  scratch  allows  one  to  create  virtually  any  sequence  they’d  like. 
Unlike  site­directed  mutagenesis,  which  requires  more  effort  for  each  additional  change 
made,  synthetic  genes  can  be  made  just  as  easily  with  wild  type  sequence  or  completely 
designed  sequences  that  have  no  resemblance  to  any  known  natural  gene.  Due  to  the 
decreased  cost,  it  is  now  reasonable  to  order  synthetic  genes  anytime  one  needs  to  make 
more  than  a  couple  mutations.  This  technology  allows  for  the  easy  creation  of 
reconstructed  ancestral  genes  discussed  in  part  1.2.3  above.  Since  reconstructed  ancestral 
genes  of  any  significant  age  have  many  differences  from  any  modern  protein,  it  is 
exceedingly  tedious  to  convert  a  gene  coding  for  an  extant  protein  into  one  coding  for  an 
ancestor  using  SDM.  Using  synthetic  genes  means  making  the  dozens,  or  even  hundreds 
of  changes  needed  to  create  an  ancestral  gene  is  trivial.  Approaches  using  synthetic  genes 
were  used  to  create  the  reconstructed  ancestral  enzymes  discussed  in  Section  I,  as  well  to 
create  the  enzymes  with  many  mutations  in  Section  II. 
The  second  main  approach  to  enzyme  engineering  is  directed  evolution.  This  approach 
assumes  little  to  no  prior  knowledge  of  which  mutations  will  provide  the  desired 
enhancements  (for  a  good  review,  see  [108] ).  As  the  name  implies,  this  approach  mimics 
natural  evolution  by  using  a  mutation  strategy  to  create  genetic  diversity,  followed  by  a 
step  mimicking  natural  selection  to  identify  mutants  with  the  desired  phenotype.  Like 
natural  evolution,  directed  evolution  also  requires  a  system  that  links  genotype  and 
phenotype.  To  compensate  for  lack  of  assumptions  about  which  mutations  will  help, 
many  mutations  must  be  tested  to  find  the  few  that  provide  the  desired  properties.  This 
generally  requires  a  high­throughput  screening  method  or  selection  method  to  find  the 
needle  in  the  haystack. 
The  genetic  diversity  can  be  created  by  a  number  of  techniques,  of  which,  the  most 
widely  used  is  error­prone  PCR  (epPCR).  This  approach  uses  a  modified  PCR  reaction 
with  a  polymerase  and  reaction  conditions  that  result  in  mistakes  in  the  newly 
synthesized  DNA  strands.  These  mistakes  typically  result  in  single  DNA  base  changes, 
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some  of  which  result  in  changes  in  the  encoded  amino  acids.  Reaction  conditions  can  be 
tweaked  to  minimize  bias  in  the  types  of  mutations  and  to  alter  the  frequency  of 
mutations  to  meet  the  needs  of  the  project. 
Due  to  the  nature  of  epPCR,  not  all  amino  acid  changes  are  effectively  possible.  The 
mutation  rate  must  be  kept  fairly  low  because  many  amino  acid  changes  are  highly 
detrimental  to  an  enzyme's  ability  to  function  and  fold.  Many  amino  acid  changes  require 
two  or  three  simultaneous  DNA  base  changes  in  the  same  codon,  which  is  extremely 
unlikely.  While  19  amino  acid  changes  are  theoretically  possible  at  each  location,  single 
DNA  base  changes  can  only  result  in  nine  different  codons,  some  of  which  will  not 
produce  a  new  amino  acid  due  to  the  redundancy  in  the  DNA  code.  Thus,  for  practical 
purposes,  only  between  four  and  seven  of  the  19  possible  amino  acid  changes  at  each 
position  are  likely  to  be  found  using  epPCR.  Another  confounding  factor  with  epPCR  is 
the  stochastic  nature  of  mutations,  such  that  the  mutation  rate  must  balance  between 
producing  too  many  unmutated  genes  and  producing  too  many  mutations  per  gene, 
increasing  the  chances  that  one  will  be  fatal  to  the  protein. 
Typically  the  largest  obstacle  when  doing  directed  evolution  is  devising  and 
implementing  a  selection  or  screening  method.  Generating  a  large,  random  library  is 
fairly  trivial,  but  testing  the  library  is  usually  less  so.  The  selection  method,  by  its  nature, 
is  particular  to  the  goal  of  each  project  and  cannot  be  generalized.  If  the  trait  or  ability 
being  sought  can  be  linked  to  survival  of  the  host  organism,  the  much  more  powerful  tool 
of  selection  can  be  used.  In  lieu  of  a  selection  marker,  manual  selection  can  be  used  if  the 
phenotype  can  be  observed  using  a  screening  method.  Allowing  for  increasing  levels  of 
throughput:  cell  free  enzymes,  liquid  or  solid  cultures,  and  single  cells  can  each  be 
screened  by  different  methods.  Screening  is  frequently  used  to  detect  formation  of 
chemical  compounds  by  chromatography  or  by  color  change. 
Directed  evolution  was  used  to  create  a  number  of  variants  used  in  this  work.  In  Chapter 
7  directed  evolution  identified  a  more  stable  esterase.  In  this  case  heat  treatment  was  used 
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in  conjunction  with  screening  for  an  activity  that  produced  a  colored  product  to  screen  for 
thermostable  variants.  epPCR  was  also  used  to  find  the  enzyme  variants  used  in  Chapter 
4  to  catalyze  the  non­natural  nitroaldol  reaction. 
Combining  aspects  of  rational  design  and  directed  evolution  can  provide  an  even  more 
powerful  approach.  These  semi­rational  approaches  typically  use  some  insights  to  create 
libraries  of  mutants  that  are  focused  on  positions,  regions,  or  mutations  that  have  a  higher 
probability  of  producing  the  desired  qualities  (for  a  good  review  see  [109] ).  Like  rational 
design,  semi­rational  approaches  use  the  available  knowledge  of  structure  and/or 
sequence/phylogeny  to  identify  the  location(s)  to  mutate  and/or  the  new  amino  acids  to 
introduce.  Like  directed  evolution,  semi­rational  approaches  do  not  assume  that  the 
solution  can  be  discovered  in  one  or  a  small  handful  of  variants,  and  instead  make  a 
substantial  library  of  variants  to  be  screened.  Using  the  available  knowledge, 
semi­rational  libraries  can  be  smaller,  yet  more  effective  than  purely  random  libraries. 
Semi­rational  approaches  typically  either  target  one  or  a  few  locations  with  many 
mutations,  or  target  many  locations  with  only  a  few  mutation  options.  One  of  the  simplest 
types  of  semi­rational  design  is  site­saturation  mutagenesis  (SSM),  which  is  a  variation  of 
SDM  that  uses  degenerate  primers  that  can  code  for  any  of  the  20  amino  acids  at  the 
targeted  location.  This  can  be  done  at  one  location,  or  at  a  small  set  of  positions 
simultaneously.  The  practice  of  creating  SSM  libraries  at  multiple  active  site  locations  is 
termed  CAST,  or  combinatorial  active­site  saturation  test,  and  has  proven  quite  successful 
for  engineering  enzyme  activity  [110] .  Another  approach  for  creating  semi­rational 
libraries  mutates  many  positions  throughout  a  protein,  but  with  only  one  or  a  few  options 
at  each  position.  These  libraries  can  be  constructed  by  recombining  homologs  [111]  or 
recombining  different  previously  identified  beneficial  mutations  [112,113] .  Chapter  7 
describes  the  use  of  a  library  of  recombined  stabilizing  point  mutations  at  24  locations  to 
identify  a  number  of  highly  stabilized  variants. 
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1.5  Enzyme  applications;  Benefits  and  obstacles  
Humans  have  used  extracted  enzymes  as  tools  for  thousands  of  years.  Probably  the  first 
application  of  cell  free  enzymes  is  rennet  used  for  cheese  manufacturing  which  was 
described  almost  2000  years  ago  by  Columella  [114] .  More  recently  the  accessibility  of 
better  information  and  technology  has  allowed  the  use  and  engineering  of  enzymes  for  a 
much  larger  variety  of  applications.  Enzymes,  usually  expressed  in  a  heterologous  host, 
are  now  commonplace  in  applications  like  cleaning,  therapeutics,  chemical  synthesis,  and 
bioremediation.  However,  stability  and  substrate  range  have  limited  the  extent  of  enzyme 
adoption  for  industrial  applications  [115] . 
Enzymes  have  many  properties  that  are  both  unique  assets  and  obstacles  relative  to 
traditional  chemical  catalysts.  Enzymes  are  macromolecules  that  allow  much  more 
control  over  reactions  than  typical  chemical  catalysts.  They  have  also  evolved  for  a 
particular  set  of  conditions,  which  may  differ  significantly  from  the  conditions  typically 
needed  for  different  applications  where  enzymes  may  be  used.  Notably  enzymes  are  often 
much  more  selective  than  chemical  catalysts.  Enzymes  offer  high  chemoselectivity,  as 
well  as  high  enantioselectivity  and  regioselectivity.  Natural  selection  has  molded 
enzymes  into  efficient  catalysts  for  one  or  a  few  specific  reaction(s).  Enzymes  are  also 
optimized  for  mild  conditions,  meaning  reactions  that  would  otherwise  require  extreme 
conditions  can  be  carried  out  in  mild  conditions,  much  closer  to  the  physiology  of  the 
enzyme’s  source.  While  these  properties  can  be  assets,  they  can  also  be  obstacles  that 
enzyme  engineering  can  help  overcome  to  create  a  better  catalyst,  Figure  1.7 . 
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 Figure 1.7 Differences between traditional chemical reactions and enzymatic reactions.                   
Enzymes are more chemoselective, enantioselective, and operate best in mild                   
conditions. These properties can both be assets and detriments, depending on the                       
situation. 
1.5.1  Chemoselectivity 
The  high  chemoselectivity  of  enzymes  allows  reactions  to  be  particularly  efficient,  with 
little  to  no  byproduct.  Chemoselectivity  is  the  ability  to  conduct  reactions  preferentially 
with  one  substrate  or  functional  group  in  the  presence  of  other  potential  substrates. 
Unlike  typical  chemical  catalysts,  enzymes  typically  bind  substrates  in  some  sort  of 
pocket  or  active  site,  thus  they  are  able  to  have  much  more  control  over  which  types  of 
substrates  they  bind  productively,  and  hence  catalyze.  Enzymes  can  allow  one  to  skip 
laborious  protection/deprotection  steps  that  would  be  required  when  using  less  selective 
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chemical  catalysts.  The  downside  to  selectivity  is  that  it  may  be  a  challenge  to  find  an 
enzyme  to  work  with  any  particular  substrate.  If  no  organism  needs  to  catalyze  a 
particular  reaction,  then  it’s  not  likely  that  there  will  be  any  efficient  enzymes  for  it. 
The  food  industry  takes  advantage  of  the  chemoselectivities  of  α/β  hydrolase  esterases  to 
develop  flavors  in  fermented  sausages  [116]  and  cheeses  [117,118] .  These  esterases  are 
used  because  they  are  chemoselective  for  the  hydrolysis  of  short  or  medium  chain 
triglycerides  into  free  fatty  acids.  Short  and  medium  chain  fatty  acids  are  central  for 
flavor  development,  while  long  fatty  acids  were  found  to  produce  a  soapy  flavor. 
Section  I  (Chapters  2,  3,  and  4)  addresses  some  approaches  to  overcoming  limiting 
chemoselectivities.  In  chapter  2,  we  show  that  some  reconstructed  ancestral  α/β 
hydrolases  are  able  to  catalyze  new  types  of  reactions.  Chapter  3  explores  one  particular 
reconstructed  ancestral  enzyme,  HNL1,  using  in  depth  structural  analysis  to  explain  why 
it  is  better  able  to  catalyze  non­native  reactions.  Chapter  4  shows  how  engineering  HNL1 
for  one  particular  non­native  reaction  may  allow  a  better  route  to  synthesizing  essential 
pharmaceuticals. 
1.5.2  Enantioselectivity 
Chiral  molecules  have  “right  handed”  and  “left  handed”  versions,  or  enantiomers.  Much 
like  right  and  left  hands,  these  molecules  are  mirror  images  of  each  other,  yet  are  not 
superimposable,  Figure  1.8 .  An  equal  mixture  of  enantiomers  is  called  racemic  while  a 
pure  supply  of  one  enantiomer  is  referred  to  as  optically  pure  due  to  its  ability  to  rotate 
plane  polarized  light.  In  a  typical  achiral  setting  right  (“ R ”  from  the  latin  rectus )  and  left 
(“ S ”  from  the  latin  sinister )  versions  of  a  molecule  have  identical  chemical  properties. 
However,  in  biological  systems,  different  enantiomers  can  have  vastly  different  effects. 
Flavors  can  change  from  bitter  to  sweet  [119] .  Scents  can  change  from  spearmint  to 
caraway  [120] .  Perhaps  more  importantly,  pharmaceuticals  can  be  active  in  one 
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enantiomer  and  inactive  or  even  toxic  in  the  other  [121] .  This  make  the  ability  to 
synthesize  only  one  enantiomer  tremendously  important. 
 
Figure 1.8 Chiral Molecules. Molecules that have “handedness” are called chiral.                     
These molecules have two versions, or enantiomers, that, much like right and left hands,                           
are the mirror image of each other, but cannot be superimposed. In the image above, the                               
molecule has a central chiral atom (cyan) that is connected to four distinct chemical                           
groups (red, green, blue, and magenta spheres). In biological systems different                     
enantiomers  of  the  same  molecule  can  have  vastly  different  effects. 
There  are  a  number  of  ways  to  make  a  chiral  substance.  However,  all  require  the  use  of 
another  pure  chiral  substance,  with  few  exceptions  [122] .  Conducting  a  reaction  with  a 
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reactant  that  is  a  single  enantiomer  can  give  a  product  that  is  a  single  enantiomer.  The  use 
of  pure  chiral  catalysts  are  also  able  to  selectively  catalyze  a  pure  chiral  product.  A  chiral 
catalyst  can  also  degrade  an  undesired  enantiomer,  leaving  only  the  desired  enantiomer. 
Alternatively,  chiral  substances  can  be  used  to  separate  one  enantiomer  from  another. 
Enantiomers  can  be  separated  by  chiral  chromatography.  Alternatively  chiral  derivatizing 
agents  that  either  preferentially  react  with  one  enantiomer  or  react  with  both  to  create 
diastereomer  products  will  create  products  that  have  different  chemical  properties 
allowing  isolation  of  one  enantiomer. 
If  it  takes  a  chiral  substance  to  produce  a  chiral  substance,  then  the  logical  question  is 
“where  do  the  original  chiral  substances  come  from?”.  The  answer  is  biology.  The  source 
of  (virtually)  all  chiral  substances  in  chemistry  can  be  traced  to  a  source  that  was  alive. 
Living  organisms  are  made  out  of  chiral  molecules.  DNA,  RNA,  proteins,  carbohydrates, 
some  triglycerides,  and  many  small  molecules  from  living  organisms  are  all  chiral  and 
usually  enantiopure.  Because  of  this,  enzymes,  which  are  the  catalysts  of  biology  and  by 
their  nature  chiral  catalysts,  are  often  able  to  carry  out  reactions  selectively  using  or 
forming  a  single  enantiomer. 
Due  to  their  enantioselectivity,  enzymes,  including  α/β  hydrolases,  have  gained 
widespread  use  in  the  synthesis  of  optically  pure  substances  (i.e.  asymmetric  synthesis)  or 
the  selective  reaction  with  one  enantiomer  from  a  racemic  mix  (kinetic  resolution).  The 
α/β  hydrolase  carboxylesterase  NP  from  Bacillus  subtilis  is  used  for  the  kinetic  resolution 
of  precursors  to  make  optically  pure  drugs  like  naproxen  [123] . 
Hb HNL  is  also  used  in  the  asymmetric  synthesis  of  single  enantiomer  products.  Carrying 
out  the  hydroxynitrile  reaction  in  reverse  allows  for  the  formation  of  a  new  chiral  center. 
Hb HNL  is  used  industrially  to  make  optically  pure  ( S )­3­phenoxybenzaldehyde 
cyanohydrin,  a  precursor  for  insecticides  like  Tralomethrin  [124] .  Hb HNL  is  also  used  by 
DSM  (Heerlen,  Netherlands)  to  produce  optically  pure  ( R )­2­amino­1­(2­furyl)ethanol  as 
a  precursor  for  drugs  [125] . 
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While  enantioselectivity  is  one  of  the  biggest  advantages  of  enzymes  compared  to 
traditional  catalysts,  there  are  some  cases  in  which  it  can  be  a  drawback.  Since  enzymes 
often  only  react  with  one  enantiomer,  there  is  a  50/50  chance  that  the  enantiomer  you 
want  to  react  is  different  than  the  enzymes  preferred  enantiomer.  A  nonselective  catalyst 
is  better  than  a  selective  one  that  preferred  the  wrong  enantiomer.  At  least  with  a 
nonselective  catalyst,  the  reaction  you  want  is  being  catalyzed. 
Section  II  (chapter  5)  addresses  ways  to  overcome  enantioselectivity  when  it  is  not  the 
desired  enantioselectivity.  We  show  how  to  engineer  both  Hb HNL  and  At HNL  to  alter, 
and  in  the  case  of  At HNL,to  reverse  the  enantioselectivity.  We  also  show  that 
enantioselectivity  is  an  exceptionally  complex  property  that  is  affected  by,  but  distinct 
from  reaction  mechanism.  In  the  process  we  found  another,  possibly  ancestral, 
mechanism  in  which  α/β  hydroleses  can  catalyze  hydroxynitrile  lyase  reactions. 
1.5.3  Optimization  for  mild  conditions 
Another  mixed  blessing  of  enzymes  is  their  optimization  to  carry  out  reactions  in  mild 
conditions.  Mild  reaction  conditions  can  make  reactions  more  environmentally  friendly 
and  allow  for  reactions  in  environments  where  altering  the  conditions  is  not  practical. 
Enzymatic  synthesis  can  avoid  solvent  waste  and  eliminate  the  need  for  heating.  The 
downside  is  that  since  enzymes  have  evolved  to  work  in  mild  conditions,  they  are  often 
intolerant  of  extremes  in  temperature,  solvent,  pH,  or  chemical  additives.  Many  desired 
applications  of  enzymes  need  enzymes  to  withstand  conditions  that  they  were  not  adapted 
for. 
The  benefits  and  drawbacks  of  enzymes’  optimization  for  mild  conditions  can  be  seen 
when  picking  out  laundry  detergents.  Many,  but  not  all,  laundry  detergents  contain 
enzymes,  α  amylase  to  break  down  starch,  protease  to  break  down  protein  stains,  and 
lipase  to  break  down  grease  stains  [126,127] .  Since  these  enzymes  in  nature  were  adapted 
for  relatively  mild  conditions,  they  function  well  at  moderate  conditions,  but  become 
denatured  and  lose  activity  at  high  temperatures.  Because  of  this,  when  you  are  picking 
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out  a  detergent  at  the  store,  selecting  one  that  contains  enzymes  lets  you  get  a  better  wash 
with  water  temperatures  between  30  and  50  ºC  [128,129] .  At  warm  temperatures, 
enzymes  optimization  for  mild  conditions  works  in  your  favor.  However,  if  you  want  to 
wash  with  hot  water  above  65ºC  most  enzymes  will  lose  activity  and  enzymes 
optimization  for  mild  conditions  becomes  a  drawback  [126] . 
Many  applications  of  enzymes  take  advantage  of  their  optimization  for  mild  conditions. 
The  esterases  used  in  cheese  and  sausage  flavor  development  are  ideal  because  they  work 
at  the  ambient  temperatures  that  are  used  in  these  processes.  Similarly,  an  esterase  from 
Aspergillus  niger ,  an  α/β  hydrolase,  can  be  used  to  make  pentylferulate,  which  is  used  in 
cosmetics  and  as  a  flavor  precursor  in  food  processing  [130] .  The  use  of  this  esterase 
takes  advantage  of  enzymes  functionality  in  mild  conditions  by  replacing  an  alternative 
chemical  synthesis  that  requires  high  heat  that  could  breakdown  the  product. 
Extreme  conditions  can  disrupt  the  structure  and  function  of  an  enzyme  that  is  optimized 
for  physiological  conditions.  The  three  dimensional  structure  of  an  enzyme  is  critical  for 
its  proper  function.  The  structure  of  proteins  is  determined  by  interactions  between 
different  parts  of  the  molecule(s).  Hydrophobic  interactions,  hydrogen  bonds,  salt 
bridges,  and  covalent  modifications  like  disulfide  bonds  can  all  play  a  role  in  maintaining 
a  protein’s  three  dimensional  structure.  However,  especially  in  extreme  environments, 
other  forces  can  interrupt  or  overpower  these  interactions  causing  proteins  to  unfold 
(denature)  or  be  chemically  modified,  destroying  the  conformation  of  the  active  site,  and 
thus  destroying  the  ability  to  catalyze  chemical  reactions.  Water,  chaotropic  agents  (e.g. 
urea),  salts,  acids,  and  bases  can  compete  with  and  overpower  intramolecular  ionic 
interactions.  Solvents  and  detergents  can  disrupt  and  overpower  hydrophobic  interactions 
within  proteins.  Other  factors  like  oxidants  and  radiation  can  disrupt  a  protein’s  fold  and 
function  by  covalently  changing  the  protein.  Heat  can  amplify  many  of  these  effects.  Heat 
can  increase  the  rate  of  covalent  modification,  and  increase  the  effect  of  disruptive 
elements  due  to  increasing  the  effect  of  entropy. 
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These  limitations  of  enzyme  stability  in  extreme  conditions  translates  to  a  limitation  of 
the  use  of  enzymes  in  industry.  Many  industrial  processes  require  extreme  conditions.  For 
example  α­amylase  used  in  starch  liquefaction  needs  to  withstand  the  high  heat  (104°C) 
and  acidic  (pH  4.5)  conditions  used  in  the  process  [131] .  Likewise,  even  if  they  don’t 
withstand  hot  water,  the  enzymes  used  in  laundry  require  the  ability  to  withstand  warm 
water,  pH  as  high  as  9­12,  high  levels  of  surfactants  (soap),  and  high  concentrations  of 
oxidants  like  bleach  [132] .  One  option  is  to  look  for  enzymes  from  extremophiles. 
Extremophiles  are  creatures  that  are  adapted  to  extreme  conditions,  and  thus  their 
enzymes  tend  to  be  more  tolerant  of  extreme  conditions  [133] .  While  this  approach  has 
been  widely  used,  it  does  limit  the  number  of  enzymes  to  select  from,  and  often  requires 
sacrifices  in  enzyme  activity  to  achieve  high  stability  [134,135] . 
In  section  III  (chapters  6  and  7),  we  explore  various  methods  for  enhancing  enzyme 
stability  in  a  model  α/β  hydrolase,  salicylic  acid  binding  protein  2  (SABP2)  from 
Nicotiana  tobaccum .  In  chapter  6,  we  show  how  this  protein  can  be  stabilized  by  copying 
proline  residues  from  related  proteins.  In  chapter   7,  we  compare  four  other  strategies 
along  with  copying  prolines,  showing  that  the  strategies  that  require  more  information  are 
not  necessarily  better  at  stabilizing  proteins,  and  that  the  best  strategies  take  advantage  of 
the  power  of  the  evolutionary  process. 
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Section  I:  Overcoming  chemoselectivity   
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Chapter  2:  Catalytic  promiscuity  of  ancestral 
esterases  and  hydroxynitrile  lyases 
The  following  chapter  is  a  reprint  of  Devamani  T,  Rauwerdink  AM,  Lunzer  M,  Jones  BJ, 
Mooney  JL,  Tan  MAO,  et  al.  Catalytic  promiscuity  of  ancestral  esterases  and 
hydroxynitrile  lyases.  J  Am  Chem  Soc.  2016;138:  1046–1056. 
Paper  hyperlink:  http://pubs.acs.org/doi/full/10.1021/jacs.5b12209  
2.1  Summary 
Catalytic  promiscuity  is  a  useful,  but  accidental,  enzyme  property,  so  finding  catalytically 
promiscuous  enzymes  in  nature  is  inefficient.  Some  ancestral  enzymes  were  branch 
points  in  the  evolution  of  new  enzymes  and  are  hypothesized  to  have  been  promiscuous. 
To  test  the  hypothesis  that  ancestral  enzymes  were  more  promiscuous  than  their  modern 
descendants,  we  reconstructed  ancestral  enzymes  at  four  branch  points  in  the  divergence 
hydroxynitrile  lyases  (HNLs)  from  esterases  ∼100  million  years  ago.  Both  enzyme  types 
are  α/β­hydrolase  fold  enzymes  and  have  the  same  catalytic  triad,  but  differ  in  reaction 
type  and  mechanism.  Esterases  catalyze  hydrolysis  via  an  acyl  enzyme  intermediate, 
while  lyases  catalyze  an  elimination  without  an  intermediate.  Screening  ancestral 
enzymes  and  their  modern  descendants  with  six  esterase  substrates  and  six  lyase 
substrates  found  higher  catalytic  promiscuity  among  the  ancestral  enzymes  (P  <  0.01). 
Ancestral  esterases  were  more  likely  to  catalyze  a  lyase  reaction  than  modern  esterases, 
and  the  ancestral  HNL  was  more  likely  to  catalyze  ester  hydrolysis  than  modern  HNLs. 
One  ancestral  enzyme  (HNL1)  along  the  path  from  esterase  to  hydroxynitrile  lyases  was 
especially  promiscuous  and  catalyzed  both  hydrolysis  and  lyase  reactions  with  many 
substrates.  A  broader  screen  tested  mechanistically  related  reactions  that  were  not 
selected  for  by  evolution:  decarboxylation,  Michael  addition,  γ ­lactam  hydrolysis  and 
1,5­diketone  hydrolysis.  The  ancestral  enzymes  were  more  promiscuous  than  their 
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modern  descendants  (P  =  0.04).  Thus,  these  reconstructed  ancestral  enzymes  are 
catalytically  promiscuous,  but  HNL1  is  especially  so. 
 
2.2  Introduction 
Catalytic  promiscuity  is  the  ability  of  enzymes  to  catalyze  additional  reactions  beyond 
those  beneficial  for  life  [136,137] .  Catalytic  promiscuity  differs  from  substrate 
promiscuity  in  that  different  transition  states,  rather  than  the  same  transition  state,  must 
be  stabilized.  For  example,  the  natural  function  of  carbonic  anhydrase  is  to  catalyze  the 
reversible  hydration  of  carbon  dioxide,  yet  it  also  catalyzes  the  promiscuous  hydrolysis  of 
the  ester  p ­nitrophenyl  acetate  [138] . 
Catalytic  promiscuity  is  useful  because  it  expands  the  range  of  available  reactions  for 
industrial  biocatalysis  applications  [139] .  For  example,  halohydrin  dehalogenase 
normally  catalyzes  the  hydrolysis  of  vicinal  haloalcohols  to  vicinal  diols  and  also 
catalyzes  a  promiscuous  substitution  of  the  halide  with  other  nucleophiles  [140] .  Fox  and 
co­workers   exploited  this  promiscuous  reaction,  substituting  chloride  with  cyanide  to 
make  a  key  intermediate  in  the  synthesis  of  a  cholesterol­lowering  drug  [141] .  
Catalytic  promiscuity  is  difficult  to  search  for  because  it  is  an  accidental  property  of 
enzymes.  It  is  easier  to  search  in  places  where  the  enzymatic  property  of  interest  is  likely 
adaptive.  For  example,  searching  high  temperature  environments  will  likely  yield 
thermostable  enzymes.  Searching  chemical  spill  sites  may  yield  enzymes  that  degrade 
environmental  contaminants.  Although  there  is  no  location  where  catalytic  promiscuity  is 
adaptive,  there  may  a  time  when  it  was  adaptive.  
Several  groups [142–145]  have  suggested  that  ancestral  enzymes  must  have  been 
catalytically  promiscuous.  Some  ancestral  enzymes  lie  at  key  branch  points  where 
divergent  evolution  selected  new  catalytic  functions  as  new  metabolic  opportunities 
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arose.  These  ancestors  might  also  have  been  promiscuous  with  regard  to  other 
mechanistically  related  reactions.  If  so,  they  would  provide  suitable  places  to  search  for 
catalytic  promiscuity.  
That  ancestral  enzymes  no  longer  exist  poses  no  problem  they  can  be  resurrected. 
Analysis  of  modern  sequences  allows  researchers  to  infer  the  sequences  of  ancestral 
enzymes  [146,147] .  These  analyses  use  the  topology  of  phylogenetic  trees,  the  likelihood 
of  different  amino  acid  replacements  and  various  assumptions  about  evolution  such  as 
whether  or  not  different  sites  in  a  gene  evolve  at  different  rates.  Chemical  synthesis  of  the 
gene  and  expression  of  the  protein  in  a  suitable  host  yields  the  ancestral  enzyme  for 
characterization.  In  cases  where  analyses  suggest  several  possible  amino  acids  at  a  site, 
several  ancestors  can  be  made  and  characterized.  In  most  cases  such  ancestors  have 
similar  properties. 
Reconstructed  ancestral  enzymes  show  broader  substrate  ranges  than  their  modern 
descendants.  Voordeckers  et  al.  showed  that  the  reconstructed  ancestors  of  modern  α­ 
glycosidases  catalyzed  hydrolysis  of  a  wider  range  of  substrates  (maltose  and  isomaltose 
analogues)  [148] .  Likewise,  reconstructed  β­lactamases  [149]  and  carboxyl 
methyltransferases  [150]  showed  higher  substrate  promiscuity.  An  ancestral  protein 
kinase  bound  an  inhibitor  with  an  affinity  intermediate  between  the  modern  descendants 
[151] .  Similarly,  in  vitro  divergent  evolution  of  glucuronidase  to  new  substrates 
specificity  proceeded  through  nonspecific  intermediates.  However,  whether  or  not 
ancestral  enzymes  were  more  catalytically  promiscuous  than  modern  enzymes  has  not 
been  explored.  In  this  paper,  we  reconstruct  ancestral  hydroxynitrile  lyases  and  esterases 
and  assess  their  catalytic  promiscuity.  The  transition  states  for  these  two  reaction  types 
differ  significantly,  so  finding  a  single  enzyme  that  catalyzes  both  reaction  types 
efficiently  would  be  remarkable. 
Hydroxynitrile  lyases  (HNLs)  are  plant  enzymes  that  catalyze  the  elimination  of 
hydrogen  cyanide  from  cyanohydrins  as  a  defense  against  herbivorous  insects  [152] . 
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HNLs  occur  in  at  least  five  protein  folds;  our  focus  here  is  on  HNLs  in  the  α/β­hydrolase 
fold  superfamily.  These  HNLs  evolved  from  esterases  ∼100  million  years  ago  when 
flowering  plants  and  insects  first  diversified.  Presumably,  a  weak  promiscuous  ability  to 
cleave  cyanohydrins  first  arose  serendipitously  in  an  ancient  esterase.  Providing  some 
protection  against  herbivorous  insects,  selection  for  higher  activity  favored  gene 
duplication,  freeing  the  new  copy  to  functionally  diverge  into  the  modern  specialized 
hydroxynitrile  lyases. 
The  reaction  mechanism  for  the  hydrolysis  reaction  catalyzed  by  esterases  (Enzyme 
Classification  (EC)  group  3.1.1)  differs  in  three  key  ways  from  the  elimination  reaction 
catalyzed  by  hydroxynitrile  lyases  (EC  4.1.2).  Hydrolysis  follows  the  canonical  serine 
hydrolase  mechanism  with  an  acyl  enzyme  intermediate  (Figure  2.1A ).  The  elimination 
has  no  acyl  enzyme  intermediate  and  uses  only  binding  and  general  acid−base  chemistry 
( Figure  2.1B ).  Second,  the  two  mechanisms  require  conflicting  substrate  orientations. 
Hydrolysis  requires  the  carbonyl  oxygen  to  bind  in  the  oxyanion  hole,  while  the  lyase 
mechanism  requires  that  it  not  bind  in  the  oxyanion  hole.  Third,  hydrolysis  involves  a 
hydrophobic  leaving  group,  while  the  lyase  reaction  creates  a  polar  leaving  group.  These 
clearly  different  mechanisms  provide  a  good  test  of  the  hypothesis  that  ancestral  enzymes 
were  catalytically  promiscuous.  The  prediction  is  that  while  modern  enzymes  catalyze 
only  one  of  these  reaction  types,  ancestral  α/β ­hydrolases  may  catalyze  both  hydrolysis 
and  eliminations. 
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 Figure 2.1 Esterases catalyze hydrolysis of carboxylic acid esters while hydroxynitrile                     
lyases catalyze an elimination of hydrogen cyanide from cyanohydrins. Both active sites                       
contain a serine­histidine­aspartate catalytic triad. Aspartate not shown for clarity. ( A )                     
Salicylic acid binding protein 2 (SABP2) catalyzes the hydrolysis of methyl salicylate                       
( 2 ). The substrate ester binds with the carbonyl oxygen in the oxyanion hole. The first                             
step of the reaction is the nucleophilic attack by the serine Oγ on the carbonyl carbon.                               
The mechanism involves an acyl enzyme intermediate (not shown). ( B ) Hydroxynitrile                     
lyase from Hevea brasiliensis (rubber tree) catalyzes the cleavage of acetone                     
cyanohydrin ( 1 ). The substrate oxygen binds outside the oxyanion hole, which is blocked                         
by  Thr11.  Elimination  proceeds  in  one  step  without  an  acyl  enzyme  intermediate.  
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2.3  Experimental  section 
2.3.1  General  methods 
Enzymes  and  chemicals  were  bought  from  commercial  suppliers  and  used  directly 
without  further  purification.  Racemic  mandelonitrile   (Sigma­Aldrich,  St.  Louis,  MO) 
was  aliquoted  in  10  mL  portions  and  stored  at  −18  °C.  2­Hydroxy­6­oxo­6­phenylhexa­ 
2,4­dienoic  acid  ( 16 )  (HOPDA)  was  a  gift  from  Lindsay  Eltis’  research  group  at  the 
University  of  British  Columbia,  and  2­azabicyclo[2.2.1]hept­5­en­3­one  ( 15 )  (Vince 
lactam)  was  a  gift  from  Robert  Vince’s  research  group  at  the  University  of  Minnesota. 
Protein  concentrations  were  determined  from  the  absorbance  at  280  nm  using  extinction 
coefficients  obtained  from  the  ExPASy  Bioinformatics  Resource  Portal  [153] .  Protein 
gels  were  run  on  sodium  dodecyl  sulfate  polyacrylamide  gradient  gels  (NuPage  4−12% 
Bis­Tris  gel  from  Invitrogen)  using  the  BenchMark  protein  ladder  (5  μL/lane)  as  a 
standard.  DNA  gels  were  run  using  0.7%  ultrapure  agarose  with  1  ×  TAE  buffer  and  1  kb 
DNA  ladder  as  a  standard.  Microtiter  plate  assays  were  performed  in  triplicate  and  the 
mean  of  the  measurements  is  reported.  One  unit  of  enzyme  activity  corresponds  to  the 
amount  of  protein  required  to  release  of  1  μmol  of  product  per  minute.  Steady  state 
kinetic  data  were  fitted  to  the  Michaelis−Menten  equation  using  the  nonlinear  fit  routine 
in  the  Solver  function  of  Microsoft  Excel.  NiNTA  resin  was  regenerated  according  to 
Qiagen  protocol.  1 H  NMR  spectra  were  run  at  400  MHz  in  deuteriochloroform.  Thin 
layer  chromatography  on  silica  gel  was  eluted  with  hexanes:ethyl  acetate  (8:2).  Lysogeny 
broth  (LB)  and  terrific  broth  (TB)  were  prepared  according  to  Sambrook  and  coworkers 
[154] . 
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2.3.2  Ancestral  enzyme  reconstruction 
2.3.2.1  Phylogenetics 
Five  thousand  protein  sequences,  150−600  amino  acids  long  and  sharing  a  minimum  30% 
sequence  identity  with  Hevea  brasiliensis  acetone  cyanohydrin  lyase  (GI:  1223884),  were 
obtained  from  the  NCBI  protein  sequence  database.  Identical  copies,  mutant  peptides  and 
all  patents  were  removed  and  the  remaining  sequences  aligned  using  Muscle  [155]  in 
SeaView  [156] .  A  preliminary  neighbor  joining  tree  [157]  was  used  to  identify  a  cluster 
of  1285  sequences  between  30%  and  99%  identical,  and  that  included  the  ACLs  and 
salicylic  acid  binding  protein  2  from  Nicotiana  tabacum ,  for  further  analysis. 
The  1285  amino  acid  sequence  alignment  was  adjusted  manually  guided  by 
superpositioned  protein  structures  ( H.  brasiliensis  1QJ4,  Manihot  esculenta  1E8D, 
Arabidopsis  thaliana  3DQZ,  Nicotiana  tabacum  1XKL)  obtained  with  DeepView/Swiss 
PDB­Viewer  [158]  to  adjust  insertions  and  deletions  into  surface  loops.  The  final 
alignment  of  1285  sequences  is  available  upon  request  from  the  authors.  Bootstrapped 
(1000  replicates)  maximum  likelihood  trees  were  obtained  using  RAxML  [159]  using  the 
ML  +  Bootstrap  +  GAMMAPROT  +  LG  settings.  Maximum  likelihood  uses  a 
probabilistic  model  of  sequence  evolution  to  construct  a  tree  from  a  given  alignment.  The 
GAMMAPROT  setting  to  allow  some  sites  to  evolve  faster  than  others  and  the  LG  [160] 
setting  provides  an  empirical  amino  acid  exchange  matrix  to  accommodate  differences  in 
the  rates  of  exchange  between  different  amino  acids.  The  most  likely  tree  is  one  with 
topology,  branch  lengths  and  other  parameters  that  maximize  the  likelihood  of  the 
observed  alignment.  An  advantage  of  the  maximum  likelihood  approach  is  that  it 
provides  a  natural  means  to  test  alternative  hypotheses  branch  lengths,  topologies  and 
ancestral  states.  Similar  trees  were  obtained  using  FastML  with  GAMMAPROT  and  a 
JTT  amino  acid  exchange  matrix  [161]  in  RAxML  with  SH  support  [162]  and 
bootstrapped  neighbor  joining  with  a  Poisson  correction  in  Seaview. 
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Ancestral  sequences  ( Table  2.S1 )  were  inferred  using  maximum  likelihood  as 
implemented  in  RAxML  using  the  ML  +  Bootstrap  +  GAMMAPROT  +  LG  tree  obtained 
above.  Maximum  likelihood  calculates  the  most  likely  amino  acid  at  each  site  at  each 
node  using  an  empirical  Bayes  approach  [163] .  The  likelihood  of  observing  a  particular 
amino  acid,  x,  at  a  particular  site  at  a  particular  node  is  given  as  
  (x∣a, m, t, θ)   P       =   P (x∣a, m, t, θ)px
(x∣a, m, t, θ)p∑
20
a=1
P x
( 2.1 ) 
where  a  is  one  of  20  amino  acids  at  the  focal  site,  t  is  the  topology  of  the  phylogenetic 
tree,  m  is  an  evolutionary  model,  q  represents  the  various  model  parameters  (rates  of 
amino  acid  exchange,  variable  rates  across  sites,  etc.),  and  p x   is  the  prior  probability  of 
observing  x .  Maximum  likelihood  resolves  ambiguities  in  favor  of  the  most  likely  model. 
For  example,  in  the  case  of  tree  (((Leu,Leu),(Met,Met)),Arg)  the  most  likely  ancestor  of 
sequences  had  an  Met  because  exchanges  between  Met  and  Leu  and  between  Met  and 
Arg  are  commonplace  while  those  between  Leu  and  Arg  are  rare.  At  branch  points  EST3 
and  HNL1,  ancestral  sequences  were  also  inferred  for  the  neighbor  joining  tree  using 
maximum  likelihood  as  implemented  in  MEGA  [164] . 
2.3.2.2  Gene  synthesis  and  cloning 
Genes  for  the  ancestral  enzymes  were  synthesized  by  GenScript  and  subcloned  into  a 
pET21a(+)  vector  at  NdeI  and  XhoI  restriction  sites  resulting  in  an  upstream  T7  promoter 
and  lac  operator  and  an  in­frame  C­terminal  six  His­tag.  Fidelity  of  cloning  and  of  the 
gene  synthesis  was  confirmed  by  DNA  sequencing  the  entire  genes  (ACGT,  Wheeling, 
IL). 
2.3.2.3  Protein  expression  and  purification 
Lysogeny  broth  media  containing  100  μg/mL  ampicillin  (LB­amp,  5  mL)  was  inoculated 
with  a  single  bacterial  colony  from  an  agar  plate  and  incubated  in  an  orbital  shaker  at  37 
°C  and  200  rpm  for  15  h.  This  culture  was  used  to  inoculate  terrific  broth  (TB)­amp 
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media  (500  mL)  in  2­L  baffled  flasks,  which  was  incubated  at  37  °C  and  250  rpm  until 
the  absorbance  at  600  nm  reached  1.0  (approximately  3−4  h).  This  culture  was 
transferred  to  17  °C  and  200  rpm  for  1  h  to  cool,  and  then  isopropyl 
β­D­1­thiogalactopyranoside  (IPTG,  1  mM)  was  added  to  induce  the  protein  expression. 
Cultivation  was  continued  for  20  h.  The  cells  were  harvested  by  centrifugation  (8000 
rpm,  10  min  at  4  °C)  and  resuspended  in  buffer  A  (20  mM  imidazole,  50  mM  NaH 2 PO 4 , 
300  mM  NaCl,  pH  7.2,  20  mL).  The  cells  were  disrupted  by  sonication  (400  W,  40% 
amplitude  for  5  min)  and  centrifuged  (4  °C,  12  000  rpm  45  min).  The  supernatant  was 
loaded  onto  a  column  containing  NiNTA  resin  (1  mL,  Qiagen)  pre­equilibrated  with 
buffer  A  (10  mL).  The  column  was  washed  buffer  A  (50  mL)  followed  by  buffer  B  (50 
mM  imidazole,  50  mM  NaH 2 PO 4 ,  300  mM  NaCl,  pH  7.2,  50  mL).  The  His­tagged 
protein  was  eluted  with  elution  buffer  (250  mM  imidazole,  50  mM  NaH 2 PO 4 ,  300  mM 
NaCl,  pH  7.2,  15  mL)  and  concentrated  to  ∼2  mL  with  an  Amicon  ultrafiltration 
centrifuge  tube  (10  kDa  cutoff).  The  imidazole  buffer  was  exchanged  by  four  successive 
additions  of  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.0,  10  mL)  to  <15  μM  imidazole  remaining, 
followed  by  concentration  to  ∼2  mL  with  the  centrifuge  tube.  Typical  yields  were 
20−100  mg  of  protein  from  a  500  mL  culture. 
2.3.3  Substrate  synthesis 
2.3.3.1  Racemic  2­nitro­1­phenylethanol 
Title  compound  was  prepared  according  to  a  literature  procedure  [165] .  Purification  by 
silica­gel  column  chromatography  eluted  with  hexanes:ethyl  acetate  (85:15)  yielded  1.22 
g  (70%)  of  a  colorless  oil.  R f   0.44,  1 H  NMR:  2.86  (br,  1H),  4.45  (dd,  J  =  13.2,  2.9  Hz, 
1H),  4.54  (dd,  J  =  13.2,  9.6  Hz,  1H),  5.43  (dd,  J  =  9.8,  2.9  Hz,  1H),  7.33−7.39  (m,  5H). 
2.3.3.2  Racemic  3­(2­nitro­1­phenylethyl)pentane­2,4­dione 
Title  compound  was  prepared  according  to  a  literature  procedure  [166] .  Acidic  alumina 
(1  g)  was  added  to  a  stirred  solution  of  acetylacetone  (0.10  mL,  1.0  mmol)  and 
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trans­β­nitrostyrene  ( 14 )  (0.15  g,  1.0  mmol)  in  Et 2 O  (1  mL).  The  suspension  was  stirred 
at  25  °C  for  2  h,  concentrated  under  a  vacuum,  and  purified  by  silica­gel  column 
chromatography  eluted  with  hexanes:ethyl  acetate  (80:20)  yielding  0.106  g  (43%)  as  pale 
yellow  solid.  mp  107−113  °C  [166] ;  110−112  °C;  R f   0.22,  1 H  NMR:  1.92  (s,  3H),  2.28  (s, 
3H),  4.18  (m,  1H),  4.38  (d,  J  =  11.1  Hz,  1H),  4.61  (m,  2H)  and  7.1−7.3  (m,  5H).  
2.3.3.3  Benzoylacetic  acid 
Benzoylacetic  acid  ( 13 )  was  prepared  according  to  the  literature  procedure  [167] .  To  a 
solution  of  acetophenone  (12  g,  0.10  mol),  dry  tetrahydrofuran  (50  mL)  in  250  mL 
overnight­oven­dried  round­bottomed  flask,  NaOH  (60%)  in  oil  (10.5  g,  0.25  mol)  and 
dimethylcarbonate  (16.2  g,  0.18  mol)  was  added.  The  suspension  was  heated  to  reflux  for 
2  h  and  cooled  to  room  temperature.  The  reaction  was  quenched  with  ice  water  (100  mL), 
acidified  with  3  M  HCl  to  pH  2−3  and  extracted  with  ethyl  acetate  (3  ×  25  mL).  The 
organic  layer  was  dried  over  sodium  sulfate  and  concentrated  under  a  vacuum. 
Purification  by  silica­gel  column  chromatography  eluted  with  hexanes:ethyl  acetate 
(95:5)  yielded  11.5  g  (65%  yield)  of  methyl  3­oxo­3­phenyl  proponoate.  Hydrolysis  of 
methyl  3­oxo­3­phenyl  propanoate  (1.0  g)  in  sodium  hydroxide  solution  (0.5  M)  at  room 
temperature.  After  12  h  the  reaction  was  acidified  with  HCl  to  pH  2−  3,  extracted  with 
ethyl  acetate  (3  ×  10  mL),  dried  and  concentrated  under  a  vacuum.  Benzoylacetic  acid 
obtained  in  55%  (0.5  g)  yield  as  a  white  solid.  R f   0.33;  mp  85  °C; [168]  99  °C;  1 H  NMR: 
4.1  (s,  2H),  5.7  (s,  vinyl  1H),  7.2−8.05  (m,  5H),  9.75  (br,  1H). 
2.3.4  Activity  and  enantioselectivity  of  enzyme­catalyzed  reactions 
2.3.4.1  Hydroxynitrile  lyase  activity 
Hydroxynitrile  lyase  activity  was  assayed  as  described  previously  with  minor 
modifications  [169] .  The  assay  monitors  the  release  of  benzaldehyde  ( ε 280   =  1352  M −1 
cm −1 )  from  mandelonitrile  ( 2 )  spectrophotometrically  and  was  corrected  for  the 
spontaneous  cleavage  of  mandelonitrile.  The  assay  solution  contained  mandelonitrile  (2.0 
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mM),  citrate  buffer  (pH  5.0,  50  mM)  and  enzyme  (0.05−8  μM  from  a  stock  in  5  mM  BES 
buffer,  pH  7)  in  a  total  volume  of  200  μL  (path  length  =  0.60  cm).  Steady  state  kinetic 
constants  were  determined  under  identical  conditions  with  mandelonitrile  ( 2 ) 
concentrations  from  1  to  20  mM. 
The  enantioselectivity  was  measured  using  the  reverse  reaction:  addition  of  HCN  to 
benzaldehyde.  The  reaction  (0.5  mL  total  volume)  contained  benzaldehyde  (1  mM,  from 
a  stock  solution  of  50  mM  of  benzaldehyde  in  50  mM  in  sodium  citrate  buffer  pH  5.0) 
and  HCN  (50  mM,  from  a  stock  solution  of  1.0  M  of  HCN  in  tert­butyl  methyl  ether)  in 
sodium  citrate  buffer  (50  mM,  pH  5.0).  Caution!  HCN  is  toxic  and  requires  careful 
handling  [170] .  Enzyme  (0.002−0.1  mg  protein  in  5  mM  of  BES  buffer,  100  μL,  pH  7.0) 
was  added  to  start  the  reaction.  After  2  h  shaking  at  600  rpm  at  20  °C,  the  tert­butyl 
methyl  ether  layer  was  separated,  evaporated  by  stream  of  nitrogen,  and  dissolved  in 
isopropanol.  The  enantiomeric  purity  of  the  product  mandelonitrile  was  determined  by 
HPLC  using  a  Chiralcel  OD­H  column  (Diacel)  eluted  with  hexane:isopropanol  (98:2)  at 
flow  rate  of  1.25  mL/min:  The  S  and  R  enantiomers  elute  at  31  and  34  min,  respectively. 
Absolute  configuration  of  mandelonitrile  was  established  by  comparison  with  a 
commercial  sample  of  (R) ­mandelonitrile  (Alfa  Aesar,  Ward  Hill,  MA). 
Cleavage  of  acetone  cyanohydrin  ( 1 ),  lactonitrile  ( 3 ),  2­hydroxypentanenitrile  ( 4 )  and 
2­hydroxyhexanenitrile  ( 5 )  was  assayed  using  a  modified  König  reaction  [171,172] . 
Substrate  (1.28  mM  to  10  mM  in  0.1  M  citric  acid)  was  assayed  with  up  to  8  μM  enzyme 
in  5  mM  citrate  phosphate  buffer,  pH  5.  After  up  to  20  min,  the  reaction  was  quenched  by 
addition  of  aqueous  N­chlorosuccinimide  (2  mM,  62.5  μL,  also  containing  20  mM 
succinimide).  After  2  min,  barbituric  acid  (230  mM  in  30%  pyridine,  12.5  μL)  was  added 
and  after  10  min,  the  absorbance  at  580  nm  was  measured  and  compared  to  a  calibration 
curve  constructed  using  K 2 [Zn(CN) 4 ]  with  concentrations  of  HCN  ranging  from  2.5  to 
100  μM.  
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2.3.4.2  Nitroaldolase  (Henry  reaction)  activity 
Nitroaldolase  activity  was  assayed  by  monitoring  the  release  of  benzaldehyde  from 
2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 )  as  above  for  the  hydroxynitrile  lyase  activity.  The  assay 
mixture  (200  μL  total  volume,  path  length  0.60  cm)  contained  2­nitro­1­phenylethanol  (2 
mM  from  stock  of  50  mM  2­nitro­1­phenylethanol  in  1  mM  HCl),  50  mM  citrate 
phosphate  buffer,  pH  5.5,  and  up  to  5  μM  enzyme  in  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.2).  A  blank 
reaction  to  monitor  the  spontaneous  cleavage  of  6  was  identical,  but  the  enzyme  solution 
was  replaced  by  BES  buffer.  Steady  state  kinetics  used  the  same  assay,  but  varied  the 
concentration  of  6  (0.5−6  mM). 
The  enantioselectivity  was  measured  using  the  reverse  reaction:  addition  of  nitromethane 
to  benzaldehyde.  The  reaction  (0.5  mL  total  volume)  contained  benzaldehyde  (1  mM 
from  50  mM  of  benzaldehyde  in  diisopropyl  ether  (DIPE)  and  nitromethane  (1.0  M)  in  50 
mM  in  citrate:phosphate  buffer  (pH  6.0)  and  enzyme  (0.1−  0.7  μM)  in  5  mM  of  BES 
buffer.  After  2  h  shaking  at  500  rpm  at  room  temperature,  the  organic  layer  was  separated 
and  evaporated  by  stream  of  nitrogen  gas  and  dissolved  in  isopropanol.  The  enantiomeric 
purity  of  the  product  2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 )  was  determined  by  HPLC  using  a 
Chiralcel  OD­H  column  (Diacel)  eluted  with  hexane:isopropanol  (95:5)  at  flow  rate  of 
1.0  mL/min.  The  R  and  S  enantiomers  elute  at  23  and  26  min,  respectively,  and  it  was 
reported  to  elute  at  13.5  and  16.3  min  with  hexane:isopropanol  (90:10)  at  flow  rate  of  1.0 
mL/min  in  Chiralcel  OD­H  column  [173] . 
2.3.4.3  Esterase  activity 
Methyl  salicylate  ( 7 )  and  methyl  mandelate  ( 10 )  were  assayed  at  500  μM  with  up  to  10 
μM  enzyme  in  5  mM  BES,  pH  7.  Methyl  pentanoate  ( 11 ),  1­naphthyl  acetate  ( 8 ),  and 
2­naphthyl  acetate  ( 9 )  were  assayed  at  2  mM  in  5  mM  BES  buffer  pH  7  with  up  to  50  μM 
enzyme.  Control  reactions  were  performed  by  adding  equal  volumes  buffer  that  was 
removed  from  the  enzyme  by  centrifugal  filtration.  Reactions  were  shaken  at  room 
temperature  for  up  to  18  h  before  enzyme  was  removed  by  centrifugation  using  Amicon 
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Ultra  0.5  mL  regenerated  cellulose  10  kDa  cutoff  centrifugal  filters.  Reactions  with 
methyl  salicylate  ( 7 ),  1­naphthyl  acetate  ( 8 )  and  2­naphthyl  acetate  ( 9 )  were  analyzed  by 
HPLC  on  an  Agilent  Eclipse  Plus  C18  column  eluted  with  methanol:water  +0.1%  formic 
acid  (80:20)  at  1.0  mL/min.  Methyl  mandelate  ( 10 )  reactions  were  analyzed  on  the  same 
column  but  with  a  60:40  mix  of  solvents.  The  enantiomeric  purity  of  unreacted  methyl 
mandelate  was  measured  using  a  Chiralpak  AS­RH  column  (Diacel)  eluted  with 
acetonitrile:water  +0.1%  trifluoroacetic  acid  (30:70)  at  1.0  mL/min.  The  S  and  R 
enantiomers  elute  at  6.4  and  6.8  min,  respectively.  The  absolute  configuration  was 
assigned  by  comparison  to  sample  of  ( R)­ methyl  mandelate  prepared  from  commercial 
( R )­mandelic  acid.  Methyl  pentanoate  ( 11 )  hydrolysis  was  quantified  p ­nitrophenol  as  a 
pH­indicator  as  described  previously  [174] . 
2.3.4.4  Lactonase  activity 
Lactonase  activity  corresponds  to  the  hydrolysis  of  4­phenyl­4­butyrolactone  ( 12 ).  The 
reaction  mixture  (0.50  mL  total  volume)  contained  4­phenyl­4­butyrolactone  (0.1  mM), 
BES  buffer  (5  mM,  pH  7.0),  and  enzyme  (7−75  μM).  Reaction  was  stirred  at  500  rpm  at 
25  °C  for  24  h.  The  enzyme  was  removed  by  filtration  through  a  centrifugal  filter 
(Amicon  Ultra  0.5  mL  regenerated  cellulose  10  kDa  cutoff  spun  at  4000  rpm)  and  the 
filtrate  analyzed  by  HPLC.  The  conversion  was  measured  using  an  Agilent  Eclipse  Plus 
C18  column  eluted  with  acetonitrile:H2O  +  0.1%  formic  acid  (40:60)  where 
4­hydroxy­4­phenylbutyric  acid  and  4­phenyl­4­butyrolactone  eluted  at  3.4  and  5.4  min, 
respectively.  A  blank  without  enzyme  showed  ∼5%  spontaneous  hydrolysis.  The  amount 
was  subtracted  to  determine  the  rate  and  conversion  of  the  reaction.  The  enantiomeric 
purity  of  unreacted  4­phenyl­4­butyrolactone  was  determined  by  HPLC  using  a  Chiralpak 
AS­RH  column  (Diacel)  eluted  with  acetonitrile:water  +0.1%  of  formic  acid  (35:65)  at 
1.0  mL/min.  The  R  and  S  lactone  enantiomers  elute  at  10.4  and  12.5  min,  respectively. 
This  configuration  was  established  by  comparison  with  an  HPLC  of  a  hydrolysis  of  the 
48 
same  lactone  with  pig  liver  esterase,  which  favors  the  (+)­enantiomer  [175] .  The 
(+)­enantiomer  was  later  identified  as  ( R )  [176] . 
2.3.4.5  Decarboxylase  activity 
Decarboxylase  activity  corresponds  to  the  decarboxylation  of  benzoylacetic  acid  ( 13 )  to 
acetophenone.  The  reaction  mixture  (0.50  mL  total  volume)  contained  benzoylacetic  acid 
(0.25  mM),  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.3)  and  enzyme  (13−75  μM).  The  reaction  mixture 
was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for  6  h,  then  the  enzyme  was  removed  by  filtration 
through  an  Amicon  ultrafiltration  centrifuge  tube  (10  kDa  cutoff)  at  4000  rpm  and  the 
filtrate  analyzed  by  HPLC  on  an  Agilent  Eclipse  Plus  C18  column  eluted  with 
acetonitrile:H2O  +  0.1%  formic  acid  (50:50)  monitored  at  254  nm  where  benzoylacetic 
acid  and  acetophenone  elute  at  4.3  and  7.4  min,  respectively.  The  molar  absorbance  of 
benzoylacetic  acid  is  3.03­fold  larger  than  that  for  acetophenone  and  the  peak  areas  were 
corrected  by  this  factor.  A  blank  without  enzyme  showed  ∼0.1%  spontaneous  cleavage. 
2.3.4.6  Michael  addition 
A  two­phase  mixture  of  di­isopropyl  ether  (250  μL)  and  citrate:phosphate  buffer  (50  mM, 
pH  5.5,  250  μL)  containing  trans­β­nitrostyrene  (2  mM),  acetyl  acetone  (100  mM)  and 
enzyme  (80−140  μM)  was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for  8  h.  The  diisopropyl  ether  layer 
was  separated,  flushed  with  stream  of  nitrogen  and  analyzed  by  HPLC  using  a  Chiralpak 
OJ­R  column  (Diacel)  eluted  with  acetonitrile:H 2 O  (40:60)  at  1.0  mL/min.  The  S  and  R 
enantiomers  of  the  product  3­(2­nitro­1­phenylethyl)  pentane­2,4  dione  elute  at  7.1  and 
9.1  min,  respectively  and  the  starting  material  trans­β­nitrostyrene  ( 14 )  elutes  at  19.7  min. 
The  absolute  configuration  was  assigned  with  a  Chiralcel  OD­H  column  eluted  with 
hexane:isopropanol  (95:5)  where  the  S  and  R  enantiomers  were  reported  to  elute  at  25 
and  27  min,  respectively  [177] .  A  blank  reaction  without  enzyme  showed  ∼6% 
spontaneous  formation  of  racemic  product.  The  reported  rates  and  enantiomeric  purities 
were  corrected  for  this  spontaneous  reaction. 
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2.3.4.7  Lactamase  activity 
Lactamase  activity  corresponds  to  the  hydrolysis  of  2­azabicyclo[2.2.1]hept­5­en­3­one 
( 15 ).  The  reaction  mixture  (0.50  mL  total  volume)  contained  2­azabicyclo[2.2.1]hept­5­ 
en­3­one  (0.50  mM),  p ­amino  benzoic  acid  (0.1  mM,  internal  standard),  Tris  buffer  (5 
mM,  pH  8.5),  and  enzyme  (7−75  μM).  The  reaction  was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for 
24  h.  The  enzyme  was  removed  by  filtration  through  an  Amicon  ultrafiltration  centrifuge 
tube  (10  kDa  cutoff)  at  4000  rpm  and  the  filtrate  analyzed  by  HPLC  to  determine 
conversion  and  enantioselectivity.  The  amount  of  substrate  reacted  was  determined  from 
the  relative  peaks  area  upon  HPLC  analysis  on  Agilent  Eclipse  Plus  C18  column  eluted 
with  acetonitrile:H 2 O  +  0.1%  formic  acid  (40:60).  p ­Aminobenzoic  acid  and  2­azabicyclo 
[2.2.1]  hept­en­3­one  elute  at  3.9  and  4.4  min  respectively  (relative  absorbance  =  4.37).  A 
reaction  with  no  enzyme  showed  ∼0.1%  conversion.  The  enantiomeric  purity  of 
unreacted  2­azabicyclo[2.2.1]­hept­en­3­one  as  determined  by  HPLC  using  a  Chiralpak 
AS­RH  column  (Diacel)  eluted  with  acetonitrile:water  +0.1%  formic  acid  (20:80)  at  1.0 
mL/min.  The  (2 S ,4 R )  and  (2 R ,4 S )  enantiomers  eluted  at  3.4  and  3.9  min,  respectively. 
The  absolute  configuration  was  established  by  comparison  of  HPLC  traces  with  a  sample 
of  the  (2 R ,4 S )  enantiomer  (Sigma­Aldrich,  St.  Louis,  MO). 
2.3.4.8  C−C  bond  hydrolysis  activity 
Hydrolysis  of  C−C  bonds  was  determined  with 
2­hydroxy­6­oxo­6­phenylhexa­2,4­dienoic  acid  ( 16 )  (HOPDA)  as  the  substrate  to  yield 
benzoic  acid  and  2­hydroxypenta­2,4­dienoic  acid  [178] .  This  substrate  was  a  gift  from 
the  Eltis  group,  who  synthesized  it  enzymatically.  The  assays  were  performed  at  pH  7.5 
in  100  mM  phosphate  buffer  with  100  μM  HOPDA  and  up  to  50  μM  enzyme.  The 
decrease  in  HOPDA  was  monitored  at  434  nm  ( ε  =  25.7  mM −1   cm −1 ). 
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2.3.4.9  Epoxide  hydrolase  activity 
Epoxide  hydrolase  activity  corresponds  to  the  hydrolysis  2­(4­nitrophenyl)oxirane  to  the 
corresponding  1­(4­  nitrophenyl)ethane­1,2­diol.  The  reaction  mixture  (0.50  mL  total 
volume)  contained  2­(4­nitrophenyl)oxirane  (0.1  mM),  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.0),  and 
enzyme  (7−75  μM).  Reaction  was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for  12  h.  The  enzyme  was 
removed  by  filtration  through  a  centrifugal  filter  (Amicon  Ultra  0.5  mL  regenerated 
cellulose  10  kDa  cutoff  spun  at  4000  rpm)  and  the  filtrate  analyzed  by  HPLC  on  an 
Agilent  Eclipse  Plus  C18  column  eluted  with  acetonitrile:H 2 O  +  (40:60). 
1­(4­Nitrophenyl)ethane­1,2­diol  and  2­(4­nitrophenyl)­oxirane  elute  at  3.4  and  10.7  min, 
respectively.  Reactions  without  enzyme  showed  ∼6%  spontaneous  hydrolysis.  No 
additional  hydrolysis  was  detected  in  the  reactions  containing  enzyme. 
2.3.4.10  Aldol  addition  activity 
Aldol  activity  was  measured  by  the  formation  of  4­hydroxy­4­(nitrophenyl)butan­2­one 
from  p­nitrobenzaldehdye  and  acetone.  The  reaction  mixture  (1  mL  total  volume) 
contained  p ­nitrobenzaldehdye  (0.5  mM),  acetone  (10  mM),  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.0), 
and  enzyme  (3−37  μM).  Reaction  was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for  24  h.  The  enzyme 
was  removed  by  filtration  through  a  centrifugal  filter  (Amicon  Ultra  0.5  mL  regenerated 
cellulose  10  000  NMWL  spun  at  4000  rpm)  and  the  filtrate  analyzed  by  HPLC  on  an 
Agilent  Eclipse  Plus  C18  column  eluted  with  acetonitrile:H 2 O  +  (50:50). 
4­Hydroxy­4­(nitrophenyl)butan­2­one  and  p ­nitrobenzaldehyde  elute  at  4.5  and  6.1  min, 
respectively.  A  blank  without  enzyme  showed  ∼0.1%  spontaneous  addition.  No 
additional  product  was  detected  in  the  reactions  containing  enzyme. 
2.3.4.11  Baylis−Hillman  reaction 
Baylis−Hillman  reaction  activity  was  measured  by  the  formation  of  3­(hydroxy­4­ 
(nitrophenyl)methyl)but­  3­en­2­one  from  p ­nitrobenzaldehdye  and  methyl  vinyl  ketone. 
The  reaction  mixture  (1  mL  total  volume)  contained  p ­nitrobenzaldehdye  (0.5  mM), 
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methyl  vinyl  ketone  (10  mM),  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.0),  and  enzyme  (3−37  μM). 
Reaction  was  stirred  at  500  rpm  at  25  °C  for  24  h.  The  enzyme  was  removed  by  filtration 
through  a  centrifugal  filter  (Amicon  Ultra  0.5  mL  regenerated  cellulose  10  kDa  cutoff 
spun  at  4000  rpm)  and  the  filtrate  analyzed  by  HPLC  on  an  Agilent  Eclipse  Plus  C18 
column  eluted  with  acetonitrile:H 2 O  +  (50:50).  3­(Hydroxy­4­(nitrophenyl)methyl) 
but­3­en­2­one  and  nitrobenzaldehyde  elute  at  4.1  and  6.1  min,  respectively.  A  blank 
without  enzyme  showed  ∼0.1%  spontaneous  addition.  No  additional  product  was 
detected  in  the  reactions  containing  enzyme. 
2.3.5  Pixel  plots  in  figures  2.3  and  2.4 
The  data  in  Tables  2.S2  and  2.S3  were  used  to  create  Figures  2.3  and  2.4  using  the 
approach  similar  to  Wahler  et  al  [179] .  To  show  the  wide  range  of  reaction  rates,  the  pixel 
darkness  is  proportional  to  the  log 10   of  the  rates,  but  color  is  linearly  proportional  to  the 
enantioselectivity.  Green  indicates  R ­selectivity,  red  indicates  S­ selectivity  and  gray 
indicates  no  enantioselectivity  data  or  no  enantioselectivity.  The  RGB  color  values  for  an 
achiral  substrate  or  for  chiral  substrate  where  enantioselectivity  was  not  measured  were  R 
=  G  =  B  =  255  −  RATE  where  RATE  =  log 10 (rate  in  min −1 )  scaled  to  a  whole  number 
between  255  (for  the  fastest  rate  12  600  min −1   for  the  Me HNL­catalyzed  cleavage  of 
acetone  cyanohydrin  in  Table  2.S2 )  and  0  (for  the  slowest  rate  0.00023  min −1   for  the 
EST1­catalyzed  hydrolysis  of  the  lactone  in  Table  2.S3 ).  The  RATE  values  are  subtracted 
from  255  because  color  values  closer  to  zero  give  darker  colors.  For  R ­selective 
enantioselective  reactions,  the  color  values  were  R  =  255  −  ( E  ×  RATE)/( E  +  1),  G  =  255 
−  RATE/( E  +  1),  B  =  ( R  +  G )/2  and  for  S ­selective  reactions  R  =  255  −  RATE/( E  +  1),  G 
=  255  −  ( E  ×  RATE)/( E  +  1),  B  =  255  −  ( R  +  G )/2  where  E  is  the  enantioselectivity. 
2.3.6  Statistical  analysis 
Fisher’s  exact  tests  [180]  were  used  to  compare  the  substrate  promiscuity  and  catalytic 
promiscuity  of  ancestral  and  modern  enzymes.  First,  all  enzymes­substrate  combinations 
were  classified  as  active  or  not  active.  Tables  in  Supporting  Information.  Classifications 
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for  resurrected  ancestral  enzymes  at  nodes  EST3  and  HNL1  were  each  averaged  and 
rounded  (e.g.,  a  mean  of  2/3  active  is  classified  as  active  and  a  mean  of  1/3  active  is 
classified  as  not  active).  Substrate  promiscuity  compared  the  ability  of  ancestral  and 
modern  enzyme  to  catalyze  their  natural  reactions­­ester  hydrolysis  for  esterases  and 
hydroxynitrile  cleavage  for  the  HNLs.  Catalytic  promiscuity  compared  the  ability  of  the 
ancestral  and  modern  enzyme  to  catalyze  unnatural  reactions­­hydroxynitrile  cleavage  for 
esterases  and  ester  hydrolysis  for  HNLs.  The  reactions  in  Table  2.S3  were  classified  as 
unnatural  reactions  for  both  esterase  and  HNLs.  
2.4  Results 
2.4.1  Phylogeny 
The  α/β­hydrolase  fold  superfamily  contains  >60  000  proteins  [45,181]  with 
wide­ranging  catalytic  activities  [182–184] .  Most  are  hydrolases  (Enzyme  Classification 
group  3),  although  the  family  also  includes  hydroxynitrile  lyases  (Enzyme  Classification 
group  4)  that  catalyze  an  elimination  reaction. 
These  hydroxynitrile  lyases  cluster  within  a  larger  group  of  plant  esterases  ( Figure  2.S1 ; 
selected  sequence  alignments  in  Figure  2.S2  [185] )  suggesting  that  they  diverged  from 
esterases  ∼100  million  years  ago  when  flowering  plants  (angiosperms)  diversified. 
Hydroxynitrile  lyases  are  plant  enzymes  involved  in  defense  from  insects  [186] .  The 
hydroxynitrile  lyases  include  enzymes  from  the  rubber  tree,  Hevea  brasiliensis , 
( Hb HNL),  cassava,  Manihot  esculenta ,  ( Me HNL)  [187–189]  and  wild  castor, 
Baliospermum  montanum  [70] .  The  esterases  include  salicylic  acid  binding  protein  2 
(SABP2)  from  tobacco  ( Nicotiana  tabacum )  [190]  and  polyneuridine­aldehyde  esterase 
from  snakeroot  ( Rauvolfia  serpentina )  ( Rs EST)  [191] .  This  group  of  plant  esterases  and 
hydroxynitrile  lyases  share  >40%  amino  acid  identity  ( Table  2.S1  in  the  Supporting 
Information  lists  pairwise  sequence  identities). 
53 
Although  esterase  from  Arabidopsis  thaliana  ( At HNL)  catalyzes  ester  hydrolysis  [192] ,  it 
also  catalyzes  fast  promiscuous  cleavage  of  mandelonitrile  ( 2 )  [193] .  It  does  not  catalyze 
cleavage  of  acetone  cyanohydrin  ( 1 ),  the  natural  cyanohydrin  substrate  in  most  plants. 
Cruciferous  plants,  which  include  Arabidopsis,  lack  the  metabolic  pathway  to  make 
cyanogenic  glucosides  [194] ,  so  do  not  need  hydroxynitrile  lyases.  However,  Arabidopsis 
does  contain  other  cyanogenic  metabolites  like  an  acyl  cyanide  [72] ,  where  a  hydrolase 
may  contribute  to  cyanogenesis  and  plant  defense. 
More  distantly  related  α/β­hydrolase  fold  enzymes  include  more  esterases  (e.g.,  esterase 
from  R.  communis  ( Rc EST)  [195]  as  well  as  enzymes  that  catalyze  even  more  diverse 
reactions.  The  decarboxylase  methylketone  synthase  I  from  tomato  has  35−  50%  aa 
identity  to  the  HNL/EST  group  [53,196]  in  Figure  2.S1 .  More  divergent  α/β­hydrolase 
fold  enzymes  (only  10−20%  aa  identify)  found  in  various  bacteria  or  animals  are  C−C 
hydrolases  (e.g.,  BphD  from  Burkholderia  cepacia  [178] ),  epoxide  ring  hydrolases  (e.g., 
human  soluble  epoxide  hydrolase  [197–199] ,  and  haloalkane  hydrolases  (e.g.,  LinB  from 
Sphingobium  sp .  [200] ).  These  are  too  distantly  related  to  be  included  in  the  tree  in 
Figure  2.S1 . 
2.4.2  Ancestral  enzyme  reconstruction 
Many  of  these  plant  esterases  and  hydroxynitrile  lyase  share  >40%  amino  acid  identity 
making  it  feasible  to  infer  ancestral  enzyme  sequences.  We  predicted  the  sequences  of  the 
most  recent  common  ancestors  at  four  different  divergence  points  ( Figures  2.2  and  2.S1 ; 
sequences  in  Figure  2.S2 ).  These  sequences  were  inferred  from  the  sequences  of  the 
modern  descendant  enzymes  using  either  neighbor  joining,  maximum  parsimony, 
maximum  likelihood,  or  a  combination  of  maximum  parsimony  and  maximum  likelihood 
( Table  2.1 )  [146] .  Some  sites,  typically  at  the  protein  surface,  evolve  rapidly  because 
they  do  not  affect  protein  function  and  their  ancestral  composition  is  less  certain.  The 
different  algorithms  predict  slightly  different  sequences.  If  all  reconstructed  ancestors  at  a 
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node  behave  similarly,  then  we  assume  that  these  reconstructions  are  a  close 
approximation  to  the  actual  historical  ancestor. 
The  sequences  of  the  ancestral  enzymes  differ  substantially  from  the  modern 
descendants,  but  these  differences  are  similar  to  the  differences  between  modern 
enzymes.  For  example,  the  amino  acids  in  the  modern  enzyme  Me HNL  are  76%  identical 
to  those  in  Hb HNL;  similarly,  the  ancestral  enzymes  at  node  HNL1  are  72−79%  identical 
to  Hb HNL.  Modern  esterases  are  41−47%  identical  to  Hb HNL;  ancestral  enzymes  at 
nodes  EST1  and  EST2  are  48−49%  identical  to  Hb HNL,  while  ancestral  enzymes  at  node 
EST3  are  56−67%  identical  to  Hb HNL.  These  differences  correspond  to  large  numbers  of 
amino  acid  substitutions;  HNL1  and  Hb HNL  differ  by  54−72  amino  acid  substitutions. 
Such  large  numbers  of  substitutions  can  be  expected  to  substantially  change  their 
properties.  Nakano  and  Asano  [201]  created  hybrid  HNLs  using  a  consensus  sequence 
approach,  but  these  cannot  correspond  to  ancestral  enzymes.  No  information  about  the 
catalytic  promiscuity  of  these  hybrids  is  available. 
Ancestral  enzymes  are  branch  points  in  the  evolution  of  modern  enzymes.  We  classify 
these  branch  points  into  three  types  as  related  to  divergent  evolution.  Some  ancestral 
enzymes  lie  at  points  where  all  connecting  branches  lead  to  enzymes  with  the  same 
catalytic  function.  These,  which  we  call  conserved  function  ancestors,  are  expected  to 
have  the  ancestral  function.  Second,  other  ancestral  enzymes  are  branch  points  to  younger 
nodes  with  different  functions.  These,  which  we  call  function  branch  point  ancestors,  are 
also  expected  to  have  the  ancestral  function,  since  one  of  the  branches  retains  the 
ancestral  function.  However,  these  functional  branch  points  may  have  already  undergone 
selection  toward  both  activities,  and  thus  were  likely  to  be  bifunctional  or  promiscuous 
for  the  new  function  as  well  as  active  for  the  ancestral  function.  The  third  type  of 
ancestral  enzyme  is  the  branch  point  from  an  older  node  with  the  ancestral  activity  to  a 
clade  of  modern  enzymes,  all  with  the  new  function.  These,  which  we  call  transitional 
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ancestors,  are  expected  to  be  specialized  for  the  new  function,  but  may  retain  vestigial 
activity  toward  the  ancestral  reaction. 
In  this  classification,  EST1  and  EST2  are  conserved  function  ancestors,  predicted  to  be 
esterases  since  all  descendant  branches  from  theses  enzymes  contain  esterases.  EST3  is  a 
branch  point  ancestor,  also  predicted  to  be  an  esterase,  likely  with  promiscuous  HNL 
activity,  since  some  descendant  enzymes  are  esterases  (ancestral  function)  and  some  are 
hydroxynitrile  lyases.  Finally,  HNL1  is  a  transitional  ancestor,  since  all  modern 
descendants  are  HNLs,  and  the  node  immediately  ancestral  to  HNL1,  (i.e.,  EST3)  is 
predicted  to  be  an  esterase.  HNL1  is  predicted  to  be  an  HNL  like  its  descendants,  yet  to 
possibly  retain  some  of  the  esterase  activity  of  its  ancestors. 
2.4.3  Esterase  and  hydroxynitrile  lyase  activities  of  modern  enzymes 
All  predicted  ancestral  enzyme  sequences  conserve  the  catalytic  triad  of  Ser­His­Asp 
found  in  modern  descendants.  The  ancestral  enzymes  also  contain  active  site  differences 
that  match  their  modern  descendants.  Esterases  contain  a  glycine  on  the  oxyanion  loop 
that  allows  access  to  the  oxyanion  hole.  Ancestral  enzymes  EST1  and  EST2  also  contain 
a  glycine  at  this  location.  Modern  hydroxynitrile  lyases  contain  a  threonine  as  this 
location;  ancestral  enzymes  at  HNL1  also  contain  a  threonine.  Esterases  contain  a 
hydrophobic  site  to  bind  the  alcohol  (often  phenylalanine  or  histidine,  which  would  be 
uncharged  with  a  non  polar  region),  while  HNLs  contain  a  polar  site­­a  lysine­glutamate 
pair.  The  ancestral  enzymes  EST1  and  EST2  contain  histidine,  while  enzymes  at  HNL1 
contain  the  lysine­glutamate  pair.  EST3  is  an  exception  to  this  generalization.  Three  of 
the  four  reconstructions  contain  an  asparagine  on  the  oxyanion  loop,  suggesting  an 
HNL­like  block  of  the  oxyanion  hole,  but  nonpolar  residues  in  the  alcohol  binding  site 
suggest  an  EST­like  active  site.  The  modern  enzyme  At HNL  has  a  similar  mix  of  residues 
in  the  active  site.  Based  upon  these  sequence  differences,  we  expect  HNL1  to  be  a 
hydroxynitrile  lyase,  EST1  and  EST2  to  be  esterases,  but  the  function  of  EST3  is  not 
56 
easily  predicted  from  its  sequence.  Since  it  is  most  similar  to  At HNL,  it  may  be,  like 
AtHNL ,  an  esterase  with  a  promiscuous  hydroxynitrile  lyase  activity. 
    
Figure 2.2 Simplified phylogenetic tree of esterases and HNLs identifies different types                       
of ancestral enzymes. Ancestral enzymes EST1 and EST2 are conserved function                     
enzymes. They lie along a path from ancient to modern esterases and are expected to be                               
esterases. Ancestral enzyme EST3 is a functional branch point enzyme. It lies between                         
ancient esterases and modern HNLs and is expected to be an esterase with promiscuous                           
HNL activity. Ancestral enzyme HNL1 is a transitional ancestral enzyme because it                       
leads only to modern HNLs. This is expected to be an HNL, but may show remaining                               
esterase  activity.  
Since  the  substrate  specificities  of  the  various  enzymes  are  unknown,  we  used  six  esters 
with  varying  structure  to  measure  the  carboxylic  acid  esterase  activities  (E.C.  group 
3.1.1):  methyl  salicylate  ( 7 ),  methyl  mandelate  ( 10 ),  1­  and  2­naphthyl  acetate  ( 8  and  9 ), 
methyl  pentanoate  ( 11 )  and  4­phenyl­4­butyrolactone( 12 ).  We  omitted  the  often­used 
p ­nitrophenyl  acetate  because  its  high  reactivity  makes  it  different  from  typical  esters. 
Similarly,  we  used  six  substrates  of  varying  structure  to  measure  aldehyde  lyase  activity 
(E.C.  group  4.1.2):  acetone  cyanohydrin  ( 1 )  (natural  substrate  for  hydroxynitrile  lyases), 
mandelonitrile  ( 2 ),  lactonitrile  ( 3 ),  2­hydroxypentanenitrile  ( 4 ),  2­hydroxyhexanenitrile 
( 5 )  and  2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 ).  This  last  substrate  involves  a  nitro­aldol  cleavage, 
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whose  mechanism  appears  similar  to  that  for  cyanohydrin  cleavage  [202] .  The  modern 
esterases  catalyzed  hydrolysis  of  almost  all  of  the  ester  substrates,  and  similarly,  the 
modern  hydroxynitrile  lyases  catalyzed  cleavage  of  almost  all  the  hydroxynitrile  lyase 
substrates.  Thus,  this  range  of  substrate  cannot  test  for  increased  substrate  promiscuity 
since  the  ancestral  enzymes  cannot  do  more  than  the  modern  enzyme  with  this  set  of 
substrates. 
Table 2.1 Extant and ancestral enzymes in this study and their amino acid sequence                           
identity  with  hydroxynitrile  lyase  Hb HNL  and  esterase  SABP2 a 
enzyme  construct  origin b 
%  ID  to 
Hb HNL 
%  ID  to 
SABP2 
HbHNL  Hevea  brasiliensis  100  44 
MeHNL  Manihot  esculenta  76  41 
HNL1  max  parsimony  and  likelihood  79  49 
HNL1­ML  maximum  likelihood  75  51 
HNL1­NJ  neighbor  joining  79  50 
EST3  max  parsimony  and  likelihood  67  55 
EST3­ML  maximum  likelihood  58  60 
EST3­NJ  neighbor  joining  56  59 
EST2  max  parsimony  and  likelihood  48  71 
EST1  max  parsimony  and  likelihood  49  70 
At HNL  Arabidopsis  thaliana  47  50 
Rc EST  Ricinus  communis  21  28 
Rs EST  Rauvolfia  serpentina  41  56 
SABP2  Nicotinia  tabacum  44  100 
a Supporting Information Table 2.S1 compares the sequence identity for each enzyme                       
pair, and  Figure 2.S1 shows the aligned amino acid sequences.  b Plant species origin for                             
extant  enzymes  and  methods  used  to  derive  the  ancestral  sequences. 
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The  modern  enzymes  showed  little  catalytic  promiscuity;  that  is,  the  hydroxynitrile  lyases 
catalyzed  mainly  hydroxynitrile  cleavage  and  the  modern  esterases  catalyzed  mainly  ester 
hydrolysis,  Figure  2.3 ,  Table  2.S2 .  The  modern  hydroxynitrile  lyases,  Hb HNL  and 
Me HNL,  catalyzed  cleavage  of  all  five  cyanohydrins  and  the  nitroaldol  compound.  The 
best  substrate  is  the  natural  one,  acetone  cyanohydrin  ( 1 ),  with  k cat   values  of  2400  and 
12,600  min −1   ,  respectively.  They  also  efficiently  cleaved  their  unnatural  substrate 
mandelonitrile  ( 2 )  (k cat   =  1530  and  1340  min −1 ,  respectively)  with  high  enantioselectivity 
for  the  ( S ) ­ enantiomer,  as  previously  reported  [203] .  These  two  HNLs  catalyzed  the 
slower  cleavage  of  three  other  cyanohydrins  and  the  nitroaldol  compound 
[165,173,202,204]  with  k cat   values  ranging  from  0.3  to  50  min −1 .  The  enantioselectivity  of 
the  nitroaldol  reaction  was  measured  in  the  synthesis  direction.  Both  Me HNL  and 
Hb HNL  favored  the  ( S )­enantiomer,  as  was  reported  previously. 
The  modern  hydroxynitrile  lyases  showed  little  promiscuous  esterase  activity.  Hb HNL 
catalyzed  the  slow  hydrolysis  of  methyl  salicylate  ( 7 ),  0.07  min −1 ,  while  Me HNL  showed 
no  detectable  esterase  activity. 
The  modern  esterases  all  catalyzed  ester  hydrolysis.  SABP2  catalyzed  hydrolysis  of  all 
six  esters  tested.  The  natural  function  of  SABP2  is  to  hydrolyze  methyl  salicylate  ( 7 )  to 
salicylic  acid  with  a  reported  k cat   value  of  27  min −1   and  K M   of  8.6  μM  [190] .  We  measured 
a  lower  value  of  0.5  min −1   for  this  substrate  likely  due  to  strong  inhibition  by  the  product 
salicylic  acid  under  our  conditions.  Among  the  other  five  esters,  the  best  substrate  was 
methyl  pentanoate  ( 11 ),  with  a  rate  of  18,000  min −1 .  Rc EST  is  a  predicted,  but  not 
experimentally  confirmed,  polyneuridine  aldehyde  esterase  from  sequence  similarities. 
Rs EST  is  experimentally  confirmed  as  a  polyneuridine  aldehyde  esterase,  but  closely 
related  analogues  of  polyneuridine  aldehyde  did  not  react  [205] .  Both  esterases  catalyzed 
hydrolysis  of  all  five  esters  tested,  but  some  rates  were  as  low  as  0.01  min −1 .  The  good 
ester  substrates  for  Rc EST  were  methyl  salicylate  (7.5  min −1 )  and  methyl  pentanoate  (260 
min −1 ),  while  the  good  esterase  substrate  for  Rs EST  was  only  methyl  pentanoate  (650 
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min −1 ).  Rs EST  also  catalyzed  very  slow  hydrolysis  of  the  lactone  (0.00077  min −1   or  1 
d −1 ).  At HNL  catalyzed  hydrolysis  of  three  of  the  five  esters  with  rates  ranging  from  0.04 
to  1.7  min −1   and  the  very  slow  hydrolysis  of  the  lactone  (0.0005  min −1   or  0.7  d −1 ) 
confirming  its  assignment  as  an  esterase,  albeit  not  an  efficient  one.  Koo  et  al  [192]  also 
reported  the  At HNL  catalyzes  hydrolysis  of  esters.  Neither  SABP2,  Rc EST,  or  Rs EST 
catalyzed  cleavage  of  any  of  the  hydroxynitriles  or  of  the  nitrolaldol  substrate.  As 
reported  previously,  At HNL  is  unusual  in  that  it  showed  efficient  cleavage  of 
mandelonitrile  (2530  min −1 )  and  the  slow  cleavage  of  the  similar  nitroaldol  compound  (5 
min −1 ).  In  both  cases,  the  ( R )­enantiomer  was  cleaved  in  contrast  to  the  ( S )­enantiomer 
favored  by  Hb HNL  and  Me HNL. 
2.4.4  Esterase  and  hydroxynitrile  lyase  activities  of  ancestral  enzymes 
In  contrast,  almost  all  of  the  ancestral  enzymes  catalyzed  both  an  ester  hydrolysis  and  a 
cyanohydrin  cleavage,  Figure  2.3 ,  Table  2.S2 .  At  the  HNL1  node,  all  three 
reconstructions  catalyzed  both  cyanohydrin  cleavage  and  ester  hydrolysis.  Cyanohydrins 
were  better  substrates  than  esters  and  acetone  cyanohydrin  is  the  best  substrate.  HNL1 
has  detectable  activity  with  nine  of  the  12  substrates;  HNL1­ML  with  ten  substrates  and 
HNL1­NJ  with  11  substrates.  HNL1  showed  the  highest  cyanohydrin  cleavage  activity 
(880  min −1   with  acetone  cyanohydrin)  and  HNL1­NJ  showed  the  highest  ester  hydrolysis 
activity  (0.9  min −1   with  methyl  pentanoate). 
Ancestral  esterases,  EST1,  EST2,  and  one  of  the  three  reconstructions  at  node  EST3 
(EST3­ML)  also  catalyzed  both  cyanohydrin  cleavage  and  ester  hydrolysis.  EST1  and 
EST2  show  high  activity  (>1  min −1 )  toward  the  majority  of  ester  substrates,  whereas  the 
modern  esterases  have  high  activity  with  only  one  or  two  of  the  substrates.  Both  EST1 
and  EST2  also  have  activity  with  mandelonitrile  ( 2 )  and,  other  than  At HNL,  the  modern 
esterases  had  no  detectable  hydroxynitrile  cleavage  activity.  The  best  substrate  for 
EST3­ML  was  mandelonitrile,  not  an  ester.  Ester  hydrolysis  was  very  slow:  0.008  min −1 
for  EST3­ML.  The  other  two  ancestral  enzyme  reconstructions  at  EST3  catalyzed  only 
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ester  hydrolysis.  Methyl  pentanoate  was  the  best  substrate:  42  min −1   for  EST3­NJ;  only 
0.6  min −1   for  EST3.  Chemical  steps  are  rate­limiting  for  both  esterases  [206]  and 
hydroxynitrile  lyases  [188] .  We  assume  that  mechanisms  of  the  ancestral  enzymes  are 
similar  to  those  of  modern  descendants  and  that  chemical  steps  are  also  rate­limiting. 
 
 
Figure 2.3 Aldehyde lyase and ester hydrolase activities of modern and ancestral                       
hydroxynitrile lyases and esterases. Columns correspond to different enzymes, while                   
rows correspond to the reaction with the substrate at the left. Modern esterases catalyze                           
mainly hydrolysis of esters and modern lyases catalyze mainly elimination reactions,                     
while ancestral enzymes often catalyze both reactions. Darker squares correspond to                     
faster reaction. For enantioselective reactions, green indicates R ­selective reactions and                   
red S ­selective reactions. Color intensity reflects enantioselectivity. Supporting               
Information  Table  2.S2  contains  the  data  from  which  this  figure  was  derived.  
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Statistical  comparison  with  Fisher’s  exact  test  indicates  that  these  ancestral  and  modern 
enzymes  do  not  differ  significantly  in  their  substrate  promiscuity,  but  do  differ  in  their 
catalytic  promiscuity.  The  2  ×  2  Fisher  exact  test  with  the  natural  reactions  (ester 
hydrolysis  catalyzed  by  esterases  and  hydroxynitrile  cleavage  by  HNLs)  is  not  significant 
(P  =  0.67)  indicating  that  ancestral  enzymes  are  no  more  substrate  promiscuous  than  their 
modern  descendants.  While  the  ancestral  enzymes  accepted  almost  all  of  the  substrates, 
so  did  the  modern  enzymes.  The  ancestral  enzymes  were  not  given  the  opportunity  to 
demonstrate  substrate  promiscuity  with  this  selection  of  substrates.  Further  testing  with  a 
wider  range  of  substrate  might  show  increased  substrate  promiscuity  of  these  enzymes  as 
has  been  observed  for  other  ancestral  enzymes.  The  2  ×  2  Fisher  exact  test  with  the 
unnatural  reactions  (ester  hydrolysis  catalyzed  by  HNLs  and  hydroxynitrile  cleavage 
catalyzed  by  esterases)  is  highly  significant  (P  <  0.01)  indicating  that  ancestral  enzymes 
are  more  likely  to  be  catalytically  promiscuous  than  modern  enzymes. 
Among  the  ancestral  enzymes,  HNL1  is  a  transitional  enzyme  between  true  esterases  and 
true  HNLs.  It  shows  good  HNL  activity  while  retaining  some  esterase  activity.  It  can  best 
catalyze  both  hydrolysis  and  elimination  reactions.  The  other  ancestors  (EST1,  EST2, 
EST3)  were,  in  their  time,  modern  specialist  esterases.  A  statistical  comparison  of  HNL1 
to  all  other  enzymes  shows  that  HNL1  is  more  catalytically  promiscuous  than  the  group 
of  modern  and  other  ancestral  enzymes  (P  =  0.012).  The  enhanced  catalytic  promiscuity 
of  HNL1  does  not  come  at  the  cost  of  stability.  Its  unfolding  temperature  (∼80  °C)  is 
higher  than  that  for  the  modern  descendants  Hb HNL  and  Me HNL  (54−70  °C)  [207,208] . 
Other  researchers  also  found  increased  stability  for  many  ancestral  enzymes  [209] . 
2.4.5  Other  hydrolase  and  lyase  activities  of  modern  and  ancestral  enzymes 
To  test  the  ability  of  these  enzymes  to  catalyze  an  even  broader  range  of  reactions,  we 
tested  two  other  hydrolyses  (lactam  hydrolysis,  EC  3.5.2,  and  carbon−carbon  bond 
hydrolysis,  EC  3.7.1)  and  two  other  lyase  reactions  (decarboxylation,  EC  4.1.1,  Michael 
addition,  EC  4.1.99)  Figure  2.4 ,  Table  2.S3 .  All  four  are  reactions  catalyzed  by  enzymes 
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in  the  α/β­hydrolase  fold  family,  but  the  branch  points  for  these  enzymes  occur  outside 
the  region  of  the  reconstructed  ancestral  enzymes.  We  refer  to  these  as  outside  reactions. 
Two  of  the  modern  esterases  catalyzed  a  slow  hydrolysis  reaction  (SABP2,  0.003  min −1 
for  lactam  hydrolysis;  Rs EST,  0.0004  min −1   or  0.5  d −1 ,  for  carbon−carbon  bond 
hydrolysis),  but  none  of  the  remaining  four  modern  enzyme  catalyzed  any  of  these  four 
reactions.  In  contrast,  seven  of  the  ten  ancestral  enzymes  catalyzed  at  least  one  of  the 
reactions.  EST2  catalyzed  two  reactions,  EST3­NJ  and  HNL1­NJ  catalyzed  three 
reactions.  The  reaction  rates  were  all  slow;  the  fastest  reaction  was  the  EST3­catalyzed 
hydrolysis  of  the  carbon−carbon  bond  (0.03  min –1   or  ∼40  d –1 ).  Both  modern  and  ancestral 
enzymes  were  enantioselective. 
The  2  ×  2  Fisher’s  exact  test  indicates  that  the  ancestral  enzymes  are  more  likely  (P  = 
0.04)  to  catalyze  one  of  these  mechanistically  related  reactions  than  is  a  modern 
descendant  even  though  they  were  never  subject  to  selection  for  this  ability.  Ancestral 
enzymes  HNL1  and  EST3  are  transitional  and  functional  branch  point  enzymes  for  HNL 
activity,  but  not  for  these  novel  reactions,  so  this  catalytic  promiscuity  is  accidental. 
Nevertheless,  ancestral  enzymes  are  more  likely  than  modern  enzymes  to  possess  these 
accidental  abilities. 
None  of  the  ancestral  enzymes  or  modern  enzymes  catalyzed  epoxide  hydrolysis 
(hydrolysis  of  2­(4­nitrophenyl)oxirane;  <0.0001  min −1 ).  This  result  is  not  surprising 
since  the  epoxide  hydrolase  mechanism  requires  an  aspartate  nucleophile,  while  all  the 
ancestral  and  modern  enzymes  contain  a  serine  as  the  nucleophile  in  the  active  site.  None 
of  the  ancestral  enzymes  or  modern  enzymes  catalyzed  the  aldol  addition  of  acetone  to 
p­ nitrobenzaldehyde  or  the  Baylis−Hillman  reaction,  addition  of  methyl  vinyl  ketone  to 
p ­nitrobenzaldehdye  (<0.0001  min −1 ).  We  tested  the  aldol  and  Baylis−Hillman  reactions 
because  catalysis  involves  an  amine  and  HNLs  contain  a  lysine  residue  near  the  active 
site.  No  α/β­hydrolase  fold  enzyme  naturally  catalyzes  these  additions,  but  two  groups 
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reported  weak  promiscuous  activity  of  α/β­hydrolase  fold  enzymes  toward  these  reactions 
[210,211] . 
 
Figure 2.4 Other eliminations and hydrolyses catalyzed by modern and ancestral                     
hydroxynitrile lyases and esterases. Columns correspond to different enzymes, while                   
rows correspond to reactions with the substrate at the left. Only two of the six modern                               
enzymes catalyze one of these reactions, while seven of the ten ancestral enzymes                         
catalyze at least one of these reactions. Darker squares correspond to faster reaction.                         
For enantioselective reactions, green indicates R­ selective reactions and red S­ selective                   
reactions. Color intensity reflects enantioselectivity. Supporting Information  Table 2.S3                 
contains the data from which this figure was derived. The substrates for these reaction                           
were: decarboxylation, 3­oxo­3­phenylpropanoic acid ( 13 ); Michael addition,             
acetylacetone and 2­nitrovinylbenzene ( 14 ); C−C hydrolysis, 2­hydroxy­6­oxo­6­             
phenylhexa­2,4­dienoic acid ( 16 ); lactam hydrolysis, 2­azabicylo[2.2.1]hept­5­en­3­one           
( 15 )  (Vince  lactam). 
2.5  Discussion 
Ancestral  enzymes  at  branch  points  for  new  catalytic  activities  are  good  places  to  search 
for  catalytic  promiscuity.  Random  variation  can  create  promiscuity  both  in  modern  and 
ancestral  enzymes,  but  along  branches  for  new  catalytic  function,  there  is  an  expectation 
of  catalytic  promiscuity  and  our  results  support  this  expectation.  Modern  catalytically 
promiscuous  enzymes  also  exist,  but  there  is  no  systematic  method  to  find  them.  In 
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contrast,  examination  of  phylogenetic  trees  can  identify  which  ancestral  enzymes  are 
most  likely  to  be  promiscuous. 
The  major  catalytic  behavior  of  ancestral  enzymes  is  consistent  with  our  understanding  of 
the  hydrolysis  versus  lyase  reaction  mechanisms.  The  ancestral  esterases,  EST1,  EST2, 
and  EST3  have  esterase­like  active  sites  and  are  efficient  hydrolases.  The  ancestral 
hydroxynitrile  lyases  at  HNL1  have  a  hydroxynitrile­lyase­like  active  site  and  are 
efficient  lyases.  They  also  show  significant  esterase  activity.  We  did  not  find  such 
catalytic  promiscuity  when  we  engineered  esterase  variants  for  HNL  activity  [212] .  Site 
directed  mutagenesis  added  three  catalytic  HNL  residues  to  the  esterases  PFE  and 
SABP2.  In  both  cases,  esterase  activity  was  abolished.  In  the  case  of  PFE,  no  HNL 
activity  was  detected,  while  for  SABP2  the  HNL  activity  was  weak  (0.09  min −1   vs 
60−170  min −1   for  HNL1).  Other  amino  acid  must  be  responsible  for  the  higher  HNL 
activity  of  HNL1  and  its  ability  to  catalyze  both  reaction  types. 
Substrate  promiscuity  has  been  correlated  with  protein  flexibility  [213] .  Ubiquitin  is  a 
small  protein  (76  amino  acids)  that  binds  to  many  different  proteins  as  part  of  its 
regulatory  function.  In  solution  and  in  the  absence  of  protein  ligands,  ubiquitin  is  flexible 
and  the  range  of  observed  conformations  matches  those  seen  in  the  crystal  structures 
[214] .  Molecular  dynamics  simulations  of  glutathione  S­ transferases  [215]  and 
cytochrome  P450  monooxygenases  [216]  correlated  higher  flexibility  with  broader 
substrate  specificity.  As  substrates  bind,  they  stabilize  the  conformation  that  creates  the 
best  contacts.  For  example,  X­ray  structures  of  an  enzyme  that  catalyzes  an  isomerization 
in  both  histidine  and  tryptophan  biosynthesis  shows  different  active  site  conformations 
when  bound  to  the  two  different  substrates  [217] .  In  another  example,  X­ray  structures  of 
two  amino  glycoside  antibiotics  bound  to  a  promiscuous  kinase  show  different  loop 
conformation  for  the  two  antibiotics  [218] . 
Conformational  flexibility  may  also  contribute  to  catalytic  promiscuity.  Chemically 
different  reactions  likely  proceed  via  different  protein  conformations  [34] .  The  increase 
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in  the  flexibility  of  a  loop  in  a  lactonase  variant  correlated  with  increased  catalytic 
promiscuity  [219] .  As  the  substrate  orientations  for  the  hydrolysis  and  lyase  reactions 
differ,  so  an  enzyme  that  catalyzes  both  reactions  must  bind  the  two  substrates  in  at  least 
two  different  orientations.  Although  the  details  are  unknown,  conformational  flexibility 
of  the  ancestral  enzymes  may  also  account  for  their  catalytic  promiscuity. 
Whatever  the  mechanism  generating  catalytic  promiscuity  it  likely  involves  residues 
outside  the  active  sites.  The  modern  and  ancestral  enzymes  differ  in  approximately  50 
residues,  only  a  few  of  which  are  located  in  the  active  site.  Distant  residues  can  change 
the  binding  affinity  of  proteins.  For  example,  the  protein  kinases  Abl  and  Src  differ  in 
their  affinity  for  the  inhibitor  Gleevec.  The  difference  stems  from  the  shift  of  a  loop  in 
Abl  to  wrap  around  Gleevec  [151] .  In  contrast  a  hydrogen  bond  network  involving  distant 
residues  prevents  a  similar  shift  in  Src.  Distant  residues  might  similarly  create  several 
possible  catalytic  conformations.  
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2.6  Supporting  information 
 
Figure 2.S1 . Cladogram showing the hydroxynitrile lyases (red text) in the α/β­hydrolase                       
fold family cluster within a larger group of plant esterases (blue text). The                         
decarboxylase (green text) is more distantly related as are meta­cleavage product                     
hydrolases (orange text, connected by dotted lines). Black text indicates presumed                     
esterases with unverified functions. Ancestral enzymes were reconstructed at the                   
labelled nodes. The numbers on the lines are bootstrap values (in percent). Values above                           
70%  indicate  that  tree  is  drawn  correctly  [220] . 
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Rc EST MGNRFICMTKKDAGDNQGSR   SKRLGRSQRKLLADEDLLHR   QALSMALHQHQLSQRFEGSM   
MKS1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
Rs EST ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
SABP2 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
At HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
Me HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
Hb HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
HNL1­ML ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
HNL1­NJ ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
HNL1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
EST3­ML ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
EST3­NJ ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
EST3 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
EST1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
EST2 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   
 
Rc EST SRRIGSTTSRKRNLSDPFSN   GKQVPDFAENIKFKKFILVH   G EGFGAWCWYKTVALLEEAG   
MKS1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­MEKSMSPFVKKHFVLVH   T AFHGAWCWYKIVALMRSSG   
Rs EST ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­MHSAANAKQQKHFVLVH   G GCLGAWIWYKLKPLLESAG   
SABP2 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­MKEGKHFVLVH   G ACHGGWSWYKLKPLLEAAG   
At HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­MERKHHFVLVH   N AYHGAWIWYKLKPLLESAG   
Me HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­MVTAHFVLIH   T ICHGAWIWHKLKPALERAG   
Hb HNL ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­MAFAHFVLIH   T ICHGAWIWHKLKPLLEALG   
HNL1­ML ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­MAWAHFVLIH   T ICHGAWIWYKLKPLLEAAG   
HNL1­NJ ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­MAVAHFVLIH   T ICHGAWIWYKLKPLLESAG  
HNL1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­­MATAHFVLIH   T ICHGAWIWYKLKPLLEAAG   
EST3­ML ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­MKRKQHFVLVH   N ACHGAWIWYKLKPLLEAAG   
EST3­NJ ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­MERKKHFVLVH   G ACHGAWIWYKLKPLLESAG   
EST3 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­­­­­MQAKAHFVLVH   N ICHGAWIWYKLKPLLEAAG   
EST1 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­MAEMKQQTKHFVLVH   G ACHGAWIWYKLKPLLEAAG   
EST2 ­­­­­­­­­­­­­­­­­­­­   ­­­­­MAEMKNRTKHFVLVH   G ACHGAWVWYKLKPLLEAAG   
 
Rc EST LLPTALDLTGSGIHLTDTNS   VTKLADYSQPLINYLENLPE   DEKVILVG H S TGGACISLAL   
MKS1 HNVTALDLGASGINPKQALQ   IPNFSDYLSPLMEFMASLPA   NEKIILVG H A LGGLAISKAM   
Rs EST HKVTAVDLSAAGINPRRLDE   IHTFRDYSEPLMEVMASIPP   DEKVVLLG H S FGGMSLGLAM   
SABP2 HKVTALDLAASGTDLRKIEE   LRTLYDYTLPLMELMESLSA   DEKVILVG H S LGGMNLGLAM   
At HNL HRVTAVELAASGIDPRPIQA   VETVDEYSKPLIETLKSLPE   NEEVILVG F S FGGINIALAA   
Me HNL HKVTALDMAASGIDPRQIEQ   INSFDEYSEPLLTFLEKLPQ   GEKVIIVG E S CAGLNIAIAA   
Hb HNL HKVTALDLAASGVDPRQIEE   IGSFDEYSEPLLTFLEALPP   GEKVILVG E S CGGLNIAIAA   
HNL1­ML HKVTALDLAASGIDPRQIEQ   IGSFDEYSEPLLTFMESLPQ   GEKVILVG E S CGGINIAIAA   
HNL1­NJ HKVTALDLAASGIDPRQIEQ   VGTFEEYSEPLLTFLESLPE   GEKVILVG E S CGGINIALAA   
HNL1 HKVTALDLAASGIDPRQIEQ   INTFDEYSEPLLTFMESLPQ   GEKVILVG E S CGGLNIALAA   
EST3­ML HRVTALDLAASGIDPRQIEE   VETFDEYSEPLMEFMESLPE   NEKVILVG H S FGGINIALAA   
EST3­NJ HRVTALDLAASGIDPRQIEA   VGTFEEYSEPLLEFLASLPE   NEKVILVG H S FGGINIALAA   
EST3 HKVTAIDLAASGIDPRQIEQ   VNTFDEYSEPLLEFMESLPQ   NEKVILVG H S FGGLNIALAA   
EST1 HRVTALDLAASGINPRKIEE   VHTFDEYSEPLMELMASLPP   NEKVILVG H S FGGLNLALAM   
EST2 HRVTALDLAASGINPKKIEE   VHTFDEYSEPLMELMASLPP   NEKVILVG H S LGGLNLALAM   
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Rc EST EHFPQKISKAIFLCATMVSD   GQRPFDVFAEELGSA­ERFM   QESEFLIYGNGKDKAPTGFM   
MKS1 ETFPEKISVAVFLSGLMPGP   NIDATTVCTKAGSAVL­­GQ   LD­NCVTYENGPTNPPTTLI   
Rs EST ETYPEKISVAVFMSAMMPDP   NHSLTYPFEKYNEKCPADMM   LDSQFSTYGNPENP­GMSMI   
SABP2 EKYPQKIYAAVFLAAFMPDS   VHNSSFVLEQYNERTPAENW   LDTQFLPYGSPEEP­LTSMF   
At HNL DIFPAKIKVLVFLNAFLPDT   THVPSHVLDKYMEMPG­­GL   GDCEFSSHET­RNGTMSLLK   
Me HNL DRYVDKIAAGVFHNSLLPDT   VHSPSYTVEKLLESLP­­DW   RDTEYFTFTNITGETITTMK   
Hb HNL DKYCEKIAAAVFHNSVLPDT   EHCPSYVVDKLMEVFP­­DW   KDTTYFTYTKD­GKEITGLK   
HNL1­ML DKYPEKIAAAVFHNALMPDT   VHNPSYVLDKFMEVFP­­DW   KDSEFSNYTYG­NDTITALK   
HNL1­NJ DKYPEKISAAVFHNALMPDT   VHSPSYVLDKMFEVFP­­DW   KDSVFSNYTNGSNDTITALK   
HNL1 DKYPEKISAAVFHNALMPDT   EHSPSYVVDKFMEVFP­­DW   KDTEFSTYTSN­NETITGMK   
EST3­ML DKFPEKISVAVFLNAFMPDT   THSPSYVLDKFMEMFP­­DW   KDSEFSSYES­RNGTMTSLK   
EST3­NJ DKFPEKISVAVFVNAFMPDT   THSPSYVLDKMFERFP­­PW   LDSEFSPYENPSNNTMTSLK   
EST3 DKFPEKISVAVFLNALMPDT   EHSPSYVVDKYMEVPP­­GW   RDTEFSPYGSP­NETMTSMK   
EST1 EKFPEKISVAVFLTAFMPDT   EHRPSYVLEKYNERTPAEAW   LDTQFSPYGMPEEP­LTSML   
EST2 EKFPEKISVAVFLTAFMPDT   EHRPSYVLEKYNERTPAEAW   LDTQFSPYGNPEEP­LTSML   
 
Rc EST FEKQQMKGLYFNQSTTKDVA   LAMVCMRPIPLG­­­PVMEK   LSLSPEKYGTGRRFFIQTLD  
MKS1 AGPKFLATNVYHLSPIEDLA   LATALVRPLYLYLAEDISKE   VVLSSKRYGSVKRVFIVATE   
Rs EST LGPQFMALKMFQNCSVEDLE   LAKMLTRPGSLF­FQDLAKA   KKFSTERYGSVKRAYIFCNE   
SABP2 FGPKFLAHKLYQLCSPEDLA   LASSLVRPSSLF­MEDLSKA   KYFTDERFGSVKRVYIVCTE 
At HNL MGPKFMKARLYQNCPIEDYE   LAKMLHRQGSFF­TEDLSKK   EKFSEEGYGSVQRVYVMSSE   
Me HNL LGFVLLRENLFTKCTDGEYE   LAKMVMRKGSLF­QNVLAQR   PKFTEKGYGSIKKVYIWTDQ   
Hb HNL LGFTLLRENLYTLCGPEEYE   LAKMLTRKGSLF­QNILAKR   PFFTKEGYGSIKKIYVWTDQ   
HNL1­ML LGPKLMKENLYTNCPPEDYE   LAKMLVRKGSLF­QEDLAKR   ENFTKEGYGSIKRIYVYGDE   
HNL1­NJ LGPKLMKENIYTNCPIEDYE   LAKMLVRKGSLF­QEDLAKR   EKFTEEGYGSIKRVYVYGDE   
HNL1 LGFKLMRENLYTNCPIEDYE   LAKMLTRKGSFF­QNDLAQR   PKFTEEGYGSIKRVYVWTDE   
EST3­ML MGPKFMKNKLYQECPVEDYE   LAKMLVRQGSFF­KEDLSKK   EKFSEEGYGSVKRVYIMGDE   
EST3­NJ FGPKFMKEKLYQNCPIEDYE   LAKMLVRPGSLF­KEDLSKK   EKFSEEGYGSVKRVYIVGDE   
EST3 LGFKLMRANLYQNCPIEDYE   LAKMLVRQGSFF­QEDLAKR   KKFTEEGYGSVKRVYVMTNE   
EST1 FGPKFMANKLYQNCPIEDLE   LAKMLVRPGSLF­IEDLSKA   KKFSDEGYGSVQRVYIVCNE   
EST2 FGPKFMANKLYQLSPIEDLE   LAKMLVRPGSLF­IEDLSKA   KKFSDEGYGSVPRVYIVCNE 
 
Rc EST D HALSPDVQEKLVRENPPEG   VFKIKGSD H C PFFSKPQSLH   KILLEIAQIP­­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
MKS1 N DALKKEFLKLMIEKNPPDE   VKEIEGSD H V TMMSKPQQLF   TTLLSIANKYK­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
Rs EST D KSFPVEFQKWFVESVGADK   VKEIKEAD H M GMLSQPREVC   KCLLDISDS­­­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
SABP2 D KGIPEEFQRWQIDNIGVTE   AIEIKGAD H M AMLCEPQKLC   ASLLEIAHKYN­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
At HNL D KAIPCDFIRWMIDNFNVSK   VYEIDGGD H M VMLSKPQKLF   DSLSAIATDYM­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
Me HNL D KVFLPDFQRWQIANYKPDK   AYQVQGGD H K LQLTKTEEVA   HILQEVADAYA­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
Hb HNL D EIFLPEFQLWQIENYKPDK   VYKVEGGD H K LQLTKTKEIA   EILQEVADTYN­­­­­­­­­  ­­­­­­­ 
HNL1­ML D KIFTEEFQRWQIDNYKPDK   VYVVPGGD H K LMLSKVNELF   QILQEVADTYANLLAVGGGH  HHHHH­­  
HNL1­NJ D KIFLEEFQRWQINNYKPDK   VYEVPGGD H K LMLSKVNELF   QILQEVADTYASLLAVAGGG  HHHHHH­ 
HNL1 D KIFPPEFQLWQIENYKPDK   VYRVQGGD H K LQLSKTNELA   EILQEVADTYADLLAVAGGG  HHHHHH­ 
EST3­ML D KVIPEEFQRWMIDNFNVNK   VYEIQGGD H M LMLSKPQELF   DSLQEIADNYAGGGHHHHHH  ­­­­­­­  
EST3­NJ D KAIPEEFQRWMIDNFPVDK   VYEIDGGD H M LMLSKPQELF   DCLQEIADKYASLTSVAGGG  HHHHHH­  
EST3 D KAFPPEFQLWQIENYNPNK   VYEVKGGD H K VQLSKTQELA   DILQEVADNYADLLDVLGGG  HHHHHH­ 
EST1 D KAIPEEFQRWMIENSGVNK   VMEIKGAD H M PMFSKPQELC   QCLLEIANKYAKAGDPLGGG  HHHHHHH  
EST2 D KAIPEEFQRWMIENSGVNE   VMEIKGAD H M PMFSKPQELC   QCLLEIANKYAKAGDPLGGG  HHHHHH­ 
Figure 2.S2 Alignment of the amino acid sequences of selected modern α/β­hydrolases                       
and reconstructed ancestral enzymes. Yellow highlights the conserved catalytic triad,                   
while blue highlights the additional residues needed to interconvert hydroxynitrile lyase                     
and esterase activity [169,212] . Alignment made using the Clustal Omega algorithm                     
within SeaView 4.4.0 (http://doua.prabi.fr/software/seaview). Abbreviations:  Rc EST:           
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Polyneuridine­aldehyde esterase precursor, putative from  Ricinus communis  NCBI               
Reference Sequence: XP_002510769.1; MKS1: methylketone synthase I from               
Lycopersicon hirsutum f. glabratum GenBank: ADK38535.1;  Rs EST:             
Polyneuridine­aldehyde esterase from Rauvolfia serpentina UniProtKB/Swiss­Prot:           
Q9SE93.1; SABP2: Salicylic acid­binding protein 2 from Nicotiana tabacum                 
UniProtKB/Swiss­Prot: Q6RYA0.1;  At HNL: EST5 from  Arabidopsis thaliana (shows               
R ­selective cleavage of mandelonitrile) NCBI Reference Sequence: NP_196592.1;               
Me HNL: S hydroxynitrile lyase from Manihot esculenta GenBank: AAV52632.1;                 
Hb HNL: S hydroxynitrile lyase from Hevea brasiliensis UniProtKB/Swiss­Prot:               
P52704.1 
Table  2.S1 .  Pairwise  amino  acid  sequence  identities  of  modern  and  ancestral  enzymes.  
    SABP2 
Rs­ 
EST 
Rc­ 
EST  EST2  EST1 
EST3
­  NJ 
EST3­
ML  EST3 
HNL1­
NJ 
HNL1­
ML  HNL1 
At­ 
HNL  Me HNL 
Hb HNL  44  41  21  48  49  56  58  67  79  75  79  47  76 
Me HNL  41  39  21  44  45  53  54  63  67  67  74  45    
At HNL  50  46  24  58  60  73  78  66  59  57  55      
HNL1  49  48  23  57  59  68  69  84  84  84        
HNL1­ML  51  46  24  56  58  71  71  74  91          
HNL1­NJ  50  49  25  58  59  77  71  75            
EST3  55  52  26  66  69  73  76              
EST3­ML  60  54  27  69  71  85                
EST3­NJ  59  56  29  72  73                  
EST1  70  64  29  96                    
EST2  71  62  29                      
Rc Est  28  27                        
Rs Est  56                          
SABP2                            
a Background color emphasizes the amino acid sequence similarities ranging from 29%                     
(red)  to  96%  (green).  
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Table 2.S2. Cyanohydrin cleavage and ester hydrolysis catalyzed by modern and                     
ancestral  enzymes. a 
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 aError limits are standard deviations from three measurements. Rates (min –1 ) correspond                       
to hydrolysis or cleavage of the substrate shown determined at the concentration given in                           
the experimental section. Enantioselectivity and favored enantiomer are in parentheses. b                     
Rate refers to formation of the substrate shown. c Measured rate at 0.5 mM methyl                             
salicylate ( 7 ). The product, salicylic acid inhibits SABP2 (K d = 90 nM 
2 ). Other                         
researchers measured a faster rate of 27 min –1 when product inhibition does not slow the                             
reaction. 
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Table 2.S3.  Rates and enantioselectivity of other nucleophilic additions and other                     
hydrolyses  catalyzed  by  modern  and  ancestral  hydroxynitrile  lyases  and  esterases. a 
 
a Error limits are standard deviations from three measurements. Rates (min –1 ) correspond                     
to hydrolysis or cleavage of the substrate shown determined at the concentration given in                           
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the experimental section. Enantioselectivity and favored enantiomer are in parentheses.                   
Red fill marks instances where no reaction was detected; the detection limits vary                         
depending on the substrate and amount of enzyme available. b Rates are k cat (min 
–1 )                           
determined by steady state kinetics. c Enantioselectivity was measured by formation of                       
the  substrate  shown.  d   Rate  refers  to  formation  of  the  substrate  shown. 
Table 2.S4. Data (conversion and enantiomeric excess) to measure the                   
enantioselectivity  of  modern  and  ancestral  enzymes. a 
 
a The first number indicates the conversion in % and the second the enantiomeric excess                             
in % of the product indicated for the first three reactions (nucleophilic additions) and of                             
the unreacted substrate indicated for the last three reactions (hydrolyses). ( R ) or ( S )                         
indicates the configuration of the favored enantiomer. If the measured enantiomeric                     
excess was ≤5% ee, the reaction is considered not enantioselective. b From reference                       
[202] . 
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 Figure 2.S3. Representative HPLC chromatograms to measure enantioselectivity of                 
modern  and  ancestral  enzymes. 
A :  Formation  of  mandelonitrile  ( Chiralcel  OD­H,  hexane:  isopropanol.  98:2) 
Racemic  mandelonitrile 
 
Hb HNL 
 
 
75 
  At HNL 
 
Me HNL 
 
HNL1­ML
 
76 
HNL1­NJ
 
HNL1 
 
EST3­ML
 
77 
 EST1 
 
EST2 
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B :  Addition  of  nitromethane  to  benzaldehyde  (Henry  reaction)  (Chiralcel  OD­H,  hexane: 
isopropanol  95:5) 
Racemic  2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 ) 
 
At HNL 
 
Me HNL 
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 HNL1­ML 
 
HNL1­NJ 
 
HNL1 
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C .  Addition  of  acetyl  acetone  to  trans­β­nitrostyrene  ( 14 )  (Michael  addition)  (Chiralcel 
OJ­R,  acetonitrile:  H 2 O,  40:60) 
Racemic  3­(2­nitro­1­phenylethyl)pentane­2,4­dione 
HNL1­NJ
EST3­NJ
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D :  Hydrolysis  of  2­azabicyclo[2.2.1]hept­5­en­3­one  ( 15 )  (lactamase)  (Chiralcel  AS­RH, 
acetonitrile  :  H 2 O  +  0.1%  formic  acid,  20:80) 
Racemic  2­azabicyclo­[2.2.1]hept­5­en­3­one 
 
EST3­NJ 
 
SABP2 
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EST1 
 
EST2 
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E .  Hydrolysis  of  5­phenyldihydrofuran­2(3H)­one  (lactonase)  (Chiralcel  AS­RH, 
acetonitrile:  H 2 O  +  0.1%  formic  acid,  35:65) 
Racemic  5­phenyldihydrofuran­2(3H)­one  
 
At HNL 
 
HNL1­NJ 
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EST3­NJ 
 
Rs EST 
 
EST1 
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EST2 
 
 
Porcine  liver  esterase  (PLE)  mediated  hydrolysis  of  5­phenyldihydrofuran­2(3H)­one  to 
assign  the  first  eluting  peak  as  the  fast­reacting  ( + )­enantiomer. 
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F :  Hydrolysis  of  methyl  mandelate  ( 10 )  (Chiralcel  AS­RH,  acetonitrile  :  H 2 O  +  0.1% 
trifluroacetic  acid,  30:70) 
Methyl  mandelate 
 
R ­methyl  mandelate  standard 
 
Rs EST 
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EST2 
 
Table  2.S5  Categorical  summary  of  data  in  Table  2.S1 . 
  EC  4  EC  3 
Enzyme  Y  N  Y  N 
Hb HNL  6  0  1  5 
Me HNL  6  0  0  6 
HNL1Mean  6  0  4  2 
EST3Mean  1  5  3  3 
EST2  2  4  6  0 
EST1  2  4  6  0 
SABP2  0  6  6  0 
Rc EST  0  6  5  1 
Rs EST  0  6  6  0 
At HNL  2  4  4  2 
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Table 2.S6  2x2 Fisher’s exact test the substrate and catalytic promiscuity of modern and                           
ancestral  enzymes.  
  natural  reaction  unnatural  reaction 
Enzyme  yes  no  yes  no 
modern  33  3  3  33 
ancestral  21  9  9  15 
natural  (substrate  promiscuity),  P  =  0.67 
unnatural  (catalytic  promiscuity),  P  =  0.0085 
 
Table  2.S7  Categorical  summary  of  data  in  Table  2.S2 
  non­selected  reactions 
Enzyme  Y  N 
Hb HNL  0  4 
Me HNL  0  4 
HNL1Mean  0  4 
EST3Mean  1  3 
EST2  2  2 
EST1  1  3 
SABP2  1  3 
Rc EST  0  4 
Rs EST  1  3 
At HNL  0  4 
89 
 Table 2.S8  2x2 Fisher’s exact test the substrate and catalytic promiscuity of modern and                           
ancestral  enzymes.  
  non­selected  reaction 
Enzyme  yes  no 
modern  2  22 
ancestral  6  10 
 
ancestral enzymes are more likely than modern enzymes to catalyze a promiscuous,                       
non­selected  reaction,  P  =  0.042 
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Chapter  3:  Echos  of  the  past:  Structure  and 
evolutionary  insights  from  the  reconstructed 
ancestral  plant  hydroxynitrile  lyase,  HNL1 
3.1  Summary 
An  ancestral  plant  hydroxynitrile  lyase,  HNL1,  is  both  more  thermostable  and  more 
promiscuous  than  its  modern  relatives,  Hb HNL  and  Me HNL.  HNL1  has  a  melting 
temperature  about  10°  C  higher  than  related  HNLs  and  is  better  able  to  refold  and  recover 
activity  after  heating.  Compared  to  modern  plant  HNLs,  HNL1  is  a  better  esterase  and 
nitroaldolase  as  well  as  being  more  tolerant  of  larger  cyanohydrins  for  its  natural 
hydroxynitrile  lyase  activity.  The  structure  was  solved  at  1.96  Å  resolution  by  molecular 
replacement  and  shows  an  expected  α/β­hydrolase  fold.  Despite  the  presence  of  larger 
phenylalanines  in  the  active  site  positions  121  and  178  compared  to  equivalent  leucines 
in  Hb HNL,  HNL1  actually  has  a  larger  substrate  binding  site.   The  active  site  is  larger 
due  to  a  1.4  Å  shift  in  tryptophan  128  as  a  result  of  the  phenylalanines.  The  larger  active 
site  explains  the  increased  promiscuity,  and  is  likely  a  holdover,  or  echo  of  the  esterase 
lineage  from  which  HNL1  and  its  descendants  diverged.  
3.2  Introduction 
Enzymes  in  the  world  today  catalyze  a  wide  variety  of  reactions,  but  it’s  not  clear  how 
they  came  to  do  so.  Sometimes  phylogenetics  reveal  that  one  type  of  enzyme  function 
evolved  from  another  function,  but  this  revelation  can  raise  even  more  questions  when 
the  two  functions  seem  to  be  incompatible.  How  can  this  change  in  activity  happen?  It  is 
difficult  to  directly  study  how  new  enzyme  functions  evolve  because  it  is  rare  and  can 
take  millions  of  years  [221] .  Yet,  every  enzyme  was  new  at  some  time  in  the  past.  Using 
ancestral  gene  reconstruction,  we  reconstructed  enzymes  from  earlier  times  in 
evolutionary  history  that  are  able  to  catalyze  reactions  that  seem  incompatible.  This 
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allowed  us  to  explore  how  the  process  of  divergence  happened  and  what  the  necessary 
steps  were  to  a  new  function. 
Ancestral  gene  reconstruction  allows  for  the  resurrection  of  enzymes  from  earlier  times  in 
evolutionary  history.  The  sequences  of  long  lost  ancestral  genes  can  be  accurately 
reconstructed  using  sequence  information  from  modern  related  genes,  combined  with 
mathematical  models  of  evolution.  The  reconstructed  genes  allow  for  the  production  and 
characterization  of  ancient  enzymes  that  have  been  lost  for  millions  or  even  billions  of 
years  [222] . 
Biochemical  analysis  of  resurrected  ancestors  has  shown  a  light  on  the  generation  of  new 
enzyme  or  protein  roles.  Catalytic  analysis  and  structural  modeling  of  reconstructed 
genes  has  led  to  a  the  discovery  that  early  fungal  isomaltase  enzymes  developed  from 
promiscuous  maltase  enzymes.  The  two  lineages  then  diverged,  with  one  branch 
becoming  more  specialized  maltases,  and  the  other  becoming  specialized  for  the  minor 
isomaltase  function  [148] .  Reconstructed  precambrian  β­lactamases  showed  broad 
specificity  revealing  that  evolution  increased  the  specificity  [149] . 
Crystallographic  studies  of  reconstructed  ancestral  enzymes  have  also  elucidated  the 
structural  elements  responsible  for  the  evolution  of  new  primary  functions.  Structural 
studies  identified  the  conformational  shifts  in  an  ancestral  bacterial  polar  amino 
acid­binding  protein  that  allowed  a  promiscuous  glutamine  binding  in  an  enzyme  that 
specialized  in  arginine  binding  [223] .  This  promiscuous  binding  allowed  divergence  and 
eventual  specialization  for  glutamine  binding  in  some  lineages.  Another  crystallographic 
study  has  shown  the  sequential  structural  shifts  that  allowed  cortisol  specificity  to 
develop  when  the  ancestral  vertebrate  corticoid  receptor  diverged  into  an  early 
glucocorticoid  receptor  [224] .  In  other  cases,  structures  did  not  reveal  reasons  for  the 
different  properties  [149] . 
Many  studies  of  reconstructed  ancestral  enzymes  reinforce  the  hypothesis  that 
promiscuous  or  multi­function  enzymes  or  receptors  were  critical  for  the  divergence  of 
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functioning  with  new  substrates  or  ligands  [148–150,223,224] .  It  is  common  to  see 
homologous  enzymes  catalyzing  different  reactions  types.  It  has  long  been  suspected  that 
the  last  common  ancestors  of  these  lineages  were  able  to  catalyze  multiple  types  of 
reactions  [225–227] .  Different  models  of  enzyme  evolution  suggest  that  last  common 
ancestors  were  either  multi­function  enzymes  that  were  adequate  at  both  functions 
[30,31,226,228] ,  or  were  specialists  that  had  promiscuous  activity  for  other  reaction  types 
[32] . 
Plant  ( S )­hydroxynitrile  lyases  (HNL)  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily  diverged 
from  methyl  esterases  in  this  family  approximately  100  million  years  ago.  This  change  in 
activity  was  a  remarkable  shift  between  different  reaction  types.  Esterase  enzymes 
catalyze  the  hydrolysis  of  esters  using  the  catalytic  serine  as  a  nucleophile  to  form  a  acyl 
enzyme  intermediate,  while  HNLs  catalyze  the  elimination  of  hydrogen  cyanide  from 
cyanohydrins  using  the  equivalent  catalytic  serine  as  a  proton  acceptor  without  any 
covalently  bound  intermediate. 
Reconstructed  ancestors  of  modern  HNLs  and  esterases  show  a  strong  trade­off  between 
these  two  types  of  activity.  Previously  we  reconstructed  a  number  of  ancestors  from  this 
clade  of  α/β­hydrolase  fold  enzymes  and  characterized  their  catalytic  profiles  [229,230] . 
The  ancestors  near  the  point  of  divergence  show  increased  promiscuity  for  both  types  of 
reactions,  yet  it  seems  impossible  to  be  proficient  at  both  reaction  chemistries  in  the  same 
enzyme.  This  strong  trade­off  in  activities  rules  out  models  that  require  multi­function 
enzymes,  but  fits  the  innovation,  amplification,  divergence  model  for  the  appearance  of 
new  enzymes  that  Bergthorsson  and  colleagues  proposed  [32] . 
The  last  common  ancestor  of  modern  HNLs  was  also  an  HNL,  yet  it  was  not  as  optimized 
for  hydroxynitrile  lyase  catalysis  as  the  modern  HNLs  that  descended  from  it.  This 
earliest  hydroxynitrile  lyase,  HNL1,  was  the  last  common  ancestor  of  the  ( S )­HNLs  from 
flowering  plants  like  the  rubber  tree  Hevea  brasiliensis  ( Hb HNL;  [231,232] ),  cassava 
Manihot  esculenta  ( Me HNL;  [189] ),  and  wild  castor  Baliospermum  montanum  [233] . 
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This  clade  has  65­85%  amino  acid  sequence  identity  and  share  approximately  40% 
identity  with  related  plant  esterases,  which  share  a  similar  α/β­hydrolase  fold,  Figure  3.1 . 
Despite  being  an  HNL,  HNL1  was  still  able  to  catalyze  esterase  hydrolyses  that  modern 
HNLs  were  unable  to.  Structural  information  is  key  to  understanding  how  an  early  HNL 
like  HNL1  was  able  to  further  specialize  into  modern  HNLs,  as  well  as  how  it  maintained 
some  echos  of  its  esterase  lineage. 
 
Figure 3.1 Phylogenetic tree of HNL1. HNL1 was the last common ancestor of a clade                             
of HNL enzymes that diverged from esterase enzymes. This simplified phylogenetic tree                       
shows the clade of α/β­hydrolase fold enzymes where this divergence occurred. Modern                       
enzyme names are given as well as species, and type of enzyme in parenthesis. The                             
branch point where HNL1 was found is indicated by the green diamond. See [229] for                             
full  details  of  tree  construction. 
HNL1  is  the  reconstructed  last  common  ancestor  of  a  clade  of  α/β­hydrolase  fold 
enzymes.  Enzymes  in  this  clade  are  ( S )­hydroxynitrile  lyase  (HNL)  enzymes  from 
flowering  plants.  
3.3  Materials  and  methods 
3.3.1  General 
Chemicals  were  bought  from  commercial  suppliers  and  used  directly  without  further 
purification.  Racemic  mandelonitrile  (Sigma­Aldrich,  St.  Louis,  MO)  was  aliquoted  in  10 
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mL  portions  and  stored  at  −18  °C.  Protein  concentrations  were  determined  from  the 
absorbance  at  280  nm  using  extinction  coefficients  obtained  from  the  ExPASy 
Bioinformatics  Resource  Portal.  Protein  gels  were  run  on  sodium  dodecyl  sulfate 
polyacrylamide  gradient  gels  (NuPage  4−12%  Bis­Tris  gel  from  Invitrogen)  using  the 
BenchMark  protein  ladder  (5  μL/lane)  as  a  standard.  NiNTA  resin  was  regenerated 
according  to  Qiagen  protocol.  1 H  NMR  spectra  were  run  at  400  MHz  in 
deuteriochloroform. 
3.3.2  Synthesis  of  2­hydroxy­2­(6­methoxynaphthalen­2­yl)  acetonitrile  ( 17 ) 
Synthesis  of  17  was  adapted  from  Bhunya  et  al.,  [234] .  About  3.9  g  of  NaCN  was  added 
directly  to  1  g  of  6­methoxy­2­naphthaldehyde  dissolved  in  15  mL  acetic  acid. 
CAUTION!  This  reaction  generates  hydrogen  cyanide  which  is  toxic,  see  [235] . 
Reaction  was  carried  in  the  closed  fume  hood  at  room  temperature  (22  °C)  for  2  weeks. 
Reaction  mixture  was  neutralized  using  NaHCO 3   until  ~pH  5  and  was  extracted  using 
ether/dichloromethane  and  aqueous  phase  was  washed  again  with  ether/dichloromethane. 
The  combined  organic  extracts  were  dried  using  Na 2 SO 4 .  The  purity  was  about  97% 
based  on  HPLC.  The  1 H­NMR  matched  previously  reported  spectra  [236]  and  showed  no 
remaining  starting  material. 
3.3.3  Cloning,  gene  expression  and  protein  purification 
3.3.3.1  Ancestral  enzyme  design 
For  details  of  ancestral  enzyme  reconstruction  see  Rauwerdink,  et  al .  [229]  and 
Devamani,  et  al .  [230] .  Briefly,  a  clade  of  α/β­hydrolase  fold  enzymes  containing  1,285 
protein  sequences  between  30%  and  99%  identical  was  used  to  build  a  Maximum 
Likelihood  tree  and  infer  ancestral  sequences  using  the  tool  RAxML  [159] .  This  clade 
included  plant  hydroxynitrile  lyases  (HNLs)  from  Hevea  brasiliensis  and  Manihot 
esculenta ,  as  well  as  plant  esterases  from  Nicotiana  tabacum  and  Rauvolfia  serpentine 
(UniProtKB:  P52704,  P52705,  Q6RYA0,  Q9SE93  respectively).  HNL1  is  the 
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reconstruction  at  the  node  that  is  the  last  common  ancestor  of  the  HNLs  from   Hevea 
brasiliensis  ( Hb HNL),  Manihot  esculenta  ( Me HNL),  and  Baliospermum  montanum 
( Bm HNL). 
The  gene  for  the  ancestral  enzyme  was  synthesized  by  GenScript  and  subcloned  into  a 
pET21a(+)  vector  at  NdeI  and  XhoI  restriction  sites  resulting  in  an  upstream  T7  promoter 
and  lac  operator  and  an  C­terminal  six  His­tag.  Fidelity  of  cloning  and  of  the  gene 
synthesis  was  confirmed  by  DNA  sequencing  the  entire  gene  (ACGT,  Wheeling,  IL).  
3.3.3.2  Protein  expression  and  purification 
Like  the  other  related  HNLs,  HNL1  expressed  well  in  E.  coli ,  and  purification  by  Ni 
affinity  chromatography  yield  high  purity  protein.  Lysogeny  broth  media  containing  100 
μg/mL  ampicillin  (LB­amp,  5  mL)  was  inoculated  with  a  single  bacterial  colony  from  an 
agar  plate  and  incubated  in  an  orbital  shaker  at  37  °C  and  200  rpm  for  15  h.  This  culture 
was  used  to  inoculate  terrific  broth  (TB)­amp  media  (250  mL)  in  1­L  baffled  flasks, 
which  was  incubated  at  37  °C  and  250  rpm  until  the  absorbance  at  600  nm  reached  1.0 
(approximately  3−4  h).  This  broth  contained:  12  g/L  tryptone,  24  g/L  Bacto™  yeast 
extract,  9.86  g/L  glucose  (in  place  of  the  standard  glycerol),  with  added  2.3  g/L  KH 2 PO 4 
and  12.5  g/L  K 2 HPO 4 ,  containing  100  µg/mL  ampicillin.  The  culture  was  transferred  to 
17  °C  and  200  rpm  for  1  h  to  cool,  and  then  isopropyl  β­D­1­thiogalactopyranoside 
(IPTG,  1  mM  final  concentration)  was  added  to  induce  the  protein  expression. 
Cultivation  was  continued  for  20  h.  The  cells  were  harvested  by  centrifugation  (8000 
rpm,  10  min  at  4  °C)  and  resuspended  in  buffer  A  (20  mM  imidazole,  50  mM  NaH 2 PO 4 , 
300  mM  NaCl,  pH  7.2,  20  mL).  The  cells  were  disrupted  by  sonication  (400  W,  40% 
amplitude  for  5  min)  and  cell  debris  was  removed  by  centrifugation  (4  °C,  12  000  rpm  45 
min).  The  supernatant  was  loaded  onto  a  column  containing  NiNTA  resin  (1  mL,  Qiagen) 
pre­equilibrated  with  buffer  A  (10  mL).  The  column  was  washed  buffer  A  (50  mL) 
followed  by  buffer  B  (50  mM  imidazole,  50  mM  NaH 2 PO 4 ,  300  mM  NaCl,  pH  7.2,  50 
mL).  The  His­tagged  protein  was  eluted  with  elution  buffer  (250  mM  imidazole,  50  mM 
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NaH 2 PO 4 ,  300  mM  NaCl,  pH  7.2,  15  mL)  and  concentrated  to  ∼1  mL  with  an  Amicon 
ultrafiltration  centrifuge  tube  (10  kDa  cutoff).  The  imidazole  buffer  was  exchanged  by 
four  successive  additions  of  BES  buffer  (5  mM  N,N­bis(2­hydroxyethyl)­2­ 
aminoethanesulfonic  acid,  pH  7.0,  10  mL).  A  250  mL  culture  typically  yielded  20­40  mg 
of  soluble  protein.  SDS­PAGE  indicated  a  molecular  weight  of  approximately  30  kDa, 
which  agreed  with  the  predicted  weight  of  31.1  kDa. 
3.3.4  Enzyme  assays 
All  activity  assays  were  run  at  ambient  temperature  in  triplicate,  monitored  using  a 
spectrophotometer  for  10  min  and  the  rates  were  corrected  for  spontaneous  cleavage. 
Kinetic  parameters  k cat   and  K M   (or  V/k  if  reaction  did  not  saturate)  were  fit  to  data  using 
least­squares  analysis  with  LibreOffice  Calc  with  non­linear  solver  plug­in. 
3.3.4.1  Hydroxynitrile  lyase  activity 
One  HNL  assay  monitored  the  formation  of  6­methoxy­2­naphthaldehyde  (ε 315  nm   =  25000 
cm ­1 M ­1 )  from  2­hydroxy­2­(6­methoxynaphthalen­2­yl)  acetonitrile  ( 17 )  at  315  nm.  The 
reaction  mixture  (100  μL;  path  length  0.29  cm)  in  a  96­well  UV  microtiter  plate 
contained  2­10  μg  enzyme,  50  mM  sodium  citrate  phosphate  buffer  (pH  5.0),  0­900  μM 
of  33  and  5%  acetonitrile  to  dissolve  the  substrate.  
Another  HNL  assay  monitored  the  formation  of  benzaldehyde  (ε 280  nm   =  1380  M ­1 cm ­1 ) 
from  racemic  mandelonitrile  ( 2 )  at  280  nm.  The  reaction  mixture  (200  μL;  path  length  0.6 
cm)  in  a  96­well  UV  microtiter  plate  contained  1–10  μg  enzyme,  sodium  citrate  buffer 
(54  mM,  pH  5.0),  0­25  mM  mandelonitrile. 
3.3.4.2  Esterase  activity 
Ester  hydrolysis  was  measured  using  p ­nitrophenyl  acetate  ( 18 )  (pNPAc),  which  releases 
the  yellow  p ­nitrophenoxide.  The  reaction  mixture  (100  μL;  path  length  0.29  cm) 
contained  0­6  mM  of  pNPAc,  8  vol  %  acetonitrile,  5  mM  BES,  pH  7.0,  and  up  to  15  μg 
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enzyme.  The  extinction  coefficient  used  for  calculations  (ε 404  nm   =  11400  M −1   cm −1 )  takes 
into  account  the  incomplete  ionization  of  p ­nitrophenol  at  this  pH.  
3.3.5  Thermostability 
Stability  was  assessed  by  two  methods.  First,  irreversible  inactivation  was  assessed  by 
heating  enzyme  aliquots  in  a  water  bath  at  a  set  temperature  (70­95°  C)  for  15  or  30 
minutes,  cooling  on  ice  for  at  least  15  minutes.  The  heated  and  a  sample  of  unheated 
enzyme  were  compared  for  their  ability  to  cleave  mandelonitrile  (as  described  above). 
The  blank  corrected  rates  from  heated  and  unheated  enzyme  were  compared  to  calculate 
a  percent  activity  maintained. 
Second,  the  melting  point  (T m )  of  the  enzyme  also  indicated  stability.  Microplates 
(384­well)  containing  12  replicates  of  each  sample  (10  µL  containing  300  ng  protein,  50 
mM  sodium  PIPES  (piperazine­N,N′­bis(2­ethanesulfonic  acid)),  100  mM  NaCl)  were 
heated  at  1°  C  /min  while  monitoring  the  lifetime  and  intensity  of  the  intrinsic 
fluorescence  using  a  NovaFluor  PR  instrument  (Fluorescence  Innovations,  Inc., 
Minneapolis,  MN).  Melt  curves  fit  to  the  lifetime  and  intensity  data  yielded  similar  T m 
values;  an  average  value  is  reported. 
3.3.6  Crystallization  and  data  collection 
High­throughput  crystallization  screens  under  oil  were  done  by  the  High  Throughput 
Crystallization  Center  at  the  Hauptman­Woodward  Institute  (Buffalo,  NY,  USA). 
Droplets  of  200  nL  protein  solution  (10  mg/mL  in  5  mM  BES,  pH  7.2)  were  mixed  with 
the  same  amount  of  crystallization  solution  and  left  to  equilibrate  at  24  °C  under  oil. 
Crystals  formed  after  three  weeks  in  a  number  of  conditions  including  ammonium  citrate 
(2.0  M)  with  bis­tris  propane  (0.1  M,  pH  7).  Adapting  similar  conditions  to  a  24­well 
hanging  drop  vapor  diffusion  resulted  in  crystals  that  were  suitable  for  data  collection. 
Droplets  of  1  µL  protein  solution  were  combined  with  1  µL  reservoir  solution  (1.1  M 
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ammonium  citrate,  50  mM  bis­tris  propane,  pH  6.8  with  7  mg/mL  protein)  and 
equilibrated  at  19  °C.  Crystals  were  harvested  at  day  20. 
Before  data  collection,  crystals  were  transferred  to  a  cryosolution  consisting  of  well 
solution  with  5%  glycerol  for  5­10  s  and  flash­cooled  in  liquid  nitrogen.  The  X­ray 
diffraction  data  were  collected  at  100  K  on  beamline  23  IDB  at  Advanced  Photon  Source 
at  Argonne  National  Labs,  Lemont,  IL.  The  best  diffracting  crystal  (1.96  Å  resolution) 
yielded  statistics  listed  in  Table  3.1 . 
3.3.7  Structure  determination 
The  data  sets  were  integrated  with  XDS  [237]  and  scaled  using  Aimless  from  the  CCP4 
suite  [238,239] .  The  structure  was  determined  by  molecular  replacement  (MR)  with 
Phaser  MR  [240]  using  the  coordinates  of  Hb HNL  with  PDB  code  1YB6  [241] ,  having 
81%  sequence  identity  to  HNL1.  Search  models  were  derived  from  these  coordinates  by 
removing  side  chains  and  loop  regions  differing  between  the  two  structures.  The 
truncated  model  was  used  in  MR.  
Molecular  replacement  using  this  truncated  model  gave  one  solution  that  was  clearly 
above  the  background,  with  scores:  RFZ=3.3  PAK=0  LLG=5261  TFZ==29.2.  Four 
molecules  were  found  in  the  asymmetric  unit.  From  the  phases  obtained  all  of  the 
residues  could  be  built. 
Phase  improvement  was  done  with  REFMAC5  [242] .  Model  building  was  done  with 
Coot  [243]  until  a  structural  model  of  HNL1  was  obtained  and  refined.  The  final 
refinement  run  with  REFMAC5  included  TLS  refinement  [244] .  MolProbity  [245]  was 
used  to  analyze  sterics  and  geometry  during  the  refinement  process. 
The  final  model  contains  four  polypeptide  chains  of  HNL1,  six  glycerol  molecules 
(including  one  in  the  active  site  of  each  chain),  and  192  water  molecules.  The 
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crystallographic  data  for  HNL1  have  been  deposited  in  the  Protein  Data  Bank  (PDB  entry 
5TDX).  Figures  were  prepared  with  PyMOL  ( http://www.pymol.org ). 
Table  3.1  Data­collection  and  refinement  statistics  for  HNL1  (PDB  code  5TDX). 
  HNL1  (PDB:5TDX) 
Data  collection   
Wavelength  (Å)  1.03317 
Temperature  100  K 
Space  group  P43212 
Unit­cell  parameters  (Å,  °)  a  =  108.265,  b  =  108.265,  c  =  201.188, 
  α  =  90,  β  =  90,  γ  =  90 
Resolution  (Å)  29.32­1.96  (1.99  ­  1.96) a 
Total  No.  of  observations  733954 
No.  of  unique  reflections  86348 
R merge  0.097  (0.680) 
R meas  0.103  (0.744) 
R p.i.m.  0.035  (0.288) 
I/σ(I)  13.8  (2.0) 
Completeness  (%)  99.3  (88.3) 
Multiplicity  8.7  (5.8) 
Wilson  B  factor  (Å 2 )  30.8 
Refinement   
Resolution  (Å)  29.32­1.96 
No.  of  reflections  81902 
R work /R free  0.177/0.227 
No.  of  protein  residues  1044 
No.  of  Glycerol  molecules  6 
No.  of  atoms   
     Protein  8513 
     Glycerol  36 
     Water  molecules  192 
B  factors  (Å 2 )   
     Overall  38.1 
     Protein  38.2 
     Glycerol  54.1 
     Water  33.1 
R.m.s  deviations   
     Bond  lengths  (Å)  0.027 
     Bond  angles  (°)  2.346 
Ramachandran  plot  (%)   
     Favoured  95.8 
     Allowed  4.2 
a   Values  in  parentheses  are  for  the  outer  shell. 
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3.4  Results  and  discussion 
3.4.1  Structure  determination 
HNL1  crystals  grew  after  2­3  weeks  in  crystallization  solution  of  ammonium  citrate  and 
bis­tris  propane  at  pH  6.8.  Crystals  were  octahedral  in  shape,  The  largest  was 
approximately  200  μm  across.  This  crystal  diffracted  well,  and  data  was  remotely 
collected  at  beamline  23  IDB  at  Advanced  Photon  Source  at  Argonne  National  Labs. 
Molecular  replacement  using  Hb HNL  (PDB:  1YB6,  81%  amino  acid  identity)  found  four 
monomers  in  the  asymmetric  unit.  The  refined  model  of  HNL1  (PDB:5TDX)  contained  a 
dimer  of  dimers.  The  four  polypeptide  chains;  A,  B,  C,  and  D;  comprised  residues  2 
through  261,  260,  265,  and  261,  respectively.  The  model  contained  six  glycerol 
molecules,  including  one  in  each  active  site,  and  192  water  molecules.  Crystallographic 
refinement  resulted  in  a  model  of  1.96  Å  resolution  with  an  R work /R free   of  9.0/11.6%,  and 
other  statistics  listed  in  Table  3.1 . 
3.4.2.  Overall  structure 
The  HNL1  monomer  consists  of  two  domains.  The  catalytic  domain  consists  of  a  core  of 
six  parallel  beta  strands  which  are  surrounded  by  alpha  helices  as  is  typical  of 
α/β­hydrolase  fold  enzymes.  Sequentially,  the  catalytic  domain  alternates  helices  and 
strands,  Figure  3.2 .  This  catalytic  domain  consists  of  residues  1­107  and  180­265  and 
contains  the  catalytic  triad  (Ser  80,  His  235,  and  Asp  207)  as  well  as  the  catalytic  Lys  236 
( Figure  3.3  &  Figure  3.4 ).  The  cap,  or  lid,  domain  consists  of  residues  108­179  and 
forms  part  of  the  substrate  binding  portion  of  the  active  site.  
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 Figure 3.2 HNL1 amino acid sequence aligned to the sequences of the descendant                         
proteins. Hb HNL (P52704.1 PDB:1YB6), Me HNL (P52705.3 PDB:1DWO), Bm HNL               
(BAI50630.1 PDB:3WWO), as well as a related esterase from Rauvolfia serpentina Rs                       
PNAE (Q9SE93.1 PDB:2WFL). Catalytic triad is highlighted in yellow, catalytically                   
important  lysine  position  highlighted  in  blue.  The  cap  domain  residues  are  boxed. 
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 Figure 3.3  Overall structure of HNL1 dimer as found in 5TDX. Chain A is shown as a                                 
green cartoon for the core domain and cyan for the cap domain. Catalytic triad                           
(Ser­His­Asp) and catalytic lysine 236 are shown as spheres. Chain B of the dimer is                             
shown  in  orange. 
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 Figure 3.4 Active site of HNL1 showing 2Fo − Fc electron­density map active site                           
contoured at 1σ. Serine 80 and histidine 235 from the catalytic triad are labeled, as is the                                 
catalytically important lysine 236. The map was calculated from the structure factors                       
using  PyMOL. 
3.4.3  Quaternary  structure 
The  asymmetric  unit  contains  a  dimer  of  dimers.  The  dimer  of  chains  A  and  B  or  C  and  D 
is  the  same  configuration  as  physiological  dimer  found  in  related  proteins 
[62,70,71,246,247] .  The  interface  of  the  dimer  is  strong  and  significant  (dissociation 
energy  of  ­16.8  kcal/mol,  p­value  of  0.013  as  calculated  by  PISA  [248] ).  The  other 
monomer  interfaces  in  the  asymmetric  unit  were  all  weak  and  insignificant,  thus  the 
presence  of  a  dimer  of  dimers  is  probably  a  product  of  crystallization  and  the 
physiological  arrangement  is  the  dimer.  
3.4.4  Enzymatic  activity 
HNL1  catalyzes  the  cleavage  of  the  many  cyanohydrins:  acetone  cyanohydrin  ( 1 )  (natural 
substrate  for  modern  HNLs),  mandelonitrile  ( 2 ),  lactonitrile  ( 3 ),  2­hydroxypentanenitrile 
( 4 ),  and  2­hydroxyhexanenitrile  ( 5 )  [229,230] ,  Table  3.2 .  Here  we  tested  the  larger 
aromatic  cyanohydrin,  17 .  HNL1  catalyzed  cleavage  of  this  cyanohydrin  with  a  catalytic 
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efficiency  of  2.2  sec ­1   mM ­1 ,  which  is   the  only  cyanohydrin  cleavage  where  HNL1 
outperforms  the  modern  Hb HNL. 
Table  3.2  HNL1  Activity  
Type  Substrate  HNL1  Hb HNL  Me HNL 
HNL 
Acetone  cyanohydrin  ( 1 ) †  880  ±70  2,400  ±100  12,600 ±800 
Mandelonitrile  ( 2 ) †  340  ±10  1530  ±130  1349  ±20 
Lactonitrile  ( 3 ) †  5.0  ±0.2  50  ±11  13  ±1 
2­hydroxypentanenitrile  ( 4 ) †  0.5  ±0.1  7.2  ±0.8  0.66 ±0.06 
2­hydroxyhexanenitrile  ( 5 ) †  0.42  ±0.09  24  ±2  1.1  ±0.1 
17  2.16  ±0.204   (V/K min ­1 mM ­1 ) 
1.38  ±0.006 
(V/K  min ­1 mM ­1 ) 
Not 
tested 
 
Henry  2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 ) †  14  ±1  7.2  ±0.3  0.3 
 
Esterase 
4­nitrophenyl  acetate  ( 18 )  2.5  ±0.1  0.19  ±0.06  0.06 ±0.01 
methyl  salicylate  ( 7 ) †  0.048  ±0.006  0.066  ±0.006  <0.09 
1­naphthyl  acetate  ( 8 ) †  0.016  ±0.002  <0.008  <0.4 
2­naphthyl  acetate( 9 ) †  0.024  ±  0.003  <0.008  <0.4 
 
All  are  k cat   min 
­1  unless  otherwise  mentioned.  †  Values  from  [230] . 
HNL1  was  more  promiscuous  than  tested  modern  HNLs,  that  is  it  was  better  at  carrying 
out  alternative  reaction  chemistries.  HNL1  catalyzed  the  non­natural  Henry  reaction,  i.e. 
the  cleavage  of  nitromethane  from  2­nitro­1­phenylethanol  ( 6 ),  at  a  faster  rate  than  the 
closely  related  HNLs  from  Hevea  brasiliensis  [202,249]  or  Manihot  esculenta  [230] . 
HNL1  also  had  more  non­natural  esterase  activity  than  similar  modern  HNLs.  HNL1 
catalyzed  the  ester  hydrolysis  of  4­nitrophenyl  acetate  ( 18 ),  methyl  salicylate  ( 7 ), 
1­naphthyl  acetate  ( 8 ),  and  2­naphthyl  acetate  ( 9 )  [229,230] .  The  other  HNLs  either  could 
not  catalyze  these  reactions,  or  did  so  at  a  lower  rate  than  HNL1,  with  the  exception 
methyl  salicylate  where  Hb HNL  is  slightly  faster. 
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3.4.5  Thermostability  
HNL1  is  remarkably  thermostable.  Its  melting  temperature  (T m )  is  80­81°  C  as  measured 
by  fluorescence,  which  is  9°  C  higher  than  for  Hb HNL  ( Figure  3.S1 )  and  about  10°  C 
higher  than  for  Me HNL  (~70°  C)  as  measured  by  Guterl  [250]  using  circular  dichroism. 
More  remarkably,   irreversible  unfolding  of  HNL1  requires  temperatures  well  above  the 
melting   temperature.  A  >50%  irreversible  loss  in  activity  requires  a  30  min  incubation  at 
95°  C  (Supporting  information  Figure  3.S2 ),  while  Me HNL  requires  only  60°  C   [250] ,  a 
35°  C  difference.  This  resistance  to  irreversible  activity  loss  of  HNL1  suggests  that  it 
efficiently  refolds  after  unfolding.  Other  researchers  also  found  increased  thermostability 
of  reconstructed  ancestral  enzymes  as  compared  to  modern  descendants  [149,251–260] . 
One  reason  for  high  thermostability  in  resurrected  ancestral  proteins  is  adaptation  to 
higher  earth  temperatures  or  environments  in  the  past  [251,252,254–256] .  Plant  defense 
enzymes  like  HNL1  likely  formed  during  the  Cretaceous  period  approximately  100 
million  years  old  as  flowering  plants  and  many  insect  groups  co­evolved.  HNL1  would 
have  been  found  in  a  common  ancestor  of  the  Euphorbiaceae  family  of  flowering  plants 
since  all  its  descendants  are  found  in  this  family.  This  would  have  put  HNL1  at  the  time 
of  Euphorbiaceae  divergence,  between  110  and  69  million  years  ago  [261,262] .  Global 
temperatures  were  ~4  °C  warmer  than  today  during  this  period  [263] ,  so  adaptation  to  a 
warmer  environment  may  account  for  part  of  the  9­10  °C  increase  in  melting  temperature. 
Thermostability  may  also  be  a  byproduct  of  stability  to  other  environmental  factors  like 
high  levels  of  oxidative  stress  or  radiation  [258] . 
A  second  reason  for  high  thermostability  of  resurrected  ancestral  proteins  is  that 
uncertainties  in  the  reconstruction  may  favor  stabilizing  substitutions  [258,259,264] . 
Rapidly  changing  residues  are  more  difficult  to  infer  in  the  reconstruction  of  ancestral 
genes  and  are  more  likely  to  be  incorrect,  while  conserved  residues  are  likely  to  be 
correctly  predicted.  Conserved  residues  are  more  likely  than  average  residues  to  stabilize 
proteins  and  is  the  basis  for  the  consensus  sequence  approach  to  protein  stabilization 
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[265,266] .  Thus,  uncertainties  in  the  reconstruction  of  HNL1  may  also  favor  the  inclusion 
of  stabilizing  residues. 
Mechanistically,  HNL1  may  be  more  stable  that  its  descendants  because  it  contains  more 
proline  residues  and  fewer  glycine  residues.  HNL1  has  thirteen  proline  residues,  three 
more  than  Me HNL,  and  one  more  than  Hb HNL.  HNL1  has  14  glycine  residues 
(excluding  those  used  in  the  6­his  tag  linker),  one  less  than  Me HNL,  and  three  less  than 
Hb HNL.  Increased  numbers  of  proline  residues  and  decreased  numbers  of  glycine 
residues  reduce  the  flexibility  of  the  unfolded  protein.  This  reduced  flexibility  shifts  the 
balance  toward  the  folded  form  thereby  stabilizing  the  protein. 
A  switch  from  water­mediated  to  direct  hydrogen  bonds  between  α  helix  B  and  the  small 
α  helix  D  may  also  increase  stability,  Figure  3.5 .  In  Hb HNL  these  two  loops  hydrogen 
bond  indirectly  through  several  coordinated  waters,  while  in  HNL1  the  Ile182Asp 
replacement  creates  direct  hydrogen  bonds.  The  direct  interaction  is  favored  entropically 
and  may  be  an  enthalpically  stronger  interaction  and  thus  contribute  to  HNL1’s  overall 
stability. 
3.4.6  Comparison  to  modern  hydroxynitrile  lyases  and  evolutionary 
implications 
HNL1  has  a  similar  overall  structure  to  modern  hydroxynitrile  lyases  Hb HNL,  Me HNL, 
and  Bm HNL.  The  RMSD  between  C ɑ ’s  (chain  A  in  all  cases)  is  0.40  Å  for  Hb HNL 
(PDB:3C6X,  217  atoms),  0.47  Å  for  Me HNL  (PDB:1E89,  236  atoms),  and  0.45  Å  for 
Bm HNL  (PDB:3WWP,  220  atoms).  Both  the  catalytic  triad  (Ser  80,  His  235,  and  Asp 
207)  as  well  as  the  catalytic  Lys  236,  have  similar  orientations  in  the  ancestral  HNL1  and 
the  modern  HNLs. 
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 Figure 3.5  Direct and indirect hydrogen bond network in HNL1 and  Hb HNL. Aspartic                         
acid 182 in HNL1 (green) creates direct hydrogen bonds to glutamine 185 and the                           
backbone nitrogen of phenylalanine 54, this bridges α helix B and the small α helix D,                               
whereas Hb HNL (blue) has only indirect hydrogen bonding via a number of waters (red                           
spheres) that are absent in HNL1 (dark red spheres). Polar contacts are indicated by                           
dashed lines. Catalytic serine is shown at the bottom of figure for reference, but is                             
distant  from  other  residues  shown  here. 
Differences  in  the  substrate  binding  residues  create  a  larger  substrate  binding  region  in 
HNL1  as  compared  to  the  most  similar  modern  enzyme,  Hb HNL,  Figure  3.6 ,  Supp 
Figure  3.S3 .  Leucines  121  and  178  in  Hb HNL  are  phenylalanines  in  HNL1,  and  leucine 
122  is  replaced  by  a  methionine.  Although  these  three  HNL1  residues  are  larger,  they 
create  a  larger,  not  smaller,  substrate  binding  region  because  they  push  tryptophan  128 
out  of  the  active  site  by  1.3  Å,  Table  3.3 .  The  substrate  binds  between  the  catalytic  serine 
80  and  tryptophan  128,  thus  the  distance  between  these  residues  will  affect  the  size  of 
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substrates  that  the  protein  can  accept.  The  position  of  tryptophan  128  in  the  common 
ancestor,  HNL1,  stayed  in  a  similar  position  in  Bm HNL,  but  shifted  towards  the  catalytic 
serine  in  Me HNL  and  Hb HNL  [233] ,  Table  3.3 .  Thus,  despite  more  overall  sequence  and 
structural  similarity  to  Hb HNL,  HNL1’s  active  site  looks  like  Bm HNL,  and  both  HNL1 
and  Bm HNL  have  more  room  for  substrate  binding  than  Me HNL  or  Hb HNL.  The 
position  of  the  tryptophan  is  also  similar  in  the  related  esterase  from  N.  tabacum 
(Q6RYA0,  PDB:  1Y7I  [267] ).  
 
Figure 3.6 Active site comparison of HNL1 and  Hb HNL. HNL1 is green (PDB:5TDX),                         
Hb HNL is blue (PDB:3C6X). Cutaway surfaces drawn in PyMOL to illustrate the                       
region of active site expanded by tryptophan 128 shift. Hb HNL has leucines at positions                           
121 and 178 instead of the phenylalanines found in HNL1. The blue surface is inside of                               
the  green  surface  in  key  areas  indicating  that  Hb HNL  is  smaller  in  these  regions. 
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Table  3.3  Space  for  substrate  binding 
Enzyme  (PDB)  Ser­Trp  distance 1 
HNL1  (5TDX)  8.2 
Hb HNL  (3C6X)  6.9 
Me HNL  (4YK7)  7.2 
Bm HNL  (3WWP)  7.9 
PNAE  (2WFL)  8.7 2 
SABP2  (1Y7H)  7.8 
1 distance, in Å, measured between closest two heavy atoms from the catalytic serine                           
and tryptophan 128 (or equivalent residue). 2 PNAE has a methionine instead of a                           
tryptophan at the equivalent position, which was used for this measurement. All PDBs                         
were chosen because they were “apo” structures, although some did have molecules                       
from the crystallization solution in the active site: Bm HNL has 1,2­ethanediol and                       
chloride  ion,  PNAE  has  a  sulfate  ion,  and  HNL1  has  a  glycerol. 
It  is  likely  that  this  shift  in  tryptophan  position  was  an  important  step  in  the  modern 
Hb HNL  and  Me HNL  specialization  for  small  cyanohydrins.  Overall  there  is  a  strong 
trend  between  the  ratio  of  activity  between  Hb HNL  and  the  ancestor  HNL1  and  the  size 
of  the  substrate,  Figure  3.S4 .  The  ratio  in  activity  between  HNL1  and  Hb HNL  is 
e^(S*0.032)/183,  where  “S”  is  size  of  the  substrate,  in  daltons.  This  shows  that  HNL1 
was  really  less  specialized  for  small  substrates. 
While  HNL1  is  fastest  with  the  small  cyanohydrin  1 ,  it  is  not  as  specialized  for  cleavage 
of  small  cyanohydrins  as  the  modern  proteins  Hb HNL  and  Me HNL.  These  modern 
proteins  catalyze  the  cleavage  of  most  cyanohydrins  tested,  including  their  natural 
substrate,  acetone  cyanohydrin  ( 1 ),  at  higher  rates  than  HNL1.  Bm HNL’s  natural 
substrate  is  unknown,  but  it’s  better  with  large  aromatics  [70] ,  so  it  may  not  have  been 
under  the  same  selective  pressure  to  specialize  for  small  cyanohydrins.  Similarly,  the  only 
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cyanohydrin  substrate  we  found  where  HNL1  was  a  better  enzyme  than  Hb HNL  was  the 
bulky  17 .  The  decrease  in  space  in  the  substrate  binding  region  likely  contributes  to  the 
specialization  of  proteins  like  Hb HNL  and  Me HNL  from  their  ancestor  HNL1. 
The  hypothesis  that  the  shift  in  position  of  tryptophan  128  in  Hb HNL  and  Me HNL  was 
important  in  these  protein’s  specialization  for  small  substrates  is  further  supported  by 
previous  work  in  Me HNL.  Bühler  and  colleagues  [268]  have  shown  that  mutating 
tryptophan  128  to  a  smaller  residue  like  alanine  has  the  effect  of  doubling  this  enzyme’s 
rate  for  some  bulky  aromatic  substrates,  but  reducing  its  rate  for  acetone  cyanohydrin  by 
half. 
HNL1  is  also  more  efficient  than  Hb HNL  and  Me HNL  with  larger  substrates  for  the 
unnatural  Henry  reaction.  Henry  reaction  substrates  are  larger  than  the  comparable 
cyanohydrins.  While  the  reaction  mechanisms  are  similar,  the  nucleophile  used  in  the 
Henry  reaction  is  nitromethane,  which  has  two  more  oxygens  than  the  analogous  cyanide 
nucleophile  from  the  hydroxynitrile  lyase  reaction.  
This  group  of  plant  hydroxynitrile  lyases  of  the  α/β­hydrolase  fold  diverged  from  plant 
esterases  roughly  100  million  years  ago  [261,262] .  HNL1  maintains  more  low  level 
esterase  activity  from  this  heritage  than  the  modern  enzymes,  and  has  greater  activity 
toward  the  non­natural  Henry  (nitroaldol)  reaction  [230] .  The  esterase  substrates 
examined  were  also  aromatic  and  larger  than  the  natural  substrate  of  Hb HNL  and 
Me HNL.   The  difference  in  tryptophan  position  between  HNL1  and  Hb HNL  would  better 
accommodate  these  larger  sized  substrate,  and  contribute  to  the  enhanced  promiscuous 
reaction  rates.  As  the  descendants  of  HNL1  specialized  for  their  natural  substrate,  acetone 
cyanohydrin,  tryptophan  128  moved  “in”  in  leading  Hb HNL  and  Me HNL  to  better  fit  the 
small  aliphatic  substrate. 
HNL1  shows  signs  that  it  may  have  been  on  it’s  way  toward  specializing  for  small 
cyanohydrins,  but  it  still  shows  echos  of  it’s  past.  The  closely  related  esterases,  from 
which  HNL1  and  it’s  descendants  split  off,  naturally  catalyze  the  hydrolysis  of  aromatic 
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esters.  The  related  esterase  from  N.  tabacum  (Q6RYA0)  naturally  catalyzes  methyl 
salicylate  ( 7 )  [267] ,  and  the  related  esterase  from  R.  serpentine  (Q9SE93)  naturally 
catalyzes  the  hydrolysis  of  the  large,  aromatic  ajmaline  precursor  polyneuridine  aldehyde 
[269] .  HNL1’s  catalytic  profile  shows  that  early  HNLs  diverged  from  these  esterases  and 
began  to  specialize  as  HNLs  maintained  some  of  the  esterase  properties.  The  low  level 
esterase  activity  that  is  preserved  as  well  as  the  larger,  more  accommodating  active  site 
are  echoes  of  this  enzyme’s  lineage. 
3.5  Conclusions 
The  reconstructed  ancestral  plant  hydroxynitrile  lyase  HNL1  was  confirmed  to  have  an 
α/β­hydrolase  fold  like  its  descendants,  and  like  related  esterases.  The  catalytic  residues 
are  in  similar  positions  to  those  in  related  HNLs,  yet  some  differences  in  the  substrate 
binding  region  of  the  site  cause  tryptophan  128  to  shift  back,  to  a  position  more  closely 
resembling  Bm HNL  and  related  esterases  like  the  one  found  in  N.  tabacum .  
This  finding  gives  some  insights  into  the  evolutionary  divergence  of  this  clade  of 
hydroxynitrile  lyases.  There  are  strong  trade  offs  between  HNL  and  esterase  activity 
[229] .  Efficient  HNL  and  esterase  activities  are  not  compatible  in  the  same  enzyme. 
Comparison  of  HNL1  to  its  descendants  and  other  related  proteins  offers  a  glimpse  of 
how  a  major  catalytic  shift  can  occur  first,  like  that  from  esterase  to  hydroxynitrile  lyase, 
and  then  be  followed  by  subtle  changes  that  allow  further  specialization  for  the  new 
reaction.  HNL1  is  a  fairly  specialized  HNL,  having  already  undergone  the  major  changes 
needed  to  become  dedicated  to  it’s  new  function.  Yet  it  still  has  some  characteristics,  or 
echos  of  its  esterase  lineage,  which  were  subsequently  lost  as  the  descendant  Hb HNL  and 
Me HNL  further  specialized  to  catalyze  acetone  cyanohydrin.  HNL1  still  maintains  more 
low­level  esterase  activity  than  either  Hb HNL  or  Me HNL.  The  tryptophan  128  position, 
and  hence  the  esterase  catalysis  and  increased  relative  proficiency  for  bulky  HNL 
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substrates  like  17  all  tell  of  an  enzyme  that  was  committed  to  cleaving  cyanide,  yet  still 
had  some  optimization  to  do. 
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3.6  Supporting  information 
 
 
 
 
Figure 3.S1  Melting point calculations of HNL1 ( A &  B ) and  Hb HNL ( C &  D ). Two                               
types of data were collected from each experiment. Fluorescence intensity ( A & C ) as                           
well as fluorescence lifetime decay ( B & D ). Each were monitored and plotted as the                             
temperature was increased from ambient temperature to 100 °C. The 12 replicates of                         
each were plotted (red) and fit to a theoretical melting curve (black). These were used                             
to  calculate  average  T m   and  standard  deviation,  shown  above  each  graph. 
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 Figure 3.S2  Thermostability of HNL1. Measured by irreversible loss in activity after                       
heating at specified temperature. Samples were heated at indicated temperature for 15                       
minutes (diamonds) or 30 minutes (Xs), cooled on ice for 15 minutes, then assayed for                             
HNL activity. The activity is reported here relative to unheated samples of enzyme. 15                           
minutes at 95 °C was insufficient to reduce activity by 50%, but heating for 30 minutes                               
at  95  °C  was  able  to  do  so. 
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 Figure 3.S3 Electron density (2Fo − Fc) at 1 σ showing substrate binding region of                             
HNL1 active site. Phenylalanines 178 and 121, which have been replaced by leucines in                           
the modern HNLs from H. brasiliensis and M. esculenta , prevent tryptophan 128 from                         
coming  farther  into  the  active  site. 
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 Figure 3.S4 Relationship between substrate size and relative reactivity. Molecular                   
weight of substrates compared to the natural log of the ratio of catalytic efficiency with                             
HNL1 and Hb HNL. Reaction type is indicated by color. Trendline calculated for all                         
reactions. Equation is shown, which simplifies to [HNL1 rate]/[ Hb HNL rate] =                     
(1.03^(substrate  M.W.))  /  183 
 
   
117 
Chapter  4:  Engineering  catalytic  properties: 
Using  an  engineered  promiscuous  enzyme  to 
synthesize  a  pharmaceutical  precursor 
4.1  Summary 
A  novel  scheme  for  the  chemoenzymatic  asymmetric  synthesis  of  the  β  blocker 
( S )­propranolol  is  proposed.  The  key  enzymatic  step,  an  asymmetric  nitroladol  reaction, 
is  demonstrated.  This  work  extends  previous  work  showing  promiscuous  nitroaldol 
activity  in  the  hydroxynitrile  lyases   Hb HNL  and  the  reconstructed  ancestral  HNL1  by 
demonstrating  that  this  function  can  be  applied  to  the  synthesis  of  medicinally  important 
compounds.  Wild  type  and  engineered  mutants  of  these  enzymes  were  tested  and  all 
demonstrated  activity.  The  fastest  was  an  engineered  ancestral  HNL1­F178V  with  a  total 
turnover  of  22  and  an  enantiomeric  excess  of  87%  of  the  enzymatically  synthesized 
product.  Either  enantiomer  of  the  product  could  be  selectively  obtained  depending  upon 
which  enzyme  was  used. 
4.2  Introduction 
Hb HNL  and  HNL1  are  both  able  to  catalyze  the  unnatural  Henry  reaction  (i.e.  nitroaldol 
reaction)  [185,270,271] .  This  important  C­C  bond  forming  reaction  has  many  uses  [272] , 
including  synthesizing  precursors  for  important  pharmaceuticals  like  the  β  blocker 
propranolol  [273] .  While  these  enzymes  already  show  some  activity  for  this  reaction, 
recent  efforts  have  improved  both  enzymes  using  a  combination  of  error  prone  PCR  and 
site  saturation  mutagenesis.  Initially  both  Hb HNL  and  HNL1  were  found  to  catalyze  the 
cleavage  of  2­nitro­1­phenylethanol  resulting  in  nitromethane  and  benzaldehyde,  now 
recent  efforts  have  engineered  these  enzymes  to  work  on  the  larger 
1­(6­methoxynaphthalen­2­yl)­2­nitroethan­1­ol  [274] . 
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HNL1  was  slightly  more  adaptable  to  this  new  reaction.  Not  only  did  Hb HNL  need  to  be 
stabilized  before  it  would  tolerate  mutagenesis  (His103  was  mutated  to  Val,  which  is  the 
consensus  residue  at  this  position,  39%,  [275,276] ),  but  the  best  HNL1  mutant  (F178L) 
had  a  3­fold  higher  catalytic  efficiency  than  the  best  Hb HNL  mutant  (H14G)  discovered. 
Since  no  natural  nitroaldolase  enzymes  are  known,  the  engineered  HNL1  is  the  best 
enzyme  reported  for  this  reaction. 
This  previous  work  selected  the  substrates  that  were  used  primarily  due  to  their  ease  of 
detection.  The  two  Henry  reactions  previously  tested  both  extended  a  conjugation  system 
upon  cleavage  and,  thus,  lended  themselves  to  easy  UV/Vis  detection.  It’s  common  in 
enzyme  engineering  studies  to  use  substrates  of  convenience  as  model  reactions  to  test 
and  demonstrate  principles  and  techniques  [277–279] .  However,  it’s  not  always  clear  that 
these  approaches  or  resultant  enzymes  are  translatable  to  more  useful  reactions. 
One  important  process  that  potentially  could  be  improved  by  an  enzyme  catalyzed 
nitroaldol  reaction  is  the  synthesis  of  propranolol.  Propranolol  is  a  popular  β  blocker,  and 
is  used  to  treat  a  number  of  different  conditions.  Propranolol  is  listed  as  one  of  the  most 
essential  medications  by  the  WHO  [280] .  Propranolol  is  manufactured  commercially  as  a 
racemic  mix  from  naphthol,  epichlorohydrin,  and  isopropylamine  [281] .  Despite  being 
sold  as  a  racemate,  effectively,  only  the  ( S )  enantiomer  is  therapeutic  [282] ,  while  the  ( R ) 
enantiomer  uniquely  causes  unwanted  effects  [283,284] .  Therapeutically  speaking,  half 
of  the  material  sold  in  R / S ­propranolol  is  waste.  All  of  the  mass  of  starting  material  that 
ends  up  as  the  byproduct  ( R )­propranolol  is  wasted  material.  This  reduces  the  carbon 
efficiency  of  the  process  [285] .  The  ability  to  efficiently  synthesize  optically  pure 
( S )­propranolol  would  simultaneously  decrease  the  potential  side  effects  from  a  given 
therapeutic  dose,  as  well  increasing  the  carbon  efficiency  by  effectively  creating  twice  as 
much  product  from  the  same  amount  of  starting  material. 
Enzymatic  synthesis  of  propranolol  via  a  nitroaldol  reaction  could  offer  a  more  efficient 
optically  pure  route  of  production.  There  have  been  a  other  proposals  for  asymmetric 
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synthesis  of  propranolol,  but  these  also  have  drawbacks.  One  proposed  route  for 
enzymatic  based  synthesis  of  optically  pure  ( S )­propranolol  used  a  kinetic  resolution  with 
lipases  [286] .  While  this  does  produce  an  optically  pure  final  product,  it  does  not  improve 
the  carbon  efficiency  over  the  synthesis  of  the  racemate.  An  enantioselective  chemical 
synthesis  used  a  complex  organometallic  catalyst  (La­Li­BINOL  complex  [273] ).  In 
addition  to  a  complex  catalyst  and  organic  solvents,  this  reaction  also  required  extremely 
cold  (­50  °C)  incubation  for  an  extend  time  (2.5  days)  to  achieve  an  enantiomeric  excess 
of  92%.  It  would  improve  this  reaction  scheme  to  replace  the  rare­earth  organometallic 
catalyst  with  an  efficient  nitroaldolase  enzyme,  that  could  work  in  more  mild  conditions. 
A  scheme  for  the  asymmetric  synthesis  of  propranolol  using  a  promiscuous  or  engineered 
HNL  for  a  key  nitroaldol  reaction  can  be  seen  in  Figure  4.1 .  The  first  steps  in  the 
pathway,  producing  the  aldehyde  were  adapted  from  Daumas  and  colleagues  [287] .  To 
test  this  reaction,  both  engineered  and  wild  type  Hb HNL  and  HNL1  were  used. 
 
Figure  4.1  Synthesis  scheme  for  ( S )­propranolol  ( 23 ).  Beginning  with  1­naphthol  ( 19 ) 
and  using  an  enantioselective  promiscuous  HNL  to  for  the  chiral  center. 
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4.3  Experimental  methods 
4.3.1  General  methods 
Chemicals  were  bought  from  commercial  suppliers  and  used  directly  without  further 
purification  unless  otherwise  indicated.  Protein  concentrations  were  determined  from  the 
absorbance  at  280  nm  using  extinction  coefficients  obtained  from  the  ExPASy 
Bioinformatics  Resource  Portal  [153] .  Protein  gels  were  run  on  sodium  dodecyl  sulfate 
polyacrylamide  gradient  gels  (NuPage  4−12%  Bis­Tris  gel  from  Invitrogen)  using  the 
BenchMark  protein  ladder  (5  μL/lane)  as  a  standard.  Microtiter  plate  assays  were 
performed  in  triplicate  and  the  mean  of  the  measurements  is  reported.  NiNTA  resin  was 
regenerated  according  to  Qiagen  protocol.  1 H  NMR  spectra  were  run  at  400  MHz  in 
deuteriochloroform.  Lysogeny  broth  (LB)  and  terrific  broth  (TB)  were  prepared 
according  to  Sambrook  et  al  [154] .  
4.3.2  Substrate  synthesis 
(1­Naphthyloxy)acetaldehyde  ( 21)  was  synthesized  from  1­naphthol  ( 19 )  via 
3­(napthalen­2­yloxy)propane­1,2­diol  ( 20) ,  which  was  subsequently  oxidized  to  the 
aldehyde  [287] .  We  refluxed  1­naphthol  ( 19 )  and  chloropropandiol  in  acetonitrile  in  the 
presence  of  potassium  carbonate  for  1  hour  to  give  20 .  Diol  20  intermediate  was  purified 
by  silica  gel  column  with  15%  ethyl  acetate  in  hexanes.  This  was  dried  by  rotovap. 
Aldehyde  21  was  synthesized  by  reacting  1  g  of  diol  20  with  4.9  g  (5  molar  equivalents) 
of  sodium  periodate.  Diol  was  dissolved  in  300  mL  chloroform  in  a  1  L  round  bottom 
flask.  Silica  gel  was  added  (50  mL)  then  100  g/L  sodium  periodate  solution  (in  water) 
was  added  dropwise.  Reaction  was  stirred  for  75  minutes  at  ambient  temperature.  Liquid 
was  decanted,  dried  with  potassium  carbonate,  and  chloroform  was  evaporated  leaving  a 
yellow  to  brownish  colored  solid.  TLC  showed  high  purity. 
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4.3.3  Synthesis  of  product  standard 
Product  standard  of  22  was  synthesized  from  aldehyde  21 .  Aldehyde  21  (1.28  g)  was 
dissolved  in  10  mL  ethanol,  5  equivalents  of  nitromethane  (1.83  mL)  were  added  and  the 
reaction  was  cooled  to  4°  C.  Triethylamine  (0.5  equivalent,  0.35  mL)  was  then  added  as  a 
catalyst.  The  product  formation  was  monitored  and  confirmed  using  TLC  plate.  The 
product  formation  was  monitored  and  confirmed  using  Thin  layer  chromatography.  After 
6  hours,  pH  of  the  reaction  was  adjusted  to  7  using  (10  %)  of  hydrochloric  acid  before 
extracting  the  final  product  using  dichlormethane  (3  ×15  ml).   The  combined  organic 
layers  were  dried  over  Na 2 SO 4   and  concentrated  to  give  a  yellowish  brown  solid. 
Purified  1­(napthalen­2yloxy)­3­  nitropropan­2­ol  ( 22 )  was  obtained  as  a  yellow  solid 
(Yield  ­  0.66  g)  after  being  purified  by  column  chromatography  using  hexane:ethyl 
acetate  (60:40)   as  eluent.  1 H  NMR  spectra  were  run  at  400  MHz  in  deuteriochloroform. 
1 H  NMR  (400  MHz,  CDCl3):   3.0  (s,  1H),  4.20  (m,2H),  4.70  (m,2H),  4.80  (m,  lH),  6.79 
(d,  J =  7.6   Hz,  1H),  7.35  (t,  J =  7.6  Hz,  1H),   7.4  (m,  3H),  7.80  (m,  lH),  8.10  (m,  1H). 
4.3.4  Protein  expression  and  purification 
E.  coli  BL21  (DE3)  containing  pET21a(+)­SABP2  or  the  corresponding  mutated  plasmid 
were  grown  in  modified  TB  media  at  37  °C  until  the  OD 600   reached  1.4­1.6,  and  then 
cooled  to  17  °C.  This  broth  contained:  12  g/L  tryptone,  24  g/L  Bacto™  yeast  extract, 
9.86  g/L  glucose  (in  place  of  the  standard  glycerol),  with  added  2.3  g/L  KH 2 PO 4   and  12.5 
g/L  K 2 HPO 4 ,  containing  100  µg/mL  ampicillin.  Protein  expression  was  induced  by 
adding  IPTG  to  a  final  concentration  of  1  mM,  the  culture  was  shaken  at  17  °C  for  24  h 
and  the  cells  were  harvested  by  centrifugation  at  5000×g  for  15  min  at  4  °C.  Supernatants 
were  discarded  and  cells  were  resuspended  in  buffer  A  (50  mM  sodium  phosphate  buffer, 
300  mM  NaCl,  20  mM  imidazole,  pH  8.2).  The  cells  were  lysed  at  4  °C  in  an  ice­water 
bath  by  ultrasound  (Sonifier,  output  magnitude  40%,  duty  time  3  s,  interval  time  6  s,  8 
min).  The  cell  extract  was  centrifuged  at  12,000×g  at  4  °C  for  30  min  and  the  supernatant 
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used  for  protein  purification.  The  recombinant  proteins  contained  a  C­terminal 
hexahistidine  tags  and  were  purified  from  the  cell  lysate  by  Ni­affinity  chromatography 
(Ni­NTA,  Qiagen)  according  to  the  manufacturer's  instructions.  Proteins  were  eluted  in 
elution  buffer  (50  mM  sodium  phosphate,  300  mM  NaCl,  125  mM  imidazole,  pH  8.2), 
then  the  buffer  was  exchanged  to  BES  (N,N­bis(2­hydroxyethyl)­2­  aminoethanesulfonic 
acid,  5  mM,  pH  7.2)  using  10,000  MWCO  Amicon  Ultra  spin  concentrators  (Millipore, 
Billerica,  MA,  USA). 
4.3.5  Enzyme  reaction 
Enzymatic  nitrolaldol  reactions  were  carried  out  in  50/50  tert­butyl  methyl  ether 
(t­BME)/water.  Reactions  contained  100­170  μM  enzyme,  25  mM  sodium  phosphate,  pH 
7.2,  5  mM  aldehyde  21 ,  (5  mM  Phenol  as  an  internal  standard  for  HPLC  analysis),  and 
100  mM  nitromethane.  Total  volume  was  1  mL  and  was  shaken  at  ambient  temperature 
for  5  days. 
Reaction  was  quenched  by  removing  organic  layer  from  enzyme  containing  aqueous 
layer.  To  recover  all  product,  aqueous  layer  was  washed  with  additional  700  μL  of  t­BME 
that  was  combined  with  other  organic  layer.  This  was  dried  under  airflow,  and  brought  up 
in  300  μL  acetonitrile,  filtered  (0.45  μm)  and  injected  on  HPLC,  C­18  and  chiral  OJ­R 
column. 
4.3.6  Reverse  phase  HPLC 
20  μl  of  product  was  injected  onto  Eclipse  Plus  C18  column,  mobile  phase  was  30% 
acetonitrile  in  water  for  0­2  min  followed  by  a  gradient  to  80%  acetonitrile  over  2­22 
min,  then  gradient  to  95%  acetonitrile  to  wash  the  column  over  22­23  min,  held  at  95% 
acetonitrile  23­25  min.  Monitored  at  280  nm.  Reaction  rate  was  calculated  by  comparing 
peak  areas  of  substrate  and  product  and  accounting  for  spontaneous  reaction. 
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4.3.7  Chiral  HPLC 
Enantioselectivity  was  determined  by  separating  20  μl  of  product  solution  on  an  OJ­R 
column.  Mobile  phase  was  40%  acetonitrile  in  water  from  0­2  min;  followed  by  a 
gradient  to  50%  acetonitrile  2­22  min;  and  a  gradient  to  95%  acetonitrile  to  wash  the 
column  22­30  min,  then  held  at  95%  acetonitrile  for  30­33  min.  (It  was  later  realized  that 
isocratic  50/50  method  gave  even  better  separation  in  a  shorter  time,  but  was  not  used  in 
the  experiments  shown  here).  Enzymatic  enantiomeric  excess  (ee)  was  calculated  using 
peak  areas  after  correction  for  spontaneous  reaction  using  the  equation  ee  =  100  * 
|A­B|/|A+B|. 
4.4  Results  and  discussion 
All  four  of  the  enzymes  tested  have  activity,  but  the  best  by  far  was  the  engineered 
HNL1,  Table  4.1  &  Figure  4.2 .  HNL1,  stabilized  Hb HNL­H103V,  and  the  engineered 
Hb HNL­H103V­H14G  had  less  than  double  the  uncatalyzed  amount  of  product  (31­34% 
yield  vs.  17%  uncatalyzed).  However  the  engineered  HNL1­F178V,  gave  a  70% 
conversion,  compared  to  only  17%  in  the  uncatalyzed  reaction.  This  corresponds  to  a 
total  turnover  of  over  20,  and  rate  of  0.2  /h. 
Table  4.1  Enzyme  conversions  and  enantioselectivity      
  21 area 
22 
area 
Total  % 
conversion 
% 
enzymatic 
conversion 
TTN  Rate (/h) 
Enantio­ 
mer  “A” 
area 
Enantio­ 
mer  “B” 
area 
ee%  Preferred Enantiomer 
No  Enzyme  29315  6087  17%  0%      3150  3574     
Hb HNL­ 
H103V  17826  9036  34%  16%  5.4  0.05  5122  4051  61%  “A” 
HNL1  13951  6460  32%  14%  4.3  0.04  3200  3733  52%  “B” 
Hb HNL­ 
H103V­H14G  19383  8806  31%  14%  4.8  0.04  5305  4026  65%  “A” 
HNL1­  F178V  6070  13874  70%  52%  22.8  0.19  10106  4055  87%  “A” 
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Figure 4.2 C­18 HPLC trace at 280 nm of enzyme synthesized nitroaldol product ( 22 ).                           
Substrate aldehyde 21 elutes with a bimodal peak (13.8 and 17.3 min) due to the                             
spontaneous interconversion in water of the aldehyde and the corresponding geminal                     
diol.  Product  22  elutes  at  19.1  min. 
This  continues  the  finding  that  HNL1  is  a  versatile  enzyme.  It  has  low  level  activity  for 
numerous  reactions,  and  a  bit  of  engineering  can  improve  this  activity.  A  single  round  of 
epPCR  was  able  to  identify  a  mutation  that  dramatically  enhanced  its  ability  to  not  only 
catalyze  the  compound  it  was  screened  against  (1­(6­methoxynaphthalen­2­yl)­2­ 
nitroethan­1­ol),  but  also  to  carry  out  the  same  reaction  chemistry  on  related  compounds 
with  real­world  uses. 
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This  mutant  was  a  huge  improvement  over  wild  type  HNL1  for  the  reaction  it  was 
initially  screened  against.  With  a  k cat /K M   of  1.0  sec ­1   mM ­1 ,  this  mutant  was  82  times 
faster  with  the  substrate  it  was  selected  against  than  wild  type  HNL1  [274] .  The  gains  on 
this  new  reaction  converting  21  to  22  were  smaller,  but  still  significant.  The  engineered 
HNL1  was  4  times  faster  than  either  wild  type  HNL1  or  Hb HNL  variants.  This  suggests 
that  further  engineering  of  HNL1  for  this  specific  reaction  could  further  increase  its  rate. 
All  the  enzymes  show  enantioselectivity  for  the  reaction  tested,  Table  4.1  and  Figure  4.3 . 
The  two  enantiomers  of  22  could  be  differentiated  by  chiral  HPLC,  but  the  absolute 
configuration  could  not  be  assigned.  Both  Hb HNL  variants  as  well  as  the  most  active 
variant,  HNL1­F178V,  were  selective  for  one  enantiomer  (designated  “A”).  Interestingly, 
HNL1  preferred  the  other  enantiomer  with  an  ee  of  52%.  HNL1­F178V  was  not  only  the 
fastest  enzyme,  but  it  also  showed  the  highest  enantioselectivity  with  an  enantiomeric 
excess  of  87%.  This  reversal  of  enantioselectivity  between  HNL1  to  HNL1­F178V  is  is 
pleasantly  surprising.  Since  the  absolute  conformation  of  22  was  not  assigned,  having 
enzymes  that  preferentially  catalyze  both  reactions  is  useful.  If  the  desired  enantiomer  ( S ) 
is  A,  then  HNL1­F178V  could  be  further  optimized,  however  if  B  is  the  ( S )  enantiomer, 
HNL1  could  provide  a  better  enzyme. 
The  demonstration  of  this  enzymatic  nitroaldol  reaction  is  an  important  proof  of  concept. 
While  the  rates  detected  are  much  lower  than  would  be  needed  to  commercially 
synthesize  propranolol,  demonstrating  this  reaction  shows  that  the  ancestral  HNL1  or  its 
engineered  mutant  HNL1­F178V  would  be  a  good  starting  point  for  further  engineering. 
Often  the  most  difficult  step  in  getting  enzymes  to  catalyze  a  novel  reaction  is 
discovering  the  first  detectable  activity.  We  now  have  that  for  this  reaction,  and  thus  have 
the  ability  to  screen  additional  mutants  that  could  have  significant  improvements  in 
reaction  rates. 
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 Figure 4.3 Chiral OJ­R HPLC trace at 280 nm of enzyme synthesized nitroaldol                         
product ( 22 ). Substrate aldehyde 21 elutes with a broad peak from 5­15 min. Product                           
enantiomers elute at 25 and 26 minutes. First peak dubbed “A”, second “B”. Absolute                           
configuration  could  not  be  determined. 
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Section  II:  Overcoming  enantioselectivity   
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Chapter  5:  Identical  active  sites  in 
hydroxynitrile  lyases  show  opposite 
enantioselectivity  and  reveal  possible 
ancestral  mechanism 
The  following  chapter  is  a  reprint  of  Jones  BJ,  Bata  Z,  Kazlauskas  RJ.  Identical 
active  sites  in  hydroxynitrile  lyases  show  opposite  enantioselectivity  and  reveal 
possible  ancestral  mechanism.  ACS  Catalysis.  2017;7:  4221–4229. 
Paper  hyperlink:  http://pubs.acs.org/doi/abs/10.1021/acscatal.7b01108 
5.1  Summary 
Evolutionarily  related  hydroxynitrile  lyases  from  rubber  tree  (HbHNL)  and  from 
Arabidopsis  thaliana  (AtHNL)  follow  different  catalytic  mechanisms  with  opposite 
enantioselectivity  toward  mandelonitrile.  We  hypothesized  that  the  HbHNL­like 
mechanism  evolved  from  an  enzyme  with  an  AtHNL­like  mechanism.  We  created 
ancestor­like  composite  active­sites  in  each  scaffold  to  elucidate  how  this  transition  may 
have  occurred.  Surprisingly,  a  composite  active  site  in  HbHNL  maintained  (S)­selectivity, 
while  the  identical  set  of  active  site  residues  in  AtHNL  maintained  (R)­selectivity. 
Composite  active­site  mutants  that  are  (S)­selective  without  the  Lys236  and  Thr11  that 
are  required  for  the  classical  (S)­HNL  mechanism  suggests  a  new  mechanism.  Modeling 
suggested  a  possibility  for  this  new  mechanism  that  does  not  exist  in  modern  enzymes. 
Thus,  the  last  common  ancestor  of  HbHNL  and  AtHNL  may  have  used  an  extinct 
mechanism,  not  the  AtHNL­like  mechanism.  Multiple  mechanisms  are  possible  with  the 
same  catalytic  residues  and  residues  outside  the  active  site  strongly  influence  mechanism 
and  enantioselectivity.  
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5.2  Introduction 
Hydroxynitrile  lyases  (HNLs)  are  defense  enzymes  that  catalyze  the  elimination  of 
hydrogen  cyanide  from  cyanohydrins.  The  released  hydrogen  cyanide  kills  or  deters  the 
predators.  Typical  cyanohydrin  substrates  are  acetone  cyanohydrin  or  mandelonitrile 
derived  from  valine  or  phenylalanine,  respectively.  For  synthetic  applications,  chemists 
carry  out  the  reverse  reaction,  an  enantioselective  addition  of  hydrogen  cyanide  to 
carbonyl  compounds,  Figure  5.1 .  HNLs  occur  mainly  in  plants,  but  bacteria  and 
arthropods  also  contain  HNLs  [288,289] .  HNLs  have  independently  evolved  in  five 
different  protein  folds  [56,77,290–292] ,  and  even  multiple  times  within  the  α/β­hydrolase 
fold,  suggesting  that  catalyzing  cyanohydrin  cleavage  is  relatively  easy. 
 
Figure 5.1  Hydroxynitrile lyase reaction of benzaldehyde with hydrogen cyanide to form                       
chiral mandelonitrile. At HNL forms almost exclusively the ( R ) enantiomer, while                   
Hb HNL  forms  almost  exclusively  the  ( S )  enantiomer. 
 
HNLs  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily  evolved  at  least  twice  and  use  at  least  three 
different  mechanisms  to  catalyze  hydroxynitrile  lyase  cleavage.  These  elimination 
mechanisms  differ  in  the  identity  and  location  of  the  cyanide­stabilizing  residue.  First, 
and  most  firmly  established,  is  the  mechanism  for  HNL  from  rubber  tree  ( Hevea 
brasiliensis ),  Hb HNL,  which  evolved  from  esterases  in  this  family  [293] .  A  combination 
of  x­ray  structure  analysis,  mutagenesis  and  kinetics  [69,294]  revealed  that,  although  the 
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active  site  contains  an  esterase­like  catalytic  triad  of  Ser­His­Asp,  the  role  of  the  serine 
differs.  In  esterases,  the  catalytic  serine  is  a  nucleophile,  but  in  Hb HNL,  it  transfers 
protons  between  the  substrate  and  catalytic  histidine,  Figure  5.2A .  The  positive  charge  of 
Nε  of  Lys  236  stabilizes  the  negative  charge  on  the  leaving  cyanide.  We  will  refer  to  this 
Hb HNL  mechanism  as  the  Lys  mechanism.  Hb HNL  catalyzes  efficient  cleavage  of  both 
its  natural  substrate  acetone  cyanohydrin  and  of  aromatic  cyanohydrins  like 
mandelonitrile,  where  it  favors  the  ( S )­enantiomer. 
 
 
Figure 5.2  Different catalytically competent orientations of mandelonitrile stabilize the                   
leaving cyanide group differently and favor different enantiomers.  A ) In the classical                       
mechanism for Hb HNL, the ε­ammonium group of Lys236 stabilizes the leaving                     
cyanide. This enzyme favors the (S) ­enantiomer.  B ) In the mechanism for  At HNL, two                         
main chain N–H's from the oxyanion hole stabilize the leaving cyanide. This enzyme                         
favors the ( R )­enantiomer. This enzyme cannot use the classical mechanism because it                       
lacks Lys236.  C ) In the mechanism proposed here for the  (S) ­enantioselective composite                       
active site enzymes, derived from Hb HNL, discussed in this paper, the δ­amide N–H of                           
Asn11 stabilizes the cyanide leaving group. The other two mechanisms are not possible                         
because Lys236 is missing and because distant residues cause Phe81 to block the                         
oxyanion  hole  region. 
 
HNL  from  Arabidopsis  thaliana  ( At HNL)  also  evolved  from  esterases,  but  its  mechanism 
differs  from  the  Lys  mechanism.  Instead  of  Thr11  and  Lys236,  which  are  essential  for  the 
Lys  mechanism,  At HNL  contains  Asn11  and  Met236.  Met236  also  occurs  in  esterases, 
but   Asn11  does  not.  Docking  [295]  and  QM/MM  [296]  studies  suggest  the  catalytic 
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histidine  serves  as  the  base  as  in  Hb HNL,  but  the  oxyanion  hole  is  the  cyanide  stabilizing 
group,  Figure  5.2B .  Two  main  chain  N–H  groups  donate  hydrogen  bonds  to  the  cyanide. 
One  consequence  of  this  different  mechanism  is  At HNL’s  unusual  catalytic  promiscuity, 
weakly  catalyzing  ester  hydrolysis  in  addition  to  efficient  hydroxynitrile  lyase  cleavage. 
Another  consequence  is  At HNL’s  opposite  enantioselectivity.  Hb HNL  and  other  enzymes 
following  the  Lys  mechanism  favor  the  ( S )­enantiomer  of  mandelonitrile,  while  At HNL 
favors  the  ( R )­enantiomer. 
The  At HNL  gene  is  transcribed  upon  leaf  damage  or  senescence  [297] ,  so  the  likely  role 
of  At HNL  is  plant  defense,  but  its  exact  role  is  unknown.  Since  its  amino  acid  sequence 
resembles  esterases,  it  was  initially  annotated  as  a  methyl  esterase  EST5  or  MES5. 
Subsequent  experiments  detected  no  hydrolysis  of  plant  signaling  esters  such  as  methyl 
indole­3­acetate  and  methyl  jasmonate  [298–300] ,  but  low  esterase  activity  (<2  min ­1 ) 
with  unnatural  substrates  like  naphthyl  acetate  and  methyl  pentanoate  [293,301] .  At HNL 
is  a  good  hydroxynitrile  lyase  with  aromatic  substrates  like  mandelonitrile 
[193,293,301–303] ,  but  does  not  react  with  small  cyanohydrins.  Arabidopsis  thaliana 
does  not  produce  mandelonitrile  or  acetone  cyanohydrin  [304] ,  but  does  produce  indole 
cyanohydrin  [305] .  At HNL’s  role  may  be  to  release  hydrogen  cyanide  by  lysis  of  indole 
cyanohydrin  or  by  hydrolysis  of  subsequent  metabolites  like  carbonyl  nitriles.  At HNL 
might  also  play  a  role  in  the  glucosinolate­myrosinase  system,  a  homologous  plant 
defense  pathway  [306–308] . 
The  third  mechanism  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily  evolved  from 
carboxypeptidases  and  occurs  in  HNL  from  Sorghum  bicolor ,  Sb HNL  (mechanism  not 
shown  on  Figure  5.2 )  [77] .  The  amino  acid  sequence  of  this  HNL  is  most  closely  related 
to  serine  carboxypeptidases  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily,  so  this  HNL  likely 
evolved  independently  of  Hb HNL  and  At HNL.  In  Sb HNL  the  catalytic  triad  serine  is  too 
far  from  the  substrate  to  serve  as  a  base,  so  the  proposed  base  is  the  carboxylate  of  the 
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C­terminal  tryptophan  residue.  The  functional  groups  that  stabilize  the  cyanide  ion  have 
not  been  identified.  This  Sb HNL  mechanism  will  not  be  further  considered  in  this  paper. 
Divergent  evolution  of  new  enzymes  involves  catalytically  promiscuous  intermediates 
that  catalyze  both  the  old  and  new  catalytic  activities  [32] .  Subsequent  optimization  of 
separate  genes  encoding  these  intermediates  yields  specialist  enzymes  for  each  catalytic 
activity.  The  puzzle  regarding  the  evolution  of  HNLs  from  esterases  is  that  the  esterase 
and  modern  lysine  catalyzed  HNL  mechanisms  are  incompatible.  Modern  esterases  do 
not  show  promiscuous  lyase  activity  and  modern  hydroxynitrile  lyases  do  not  show 
promiscuous  esterase  activity.  Site­directed  mutagenesis  to  exchange  key  active  site 
residues  yielded  intermediates  with  low  catalytic  activity  [212,309] .  Two  molecular 
reasons  for  the  incompatibility  are  that  esterases  require  access  to  the  oxyanion  hole  and  a 
uncharged  alcohol  binding  site,  while  HNLs  block  the  oxyanion  hole  and  a  key  Lys 
converts  the  uncharged  alcohol  binding  site  into  a  charged  cyanide  binding  site.  While 
both  enzymes  contain  a  Ser­His­Asp  catalytic  triad,  these  HNLs  also  contain  the  key 
residues  Thr11  and  Lys236. 
Ancestral  enzyme  reconstruction  identified  last  common  ancestors  of  lysine  and  oxyanion 
hole  HNLs  and  closely  related  plant  esterases.  Several  of  these  ancestors  were 
catalytically  promiscuous  [293,301] .  HNL1  catalyzed  mainly  hydroxynitrile  lyase 
cleavage,  but  also  showed  low  remaining  esterase  activity.  The  active  site  of  HNL1  is 
similar  to  modern  HNLs’  with  Thr11  Lys236  key  residues.  More  interesting,  the  older 
ancestor  EST3ml  showed  both  esterase  and  HNL  activity  while  replacing  Thr11  and 
Lys236  by  Asn11  and  Met236  suggesting  a  different  mechanism  for  HNL  cleavage  in  this 
ancestral  enzyme.  EST3ml  was  58%  identical  to  Hb HNL  and  78%  identical  to  At HNL, 
including  active  site  residues  like  Met236  and  Asn11.  Like  At HNL,  this  ancestor  was  also 
( R )  selective,  but  only  weakly  (E  =  6.7).  The  goal  of  this  paper  is  identify  the  EST3ml 
mechanism  for  HNL  cleavage. 
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We  hypothesized  that  the  ancestral  enzyme  EST3ml  followed  an  oxyanion  mechanism 
like  At HNL  and  subsequent  optimization  switched  the  mechanism  to  the  Lys  mechanism. 
To  understand  the  differences  between  the  two  types  of  HNL  mechanisms  in  Hb HNL  and 
At HNL,  we  attempted  to  exchange  their  catalytic  abilities  by  exchanging  active  site 
residues.  The  choice  of  residues  to  exchange  was  guided  by  similarities  to  ancestral 
enzyme  EST3ml.  In  this  paper,  we  describe  exchanges  between  active  site  residues  of 
At HNL  and  Hb HNL.  Surprisingly,  we  discover  a  possible  fourth  mechanism  for  HNL 
activity  in  the  α/β­hydrolase  fold  superfamily,  which  we  call  the  Asn  mechanism,  Figure 
5.2C .  
5.3  Materials  and  methods 
5.3.1  General 
Amino  acid  numbering  is  based  upon  the  Hb HNL  sequence.  At HNL  contains  an 
additional  residue  within  the  first  five  amino  acid  residues  (not  clear  which  one  is  the 
insertion),  so  the  At HNL  numbering  is  the  Hb HNL  numbering  reported  here  plus  one.  
5.3.2  Structure  comparison 
Mutations  focused  on  the  active  site  residues  that  differ  between  At HNL  and  Hb HNL. 
The  active  site  residues  were  defined  as  those  with  a  heavy  atom  within  6  Å  of  the  heavy 
atoms  of  the  substrate  in  either  protein.  Structures  used  were  Hb HNL  PDB:  1YB6,  which 
contained  the  ( S )­mandelonitrile  substrate  and  At HNL  PDB:  3DQZ  chain  A,  which  did 
not  contain  a  substrate.  The  two  proteins  were  superimposed  in  PyMOL  [310] .  To 
identify  the  active  site  residues  for  At HNL,  the  mandelonitrile  position  was  assumed  to  be 
identical  to  that  observed  in  Hb HNL.  Table  5.S1  lists  the  distances  to  the  closest  45 
residues;  22  of  which  lie  within  6  Å  of  the  substrate  binding  site  and  are  the  focus  of  this 
paper. 
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5.3.3  Hydroxynitrile  lyase  activity 
5.3.3.1  Mandelonitrile  cleavage 
The  cleavage  of  racemic  mandelonitrile  (9  mM)  in  sodium  citrate  buffer  (54  mM,  pH  5.1 
also  containing  250  μM  BES  buffer)  was  measured  in  96­well  microplates  (200  μL  total 
volume  per  well;  path  length  0.6  cm)  containing  enzyme  (20­300  pmol  enzyme/well). 
The  formation  of  benzaldehyde  was  detected  over  five  minutes  by  an  increase  in 
absorbance  at  280  nm  measured  with  a  SpectraMax  Plus  384  plate  reader  (Molecular 
Devices).  The  increases  were  corrected  for  the  spontaneous  cleavage  observed  in 
no­enzyme  control  wells,  and  converted  to  turnovers  per  minute  using  the  ε 280   value  of 
1352/M  cm  for  benzaldehyde. 
5.3.3.2  Acetone  cyanohydrin  cleavage 
The  release  of  cyanide  from  acetone  cyanohydrin  was  measured  in  triplicate  using  a 
modified  König  reaction  [172,311,312]  in  microtiter  plates.  The  reactions  contained 
acetone  cyanohydrin  (5  mM)  in  sodium  citrate  buffer  (50  mM,  pH  5.1)  and  enzyme 
(3­700  nM).  After  5  minutes  at  ambient  temperature,  the  reactions  were  quenched  by  the 
addition  of  N­chlorosuccinimide  (2  mM,  62.5  µL  also  containing  a  10­fold  w/w  excess  of 
succinimide)  to  oxidize  the  released  cyanide  to  a  cationic  species.  After  2  min,  barbituric 
acid  (230  mM  in  30%  pyridine,  12.5  µL)  was  added.  The  reaction  of  the  cationic  species 
with  barbituric  acid  was  monitored  for  5  min  by  following  the  increase  in  absorbance  at 
600  nm.  The  slope  of  the  absorbance  increase  was  compared  to  a  standard  curve  prepared 
using  a  cyanide  standard  (Merck  #1.19533.0500). 
5.3.4  Enantioselectivity 
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The  preferred  enantiomer  was  determined  by  comparing  the  rates  of  cleavage  of 
( R )­mandelonitrile  (4.5  mM)  and  racemic  mandelonitrile  (9  mM)  using  the  assay 
described  above.  Enantiopure  ( S )­mandelonitrile  is  not  commercially  available. 
( S )­Selective  enzymes  showed  much  higher  activity  with  racemic  mandelonitrile  than 
with  ( R )­mandelonitrile.  ( R )­Selective  enzymes  might  show  similar  activity  with  both 
racemic  and  ( R )­mandelonitrile  if  the  ( S )­mandelonitrile  in  the  racemate  had  no  effect.  In 
practice,  ( R )­selective  enzymes  showed  higher  activity  with  ( R )­mandelonitrile  than  with 
racemic  mandelonitrile,  suggesting  that  ( S )­mandelonitrile  in  the  racemate  inhibited  the 
activity. 
The  enantioselectivity  of  the  HNLs  toward  mandelonitrile  were  measured  by  the  enzyme 
catalyzed  synthesis  of  mandelonitrile  from  benzaldehyde  and  excess  hydrogen  cyanide. 
The  reaction  (1  mL  total  volume)  contained  benzaldehyde  (500  µL  of  a  40  mM  stock 
solution  in  tert­butyl  methyl  ether  also  containing  50  mM  phenol  as  an  internal  standard) 
and  HCN  (400  µL  of  a  ~250  mM  stock  solution  in  tert­butyl  methyl  ether).  An  aqueous 
solution  of  enzyme  (100  µL  containing  1­100  nmol  of  enzyme  in  sodium  citrate  buffer, 
50  mM,  pH  5.0,  and  a  small  amount  of  4.5  mM  BES  buffer  from  the  enzyme  storage 
buffer)  was  added  and  the  two­phase  mixture  was  shaken  at  700  rpm  for  1  h  at  15  °C. 
Caution!  HCN  is  toxic  and  requires  careful  handling  (see  [235] ).  Isopropanol  (1  mL)  was 
added  to  the  reaction  mixture  to  yield  a  single  liquid  phase.  The  solution  was  filtered 
through  a  syringe  filter  (0.45  µm  pores)  to  remove  precipitated  protein.  The  filtrate  was 
analyzed  by  HPLC  on  a  Chiralcel  OD­H  column  (Diacel)  eluted  with  hexane:isopropanol 
(97:3)  at  flow  rate  of  1.0  mL/min  and  monitored  at  210  nm.  The  S  and  R  enantiomers 
elute  at  25  and  27  min,  respectively.  Absolute  configuration  of  mandelonitrile  was 
established  by  comparison  with  a  commercial  sample  of  ( R )­mandelonitrile  (Alfa  Aesar, 
Ward  Hill,  MA).  Peak  areas  were  normalized  using  the  phenol  internal  standard  peak, 
which  eluted  at  15  min  and  were  corrected  for  spontaneous  reaction  using  a  control 
sample  without  enzyme.  The  enantioselectivity,  E,  was  given  by  E  =  P/N,  where  “P”  is 
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corrected  amount  of  the  preferred  enantiomer  produced  and  “N”  is  the  corrected  amount 
of  the  non­preferred  enantiomer  produced. 
5.3.5  Molecular  dynamics  simulations 
The  flexible  behavior  of  At HNL  wild  type,  Hb HNL  wild  type,  A9­H7  and  A10­H6 
composite  active  sites  of  both  scaffolds  was  simulated  by  molecular  dynamics  using  the 
Desmond  [313]  engine,  in  apo  form  and  with  ( R )  and  ( S )­mandelonitrile  bound  in  the 
active  site.  All  proteins  were  simulated  as  their  physiologically  relevant  dimers.  The 
protein  was  solvated  in  TIP3P  water  molecules  in  an  orthorhombic  box  with  10  Å  of 
solvent  in  each  direction  beyond  the  protein.  The  system  was  neutralized  using  Na + 
atoms,  and  ions  corresponding  to  0.05  M  NaCl  were  added,  to  model  the  experimental 
condition.  Using  a  combined  steepest  descent  and  conjugate  gradient,  the  geometry  of  the 
systems  was  optimized  until  the  energy  changed  by  <1.0  kcal/mol·Å.  None  of  the  models 
showed  significant  movement  at  this  step.  The  models  were  gradually  heated  to  the 
simulation  temperature  (303  °K),  and  equilibrated  before  the  molecular  dynamics 
simulations  using  the  default  five  step  relaxation  procedure  in  Multisim.  Following  the 
equilibration  three  repeats  of  10  ns  unrestrained  molecular  dynamics  simulations  were 
carried  out,  with  different  random  starting  velocities,  in  NPT  conditions,  using  default 
settings  in  Maestro.  Energy  conservation,  constant  temperature  and  constant  pressure  of 
the  simulations  was  checked  with  the  Simulation  Quality  Analysis  module  in 
Schrodinger.  The  simulations  were  stable  and  convergent  because  the  RMSD  of  the 
protein  structure  returned  to  a  value  close  to  that  of  the  starting  conformation.  
Ligand  positions  during  the  molecular  dynamics  simulation  were  analysed  by  assigning 
each  frame  to  one  of  four  binding  modes:  Lys  binding,  Oxyanion  binding,  Asn  binding 
and  non  catalytically  active  binding.  The  assignment  was  based  on  the  hydrogen  bonding 
of  the  hydroxyl  group  and  on  the  interaction  of  the  cyano  group.  Data  for  the  assignment 
was  obtained  by  measuring  atomic  distances,  angles  and  dihedral  angles  between  atoms 
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in  the  protein  and  the  ligand  the  Simulation  Event  Analysis  engine  in  Maestro.  Table 
5.S3  contains  the  complete  list  of  the  measured  properties. 
Residue  positions  characterize  the  shape  of  the  active  sites.  The  distances  between  the 
centers  of  mass  of  residues  listed  in  Table  5.S1  and  Ser80  were  measured  in  each  frame 
for  all  trajectories  with  a  custom  tcl  script  in  vmd  [314] .  Ser80  occupies  a  central  position 
in  the  active  site,  and  a  hydrogen  bond  to  His235  minimized  movement  of  the  Ser80  side 
chain.  The  distance  between  the  centers  of  mass  of  mandelonitrile  and  Ser80  were  also 
measured  in  each  frame.  All  data  analyses  were  performed  using  R  [315] .  The  median 
distance  between  Ser80  and  each  residue  measured  the  residue’s  position,  while  median 
absolute  deviation  (MAD  =  median(X i ­median(X)))  measured  the  normal  movement  of 
each  residue  during  the  simulation.  The  use  of  median,  instead  of  mean,  minimized  the 
effect  of  outlier  distances.  If  the  median  residue  positions  in  a  composite  active  site 
differed  in  the  two  scaffolds  by  more  than  the  median  movement  of  these  residues 
(MAD),  then  we  considered  the  positions  of  these  residues  to  differ  in  the  two  scaffolds. 
These  differences  may  contribute  to  the  different  catalytic  activity  of  the  same  composite 
active  site  within  different  scaffolds.  In  a  few  cases,  the  side  chains  adopted  two 
conformations  yielding  a  bimodal  distribution,  which  was  verified  using  the  diptest 
package  [316] .  Two  normal  distributions  were  fit  to  the  data  using  the  expectation 
maximization  algorithm  implemented  in  the  mixtools  package  [317] .  The  more  frequent 
of  the  two  conformations  was  used  in  the  analysis. 
Correlation  analysis  explored  the  relationship  between  the  binding  conformations  and 
positions  of  the  binding  site  residues.  Data  from  the  identical  active  site  MD  simulations 
identified  residue  positions  that  positively  or  negatively  correlated  with  characteristic 
hydrogen  bond  distances  of  the  catalytic  mechanisms  in  the  A9­H7,  A10­H6  active  sites. 
To  simplify  the  analysis  measured  angles  and  dihedrals  were  omitted  from  the  correlation 
analysis.  The  built  in  cor  function  in  R  computed  the  correlation  coefficients  and 
correlations  larger  than  ±0.6  were  visualised  using  the  igraph  package  [318] . 
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5.4  Results 
5.4.1  Creation  of  mutant  enzymes 
Twenty­two  amino  acid  residues  lie  within  6  Å  of  the  substrate  mandelonitrile  in  Hb HNL 
(PDB:1YB6  [319] )  or  in  the  superimposed  structure  of  At HNL  (PDB:3DQZ,  chain  A 
[295] ).  Six  of  these  residues  are  the  same  in  both  proteins  (Leu157,  His14,  Leu146,  and 
tyrosine  Tyr158,  as  well  as  the  residues  Ser80  and  His235  from  the  catalytic  triad, 
Hb HNL  numbering),  while  sixteen  residues  differ  between  the  two  enzymes,  Figure  5.3 
&  Table  5.S1 .  We  hypothesized  that  exchanging  active  site  residues  between  At HNL  and 
Hb HNL  would  exchange  their  reaction  mechanisms. 
Mutating  the  two  catalytically  essential  residues  in  Hb HNL  to  the  corresponding  ones  in 
At HNL  yielded  catalytically  inactive  enzyme.  Previously,  researchers  replaced  Thr11  and 
Lys239  with  catalytically  inert  amino  acids  (Gly,  Ala,  Leu,  Met),  which  eliminated 
98­100%  of  the  activity  [69,309] .  Here  we  replaced  either  or  both  residues  with 
corresponding  asparagine  or  the  previously  tested  methionine  from  At HNL.  The  resulting 
variants  lost  greater  than  99%  of  their  HNL  activity  with  mandelonitrile  (<0.2  sec ­1 ), 
indicating  that  simple  substitution  does  not  switch  the  mechanism  ( Table  5.S4 ). 
Likewise,  replacing  the  catalytic  residues  Asn11,  Phe80,  and/or  Met239  in  At HNL  with 
the  corresponding  residues  in  Hb HNL  (Thr,  Glu,  and  Lys,  respectively)  mostly  resulted  in 
insoluble  protein.  The  one  exception  was  At HNL  with  the  single  mutation  N11T,  which 
expressed  as  soluble  protein,  but  was  inactive.  However,  many  non­catalytic  single 
At HNL  mutants  tested  were  soluble  and  retained  partial  or  full  activity. 
The  other  extreme  was  to  replace  sixteen  residues  in  Hb HNL  to  make  all  twenty­two 
amino  acid  residues  in  the  substrate  binding  region  identical  to  those  in  At HNL. 
Unfortunately,  neither  this  exchange  nor  the  reverse  –  exchange  of  all  sixteen  residues  in 
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At HNL  with  the  corresponding  residues  in  Hb HNL  –  yielded  soluble  protein.  We 
hypothesize  that  some  substitutions  created  destabilizing  interactions  with  the  second 
shell  of  amino  acid  residues  surrounding  the  active  site.  To  create  soluble  variants, 
instead  of  switching  all  sixteen  residues,  we  created  composite  identical  active  sites  using 
a  mix  of  residues  from  At HNL  and  Hb HNL  to  resemble  the  last  common  ancestor  of 
these  two  proteins.  These  sites  lacked  the  essential  Thr  and  Lys  from  Hb HNL  and 
therefore  were  expected  to  follow  an  At HNL­like  mechanism.  In  this  paper,  we  describe 
the  construction  and  characterization  of  these  variants  along  with  modeling  to  explain 
their  unusual  behavior. 
 
140 
Figure 5.3 Four different active sites. Sites that were examined are laid out horizontally.                           
Active site residues that differ between the enzymes are listed in yellow if  Hb HNL like                             
and cyan if At HNL like. Residues within 6 Å of the active site are shown by filled                                 
circles, while the second shell residue is represented by an empty circle. Each of these                             
four active sites were made in both Hb HNL (top row) and in At HNL (bottom row).                             
Completely swapping the active sites failed to produce soluble protein (red cross). The                         
two composite active sites resulted in soluble protein in either scaffold, and the                         
enantiomeric ratios are indicated in the boxes. Yellow indicates  Hb HNL like                     
( S )­selective enzyme, while cyan indicates At HNL­like ( R )­selective enzyme.               
Enantioselectivities were determined by enzymatic synthesis of mandelonitrile and                 
analysis  on  chiral  HPLC. 
Various  active  site  exchanges  created  thirty­six  protein  variants,  Table  5.S4 ,  of  which 
approximately  half  were  soluble  and  catalytically  active.  To  improve  the  soluble 
expression  of  some  Hb HNL  mutants,  we  added  the  stabilizing  H103V  substitution.  This 
residue  lies  in  a  buried  hydrophobic  pocket  outside  of  the  active  site  (>8  Å  from  the 
substrate).  Replacement  of  the  charged  histidine  with  a  hydrophobic  valine  minimally 
affected  catalytic  activity  or  enantioselectivity  [320] ,  but  increased  the  stability  and 
protein  expression  of  Hb HNL  [321]  and  the  homologous  HNL  from  Manihot  esculenta 
[321,322] . 
5.4.2  Composite  active  site  enzyme  creation  and  characterization 
Two  variant  pairs  were  particularly  interesting  because  the  equivalent  active  site  in  either 
Hb HNL  or  At HNL  produced  soluble,  active  protein.  Starting  with  Hb HNL,  substitution 
of  either  nine  or  ten  positions  (11,  12,  79,  81,  106,  148,  152,  210,  and  236,  with  or 
without  178)  with  the  corresponding  residues  in  At HNL  yielded  Hb ­A9­H7  and 
Hb ­A10­H6  respectively.  Similarly,  starting  with  At HNL,  substitution  of  the  remaining 
six  or  seven  amino  acid  residues  (13,  121,  125,  128,  131,  and  209,  with  or  without  178) 
with  the  corresponding  residues  in  Hb HNL  yielded  At ­A9­H7  and  At ­A10­H6.  These  four 
proteins  create  two  pairs  with  identical  amino  acid  residues  within  the  active  site,  but 
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differing  residues  outside  the  active  site.  In  these  composite  sites,  all  residues  in  the 
catalytic  center  (non­hydrogen  atom  closer  than  5.4  Å  to  either  the  substrate  oxygen, 
chiral  C2  carbon,  or  cyanide,  PDBs:  1YB6  &  3DQZ)  are  At HNL­like,  including  the 
catalytically  important  Asn11  and  Met236.  The  nonpolar  substrate  binding  pocket 
contains  predominantly  Hb HNL­like  residues,  but  some  At HNL­like  residues  are  also 
present.  The  Hb HNL­like  residues  are  closer  to  the  phenyl  carbons  of  the  substrate, 
except  Cys13,  which  is  closer  to  the  chiral  C2  carbon,  but  is  still  far  at  6.2  Å  between 
heavy  atoms.  These  four  proteins  had  similar  catalytic  activity  toward  mandelonitrile 
(0.4­1.9  sec ­1 ),  which  is  significantly  lower  than  the  catalytic  activity  of  Hb HNL  (25.6 
sec –1 )  or  At HNL  (27.0  sec –1 ),  Table  5.S4 .  The  natural  substrate  for  Hb HNL  is  acetone 
cyanohydrin  (126  sec ­1 ),  but  neither  At HNL  or  Hb ­A9­H7  cleave  this  substrate  (<0.1 
sec ­1 ;  in  5  mM  acetone  cyanohydrin). 
Surprisingly,  the  two  proteins  with  “A10­H6”  composite  active  sites  still  showed  opposite 
enantioselectivity  corresponding  to  the  favored  enantiomer  of  the  starting  protein,  Figure 
5.3 ,  Figure  5.S3 ,  and  Table  5.S5 .  Wild  type  Hb HNL  favors  ( S )­mandelonitrile  (E  >39) 
and  is  inhibited  by  ( R )­mandelonitrile  ( Figure  5.S2 ).  Hb ­A10­H6  retains  this 
( S )­preference,  but  also  catalyzed  cleavage  of  ( R )­mandelonitrile,  lowering  the 
enantioselectivity  (E  =  3.3).  Wild  type  At HNL  favors  ( R )­mandelonitrile  (E  >39)  and 
At ­A10­H6  enzyme  retained  the  ( R )­preference,  also  with  lower  enantioselectivity  (E  = 
5.2).  Thus,  the  same  A10­H6  active  site  shows  opposite  enantioselectivity  in  the  different 
scaffolds  demonstrating  that  residues  outside  the  active  site  affect  enantioselectivity 
strongly  enough  to  reverse  the  favored  enantiomer.  In  terms  of  activation  energy 
differences,  this  difference  in  enantioselectivity  (E  =  3.3  favoring  S  vs.  5.2  favoring  R ) 
corresponds  to  a  ΔΔΔG ‡   of  1.7  kcal/mol  [323] . 
Changing  phenylalanine  178  to  leucine  converted  the  “A10­H6”  site  to  the  other 
composite  active  site,  “A9­H7”,  which  was  ( S )­selective  in  both  enzyme  scaffolds, 
Figure  5.3 ,  Figure  5.S3 ,  and  Table  5.S5 .  The  enantioselectivity  in  the  Hb HNL  scaffold 
142 
increased  from  3.3  ( S )  in  Hb ­A10­H6  to  >39  ( S )  in  Hb ­A9­H7,  which  corresponds  to  a 
ΔΔΔG ‡   of  at  least  1.5  kcal/mol  toward  the  ( S )  enantiomer.  The  enantioselectivity  in  the 
At HNL  scaffold  also  shifted  toward  the  ( S )­enantiomer  from  5.3  ( R )  in  At ­A10­H6  to  1.6 
( S )  in  At ­A9­H7.  This  reversal  corresponds  a  ΔΔΔG ‡   of  1.3  kcal/mol  toward  the 
( S )­enantiomer.  Thus,  the  F178L  substitution  shifts  enantioselectivity  toward 
( S )­mandelonitrile  by  1.3­1.5  kcal/mol  in  both  scaffolds.  The  remaining  difference  in 
enantioselectivity  (>39  ( S )  vs.  1.6  ( S ))  corresponds  to  a  contribution  of  1.9  kcal/mol  from 
the  residues  outside  the  active  site.  This  value  for  the  contribution  of  residues  outside  the 
active  site  is  similar  to  effect  of  residues  outside  the  active  site  in  the  A9­H7  pair  of 
enzymes  above. 
5.4.3  Modeling 
Molecular  dynamics  simulations  predicted  a  new  mechanism  for  the  composite  active 
sites  with  the  Hb HNL  scaffold.  In  the  new  mechanism,  the  cyano  group  of  mandelonitrile 
accepts  a  hydrogen  bond  from  H δ21   of  Asn11,  Table  5.1 ,  Figure  5.2C .  Different  binding 
from  At HNL  is  unexpected,  as  all  residues  in  the  catalytic  center  (as  defined  above)  of  the 
composite  active  sites  are  At HNL­like.  Catalytically  active  conformations  (CAC)  are 
present  in  81  and  93%  of  the  simulation  time  for  Hb ­A10­H6  and  Hb ­A9­H7.  The  cyano 
group  hydrogen  bonded  almost  exclusively  to  Asn11  in  the  CAC.  The  partially  positively 
charged  H δ21   Asn11  (q  =  +0.38e,  OPLS_2005  force  field)  interacts  with  the  partially 
negatively  charged  nitrogen  of  the  cyano  group,  fulfilling  a  similar  role  to  Lys236  and  the 
two  main  chain  amino  groups  in  the  other  two  mechanisms.  The  stabilizing  effect  on  the 
forming  cyanide  leaving  group  should  be  proportional  the  total  positive  charge  of  the 
protein  partner.  Lys236  is  positively  charged,  and  the  oxyanion  hole  donates  two 
hydrogen  bonds,  but  Asn  is  not  charged  and  donates  only  one  hydrogen  bond.  This 
smaller  positive  charge  may  explain  the  decreased  reaction  rates  for  the  composite  active 
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sites  with  the  Hb HNL  scaffold,  Table  5.S4 .  The  hydroxyl  group  of  mandelonitrile,  as  in 
the  other  two  mechanisms,  donates  a  hydrogen  bond  to  either  Ser80  or  His235. 
Molecular  dynamics  simulations  predicted  an  oxyanion  mechanism  for  composite  active 
sites  with  the  At HNL  scaffold,  Table  5.1 .  Simulations  show  the  At HNL  variants  bound 
the  cyano  group  in  the  oxyanion  hole  in  all  of  the  CAC.  This  similarity  to  wt­ At HNL  is 
expected,  since  all  residues  in  the  catalytic  center  of  the  composite  active  sites  are 
At HNL­like,  including  the  catalytically  important  Asn11  and  Met236.  Mandelonitrile 
hydrogen  bonded  to  either  Ser80  and  His235  in  the  catalytically  active  frames,  suggesting 
that  either  may  be  the  proton  accepting  base. 
Table 5.1  Catalytically active a conformations (CAC) from molecular dynamics                 
simulations b . 
  ( R )­mandelonitrile  ( S )­mandelonitrile 
  CAC [%]  CN­partner 
%  of 
CAC 
OH­ 
partner 
%  of 
CAC 
CAC 
[%]  CN­partner 
%  of 
CAC 
OH­ 
partner 
%  of 
CAC 
wt­ Hb HNL  20  Thr11  88  Ser80  94  46  Lys236  99  Thr11  63 
wt­ At HNL  44  Oxyanion hole  100  Ser80  95  7 
Oxyanion 
hole  100  His235  73 
At ­A10­H6  35  Oxyanion hole  100  Ser80  95  33 
Oxyanion 
hole  100  His235  94 
At ­A9­H7  54  Oxyanion hole  97  Ser80  99  22 
Oxyanion 
hole  100  His235  82 
Hb ­A10­H6  13  Asn11  82  His235  78  81  Asn11  99  Ser80  100 
Hb ­A9­H7  13  Asn11  100  His235  85  93  Asn11  100  Ser80  100 
a A conformation is considered catalytically active if the hydroxyl group of                       
mandelonitrile forms a hydrogen bond to a potential proton acceptor, and its cyano­group                         
interacts with a partially positive hydrogen atom. Hydrogen bond criteria (D–H­ ­A–C):                       
H­ ­A distance ≤ 2.5 Å, D–H­ ­A angle ≥ 90°, H­ ­A–C angle ≥ 90° [324] . Additional                                   
criteria was employed for histidine, as the lone electron pair, participating in the                         
hydrogen bond formation, of the sp 2 type nitrogen in the imidazole ring resides in the                             
plane of the ring [325] . For a H­bond to His235 the torsion angle H­ ­N–C–N was                               
restricted to 20° out of the plane angles. For catalytically active binding with Ser80 base,                             
Ser80  →  His235  hydrogen  bond  must  also  be  present. 
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b The favored enantiomers are in bold; for each protein data is from three repeats of                               
10­ns  simulations. 
Modeling  of  composite  active  sites  with  At HNL  scaffold  explains  the  shift  toward  ( S ) 
enantioselectivity  from  wt­ At HNL  to  At ­A10­H6,  but  not  the  further  shift  toward  ( S )  in 
At ­A9­H7.  In  At ­A10­H6,  both  enantiomers  bound  in  CAC  ( S ­  33%,  R ­  35%)  in 
agreement  with  the  low  enantioselectivity.  Altered  binding  of  the  phenyl  group  of 
mandelonitrile  accounts  for  the  increase  in  CAC  for  the  slower  ( S )­enantiomer  as 
compared  to  wt­ At HNL.  Adding  the  L178F  substitution  to  make  At HNL­A9­H7  reversed 
the  enantioselectivity  to  favor  ( S )­MNN,  but  the  modeling  showed  similar  binding  to  wild 
type  At HNL  and  found  the  slow  ( R )  enantiomer  more  frequently  in  CAC.  These  results 
suggest  that  both  ( R )  and  ( S )­mandelonitrile  may  be  cleaved  by  the  oxyanion  hole 
mechanism. 
Modeling  of  composite  active  sites  with  Hb HNL  scaffold  explains  the  high 
enantioselectivity  in  Hb ­A9­H7,  but  misses  the  the  shift  toward  ( R )  in  Hb ­A10­H6  due  to 
F178L.  The  favored,  ( S )­mandelonitrile,  binds  in  CAC  in  93%  and  81%  of  the  simulation 
time  in  Hb ­A9­H7,  Hb ­A10­H6  active  sites,  compared  to  only  13%  for 
( R )­mandelonitrile.  The  effect  of  F178L  on  the  enantioselectivity  is  missed  by  the 
modeling,  as  substrate  binding  and  the  CAC  ratios  are  similar  in  Hb ­A9­H7  and 
Hb ­A10­H6  active  sites. 
The  different  reactivity  and  enantioselectivity  of  composite  active  sites,  despite  identical 
amino  acid  residues,  means  that  the  structures  of  the  active  sites  differ.  The  closest  44 
residues  to  the  substrates  ( Table  5.S7 )  consist  of  33  identical  residues  (either  conserved 
or  mutated  to  be  equivalent),  and  11  residues  that  differ  in  the  two  scaffolds.  The  first 
shell  residues  (16  +  5)  are  all  identical,  while  the  second  shell  contains  12  identical  and 
11  differing  residues.  To  identify  how  the  differing  residues  create  different 
conformations  in  the  identical  residues,  we  compared  the  positions  of  these  44  residues 
during  the  MD  simulations.  The  median  distance  between  center  of  mass  of  each  residue 
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and  the  center  of  mass  of  Ser80  at  each  frame  of  the  simulation  indicated  the  typical 
position  of  the  residue.  The  median  absolute  deviation  of  this  distance  measured  the 
movement  during  the  simulation.  Seventeen  of  the  44  residues’  positions  varied  more 
between  proteins  with  the  same  composite  active  site  than  the  residues  moved  within 
each  protein,  Figure  5.4 ,  Table  5.S7 .  Four  residue  positions  (54,  81,  103  and  178) 
differed  between  proteins  by  more  than  twice  the  median  absolute  deviation  within  each 
simulation.  Position  103  was  not  investigated  further  in  this  study,  it  lies  outside  the 
active  site,  and  as  described  above,  changing  His103  from  Hb HNL  to  valine  similar  to 
leucine  in  At HNL,  does  not  affect  activity  or  enantioselectivity,  and  only  affects  protein 
stability.  The  modeling  used  histidine  at  this  location  because  the  x­ray  structure  showed 
its  side  chain  conformation,  while  the  position  of  the  valine  side  chain  was  less  certain. 
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 Figure 5.4 Among the 44 residues closest to the substrate, the positions of seventeen                           
differ between  Hb HNL and  At HNL scaffolds. Residue positions are defined with                     
respect to Ser80 (red sticks). At ­A10­H6 (cyan) contains ( R )­mandelonitrile (light cyan                     
sticks), while Hb ­A10­H6 (yellow) contains ( S )­mandelonitrile (light yellow sticks). A )                   
Overview of the seventeen differing residues (red).  B ) Four residues (stick                     
representation) differ between the scaffolds by more than twice the amount that they                         
move within each protein, while the remaining thirteen residues (thin lines) differ by                         
more than they move within each protein. For clarity, this image is rotated approximately                           
180° compared to the other two images. C ) Detail of the four residues with most                             
different positions. The side chain conformation of Phe81 differs notably between the                       
scaffolds;  labels  show  the  average  dihedral  angles. 
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5.5  Discussion  
Switching  a  few  of  the  sixteen  residues  that  differ  in  the  active  sites  of  Hb HNL  and 
At HNL  disrupted  catalysis  or  folding,  while  switching  all  sixteen  residues  disrupted 
folding.  Switching  catalytic  residues  Lys236  or  Thr11  in  Hb HNL  to  corresponding 
residues  in  At HNL  eliminated  catalytic  activity.  Presumably,  unfavorable  interactions 
between  the  active  site  residues  of  one  HNL  and  the  surrounding  second  shell  residues  of 
the  other  HNL  disrupted  protein  folding  and  catalysis. 
Surprisingly,  switching  about  half  of  the  active  site  residues  in  Hb HNL  to  make  the 
A9­H7  or  A10­H6  composite  active  sites  yielded  catalytically  active,  stable  enzymes. 
The  first  surprise  was  an  Hb HNL  variant  with  eight  substitutions  that  expressed  as 
soluble,  folded  protein.  The  second  surprise  was  an  additional  substitution  (9  total)  that 
restored  HNL  activity  ( Hb ­A9­H7).  These  composite  active  sites  resemble  the  active  site 
of  ancestral  enzyme  EST3ml.  Several  substitutions  to  make  this  variant  more  like  wild 
type  Hb HNL  (Met236  back  to  Lys  or  Phe79  back  to  Glu)  yielded  only  insoluble  protein. 
Similarly,  additional  substitutions  that  made  it  more  like  wild­type  At HNL  (Phe125  to 
Pro  or  Trp128  to  Leu)  also  yielded  insoluble  protein.  Although  we  did  not  identify  a  path 
of  single  substitutions  yielding  soluble  and  catalytically  active  variants  at  each  step,  we 
did  not  test  all  possible  combinations  of  these  16  substitutions. 
Variant  Hb HNLs  with  composite  active  sites  ( Hb ­A9­H7  and  Hb ­A10­H6)  likely  use  a 
catalytic  mechanism  different  from  either  wild  type  protein.  The  nine  substitutions  that 
convert  wild  type  Hb HNL  to  Hb ­A9­H7  eliminate  the  possibility  of  the  ( S )­selective 
catalytic  Lys  mechanism  of  Hb HNL  [69]  because  these  substitutions  remove  the  essential 
Thr11  and  Lys236  residues.  While  we  expected  that  the  addition  of  Asn11,  Ala12,  and 
Phe81  would  enable  the  ( R )­selective  catalysis  of  At HNL  [295] ,  Hb ­A9­H7  remained 
highly  ( S )­selective  (>39).  The  ability  to  maintain  ~3%  of  wild  type  activity  without 
either  catalytic  residue  suggests  these  composite  enzymes  catalyze  ( S )­selective 
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mandelonitrile  cleavage  using  a  novel  mechanism.  Modeling  suggested  that  Asn11  takes 
on  the  role  of  Lys236  in  stabilizing  the  CN ­   leaving  group,  hence  we  named  this  the  Asn 
mechanism.  A  change  in  mechanism  is  also  consistent  with  the  “island  of  activity”.  The 
inability  of  Hb ­A9­H7  to  catalyze  cleavage  of  acetone  cyanohydrin  also  supports  the 
conclusion  that  it  has  lost  the  Lys  mechanism. 
Three  structural  elements  contribute  at  least  1  kcal/mol  to  the  enantioselectivity  of  these 
enzymes:  six  active  site  residues  (13,  121,  125,  128,  131,  &  209),  residue  178,  and 
residues  outside  the  active  site.  The  enantioselectivity  of  the  two  wild­type  enzymes  is 
>39  favoring  opposite  enantiomers.  The  difference  corresponds  to  a  ΔΔΔG ‡   between  the 
two  wild  type  enzymes  of  >4.3  kcal/mol.  At HNL  and  At ­A10­H6  differ  by  only  six 
residues  (13,  121,  125,  128,  131,  &  209)  near  the  aromatic  ring  binding  region.  Changing 
the  six  residues  shifts  the  enantioselectivity  from  >39  to  5.3  (>1.2  kcal/mol  to  ΔΔΔG ‡ ), 
and  increased  the  number  of  catalytically  active  conformations  found  in  silico  almost  five 
fold  for  the  slow  enantiomers  while  their  numbers  decreased  slightly  for  the  fast 
enantiomer.  The  second  feature  determining  enantioselectivity  is  residue  178.  Changing 
Phe  to  Leu  at  178  changed  enantioselectivity  by  ΔΔΔG ‡   of  1.3  and  over  1.4  kcal/mol 
when  converting  from  the  A9­H7  to  the  A10­H6  active  sites  in  the  At HNL  and  Hb HNL 
scaffolds,  respectively.  The  third  feature  that  determines  enantioselectivity  is  residues 
outside  of  the  active  site.  The  enantioselectivity  differences  between  identical  composite 
active  sites  in  differing  scaffolds  correspond  to  1.7  kcal/mol  in  the  A9­H7  sites  and  >1.9 
kcal/mol  in  the  A10­H6  sites.  While  121  residues  outside  of  the  active  site  differ  between 
these  two  proteins,  the  overall  structure  is  similar  (RMS  =  0.74  Ångströms  between  889 
peptide  backbone  atoms).  This  finding  supports  the  other  results  that,  even  without  major 
structural  changes,  residues  outside  of  the  active  site  are  crucial  for  determining 
enantioselectivity  [326–331] . 
The  new  asparagine  mechanism  proposed  in  the  composite  site  enzymes  may  have  been 
an  evolutionary  stepping­stone  to  modern  HNL  mechanisms,  Figure  5.5 .  Both  Hb HNL 
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and  At HNL  evolved  from  esterases,  yet  a  direct  transition  between  modern  esterase  and 
lysine  mechanism  HNL  requires  going  through  catalytically  dead  intermediates  due  to 
needing  to  both  block  the  oxyanion  hole  and  add  and  position  a  charged  lysine  to  bind  the 
leaving  cyanide  [212,309] .  However,  the  reconstruction  of  the  last  common  ancestor  of 
Hb HNL  and  At HNL,  called  EST3ml,  catalyzed  both  cyanohydrin  cleavage  and  ester 
hydrolysis  [293,301] .  This  ancestor’s  active  site  resembles  the  composite  active  site 
enzymes  created  here,  including  the  critical  Asn11.  All  active  site  residues  in  the  ancestor 
either  match  A10­H6  (17  residues)  or  are  residues  not  found  in  either  modern  enzyme  (5 
residues).  EST3ml  shows  2.3%  of  the  HNL  activity  of  Hb HNL  and  shows  low 
enantioselectivity  ( R ,  7)  similar  to  the  activity  (1.6%  of  Hb HNL)  and  enantioselectivity 
( S ,  3.3)  of  Hb ­A10­H6.  Like  Hb ­A10­H6,  EST3ml  has  a  Phe  at  both  54  and  81,  which 
modeling  suggests  could  obstruct  the  oxyanion  hole,  thereby  preventing  HNL  mechanism 
used  by  At HNL.  Since  Hb ­A10­H6  likely  follows  the  Asn  mechanism,  we  propose  that 
ancestral  enzyme  EST3ml  likewise  follows  the  Asn  mechanism.  This  suggests  that 
finding  the  new  asparagine  mechanism  in  the  composite  enzymes  may  not  be  due  to 
serendipity,  but  instead  may  be  uncovering  the  ancestral  stepping­stone  mechanism 
between  ancestral  esterases  and  modern  HNLs. 
A  stepping  stone  mechanism  would  be  compatible  with  both  previous  (esterase)  and 
subsequent  mechanisms  (modern  HNL  mechanisms)  allowing  an  evolutionary  path  from 
one  to  the  other  via  a  promiscuous  enzyme,  with  a  functional  enzyme  at  every  step.  Since 
both  the  composite  site  enzymes  and  the  ancestor  EST3ml  are  significantly  slower  than 
modern,  wild  type  HNLs,  evolutionary  pressure  could  optimize  HNL  function  by 
converting  from  an  asparagine  mechanism  to  the  modern  lysine  or  oxyanion  hole 
mechanisms  if  a  viable  evolutionary  path  exists.  A  few  mutants  along  a  few  possible 
trajectories  were  tested  and  found  to  be  dead  or  insoluble  ( Table  5.S4 ),  but  these  only 
represent  a  small  sample  of  the  9!  (>360,000)  possible  direct  evolutionary  routes  to 
mutate  the  9  residues  that  differ  between  Hb ­A9­H6  and  wild  type  Hb HNL. 
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Figure 5.5 Simplified phylogenetic tree and acestral enzyme active site.  A ) Tree                       
including Hb HNL (Lys mechanism, yellow text),  At HNL (oxyanion hole mechanism,                   
cyan text), HNL from Baliospermum montanum ( Bm HNL), esterase from Nicotiana                   
tabacum (SABP2, blue text), as well as several reconstructed ancestral enzymes                     
(HNL1, EST2, EST3ml). The numbers in black are the HNL­activity for cleavage of                         
mandelonitrile in min ­1 , the favored enantiomer & the enantioselectivity are in                     
parentheses [271] , and the active site residues associated with HNL activity (residues                       
11 and 236) are shown.  a Data for  Bm HNL are from Dadashipour et. al.  [70]  B ) The                                 
active site of EST3ml resembles the consensus active site A10­H6, only four of the                           
sixteen investigated residues differ, these are shown in green. EST3ml contains                     
phenylalanines at both positions 54 and 81, suggesting that the Phe81 may block the                           
oxyanion  hole,  and  thus  require  the  Asn  mechanism  for  catalysis.  
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5.6  Supporting  Information 
5.6.1  Supporting  methods 
5.6.1.1  Plasmids 
The  wild  type  At HNL  gene  (codon  optimized  for  E.  coli ,  coding  for  Accession: 
NP_196592)  was  synthesized  by  GenScript  and  subcloned  into  a  pET21a(+)  (Novagen) 
vector  at  NdeI  and  XhoI  restriction  sites  resulting  in  an  upstream  T7  promoter  and  lac 
operator  and  an  in­frame  C­terminal  six  His­tag.  The  wild  type  Hb HNL  gene  (coding  for 
Accession:  P52704)  was  a  gift  from  Prof.  Helmut  Schwab  (TU  Graz,  Austria),  which  was 
likewise  transferred  to  the  pET21a+  vector. 
5.6.1.2  Mutagenesis 
Site­directed  mutagenesis  based  on  the  QuickChange  method  was  used  to  introduce  one 
or  two  substitutions.  The  forward  and  reverse  primers  were  designed  either  completely 
overlapping  with  no  overhangs,  or  partially  overlapping,  3’  overhangs,  as  described  by 
Zheng  and  coworkers  [332] .  and  designed  with  melting  temperatures  of  70­85  °C.  See 
Table  5.S2  for  complete  primer  sequences.  Thermocycling  reactions  contained  forward 
and  reverse  primer  (0.5  μL  of  each  at  2.5  μM),  high­fidelity  polymerase  (0.25  μL  Q5, 
New  England  Biolabs),  dNTP  mix  (0.25  μL  containing  10  mM  of  each),  Q5  polymerase 
buffer  (2.5  μL),  template  DNA  plasmid  (1  μL  of  50­200  ng/μL),  and  sterile  water  (7.75 
μL)  to  make  a  total  volume  of  12.5  μL.  Reaction  was  cycled  in  an  OpenPCR 
thermocycler  (Chai  Biosciences)  using  the  program:  30  s  98  °C,  repeat  18X  (10  s  98  °C, 
20  s  68  °C,  210  s  72  °C),  600  s  72  °C.  DpnI  (1  μL,  20  units,  New  England  Biolabs)  and 
Cutsmart  buffer  (1.4  μL)  were  added  to  the  PCR  product  and  incubated  for  1  h  at  37°C  to 
degrade  methylated  template  DNA.  Digested  product  (3  μL)  was  used  to  transform 
chemically  competent  E.  coli  DH5α  by  heat  shock  at  42  °C  for  one  minute,  and  plated  on 
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lysogeny  broth  (LB)  plates  containing  100  μg/mL  ampicillin.  Colonies  were  picked  and 
grown  overnight  at  37  °C  in  liquid  LB  media  (5  mL)  with  100  μg/mL  ampicillin.  Plasmid 
DNA  was  isolated  from  this  culture  using  QiaPrep  MiniPrep  kit  and  sequenced  by  ACGT 
Inc.  (Wheeling,  IL)  to  confirm  that  the  DNA  encoded  the  desired  sequence. 
For  larger  numbers  of  substitutions,  synthetic  genes  containing  the  desired  mutations  and 
ends  complementary  to  the  pET21a(+)  were  synthesized  as  double  stranded  gene 
fragments  (gBlocks  from  Integrated  DNA  Technologies).  Complete  coding  sequences  are 
listed  in  Table  5.S2 .  The  plasmid  pET21a(+)  was  linearized  by  digestion  with  NdeI  and 
StyI­HF  (New  England  Biolabs).  The  gBlock  fragments  were  inserted  into  the  linearized 
vector  using  NEBuilder  HiFi  DNA  assembly  kit,  which  is  based  on  the  Gibson  assembly 
method  [333] .  Assembled  plasmids  were  used  to  transform  E.  coli  DH5α  and  sequenced, 
as  above. 
5.6.1.3  Enzyme  production/purification 
Purified,  sequenced  plasmid  was  used  to  transform  E.  coli  BL­21,  as  above.  A  single 
colony  was  picked,  transferred  to  LB­amp  liquid  media  (5  mL  containing  25  g/L 
LB­medium  from  MP  Biomedicals  LLC  and  100  μg/mL  ampicillin),  and  this  pre­culture 
grown  overnight  by  shaking  at  37  °C.  An  aliquot  of  the  overnight  pre­culture  (2.5  mL) 
was  used  to  inoculate  the  protein  expression  culture  (250  mL  in  a  1­L  Erlenmeyer  flask), 
which  was  grown  at  37  °C  with  shaking  in  modified  Terrific  Broth  (TBg)  until  the  OD 600 
reached  1.0­1.6.  This  broth  contained:  12  g/L  tryptone,  24  g/L  Bacto™  yeast  extract,  9.86 
g/L  glucose  (in  place  of  the  standard  glycerol),  with  added  2.3  g/L  KH 2 PO 4   and  12.5  g/L 
K 2 HPO 4 ,  containing  100  µg/mL  ampicillin.  Cultures  were  cooled  to  17  °C,  then  isopropyl 
β­D­1­thiogalactopyranoside  (IPTG,  1  mM  final  concentration)  was  added  to  induce 
protein  expression,  the  cells  were  incubated  overnight  at  17  °C  with  shaking  and  then 
harvested  by  centrifugation  at  8000  ×g  for  20  min  at  4  °C.  Supernatants  were  discarded 
and  cells  were  resuspended  in  lysis  buffer  (50  mM  sodium  phosphate,  500  mM  NaCl,  20 
mM  imidazole,  pH  8.0).  Cells  were  lysed  by  sonication  (Branson  Digital  Sonicator)  on 
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ice  at  40%  amplitude  for  5  min  carried  out  in  3  s  pluses  alternated  with  6  s  cooling.  The 
cell  extract  was  centrifuged  at  12,000  ×g  at  4  °C  for  40  min  to  remove  cell  debris. 
Proteins  were  purified  from  the  supernatant  by  Ni­affinity  chromatography  using  a 
gravity  column  with  1  mL  of  regenerated  Ni­NTA  resin.  The  column  was  washed  with 
lysis  buffer  (50  mL),  wash  buffer  (50  mL,  lysis  buffer  containing  50  mM  imidazole),  and 
the  desired  protein  eluted  with  elution  buffer  (lysis  buffer  containing  125  mM  imidazole). 
The  elution  fraction  was  was  buffer­exchanged  into  BES  (N,N­bis(2­hydroxyethyl)­ 
2­aminoethanesulfonic  acid,  5  mM,  pH  7.2)  using  10000  MWCO  Amicon  Ultra  spin 
concentrators  (Millipore,  Billerica,  MA,  USA)  until  the  cumulative  dilutions  implied  that 
the  remaining  imidazole  was  below  10  μM. 
5.6.1.4  Mandelonitrile  inhibition 
The  inhibitory  effect  of  ( R )­mandelonitrile  was  calculated  by  carrying  out  mandelonitrile 
cleavage  reactions,  as  above  containing  either  0.5,  3,  or  6  mM  rac­mandelonitrile,  and 
with  the  addition  of  various  concentrations  of  ( R )­mandelonitrile.  Total 
( R )­mandelonitrile  from  both  racemic  and  optically  pure  mandelonitrile  was  varied 
between  1  and  50  mM.  Least  squares  analysis  was  used  to  find  inhibition  constant,  K i . 
The  analysis  was  done  using  the  nonlinear  solver  add  on  in  LibreOffice  Calc  to  fit  the 
model  for  competitive  inhibition.  Initial  rate  (V 0 )  predictions  were  fit  to  the  empirical 
data  by  varying  Michaelis  Menten  constants  V max   and  K M   and  the  inhibition  constant  K i   in 
the  following  equation:  V 0 =(V max *[S])/([S]+(K M *(1+[I]/K i ))). 
5.6.1.5  Modeling  the  mutant  proteins 
Models  of  two  mutant  proteins  (composite  active  sites:  A9­H7  and  A10­H6  ),  showing 
surprising  activity  and  enantioselectivity,  were  created  using  Maestro  [334]  in  both 
At HNL  and  Hb HNL  scaffold.  Modified  residues  were  modeled  by  mutating  them  in  the 
crystal  structures  of  the  wild  type  proteins  ( At HNL:  3DQZ  [295] ,  and  Hb HNL:  1YB6 
[319] ).  Main  chain  conformations  were  kept  the  same  as  in  their  respective  crystal 
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structures  except  for  residues  121­128  in  At HNL  scaffold,  for  which  coordinates  were 
taken  from  Hb HNL,  after  structure  alignment.  (See  Figure  5.S1  for  details.)  Side  chain 
conformation  of  the  mutated  residues  were  set  to  match  as  closely  as  possible  the 
conformation  in  the  original  crystal  structures.  Hydrogens  were  added  to  the  model  using 
the  Protein  Preparation  Wizard  [335] ,  and  the  protonation  states  were  determined  using 
Propka,  at  the  experimentally  applied  pH  5.5  [336] .  All  hydrogen  orientations  were 
optimized  using  the  Interactive  Hydrogen  bond  Optimizer,  except  for  the  catalytic 
His235,  which  was  manually  set  to  the  neutral  tautomer  having  a  hydrogen  on  Nδ.  Any 
remaining  steric  clashes  were  removed  using  the  automatic  energy  minimization  method 
in  Prime  [337]  with  VSBG  2.0  solvation  [338] .  The  thus  obtained  structures  were  used  as 
starting  structures  for  the  MD  simulations  of  the  apo  enzymes,  and  for  docking  of  the 
ligands.  The  OPLS_2005  [339]  force  field  was  used  throughout  the  modeling. 
5.6.1.6  Docking  of  mandelonitrile  to  the  HNLs 
The  binding  of  mandelonitrile  to  the  wild  type  enzymes  was  modeled  using  Glide  [340] . 
Hydrogens  were  added  to  the  crystal  structures  by  the  same  method  as  described 
previously.  Docking  was  carried  out  without  energy  minimization,  to  a  rigid  protein.  The 
center  of  mass  of  the  ligand  was  restricted  to  a  10*10*10  Å  box  centered  on  the  midpoint 
between  Ser80  and  His235  and  the  entire  ligand  was  restricted  to  a  larger  25*25*25  Å 
box  centered  at  the  same  midpoint.  The  van  der  Waals  radii  of  the  hydrophobic  residues 
(partial  charge  less  than  0.2)  were  scaled  down  to  80%.  This  smaller  size  approximated 
adjustments  that  could  occur  if  the  enzyme  were  flexible.  ( R )­  and  ( S )­mandelonitrile 
were  flexibly  docked  by  extra  precision  docking  [341] .  The  van  der  Waals  radii  of 
mandelonitrile  were  not  scaled.  For  other  docking  settings  the  default  values  were  kept. 
Ligand  poses  that  encountered  steric  clashes,  defined  as  a  sum  of  Coulomb  and  vdW 
interactions  energies  >0  kcal/mol,  were  discarded.  Duplicate  poses,  defined  by  an  RMS 
deviation  less  than  1.0  Å  or  by  a  maximum  atomic  displacement  less  than  1.5  Å  from 
existing  poses,  were  also  discarded. 
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The  binding  of  mandelonitrile  to  the  mutant  proteins  was  modeled  using  a  modified 
induced  fit  method  [342]  to  include  the  uncertainty  related  to  the  side  chain 
conformations  of  the  modified  residues.  First,  a  standard  precision  Glide  docking  was 
performed  in  a  similar  way  as  for  the  wild  type  enzymes,  however  100  kcal/mol 
Coulomb­VdW  energy  cutoff  filter  was  used  to  increase  number  of  potential  binding 
poses.  Second,  for  a  maximum  of  25  potential  candidates,  residues  within  5.0  Å  of  the 
docked  position  were  refined  using  Prime.  All  non­mutated  residues  were  constrained  by 
1.0  kcal/mol·Å  during  refinement.  Out  of  the  25  minimized  structures,  the  ones  within  15 
kcal/mol  of  the  lowest  energy  result,  or  a  maximum  of  20  structures,  were  carried 
forward.  Next,  mandelonitrile  was  redocked  into  the  minimized  receptors  using  extra 
precision  Glide  docking  without  scaling  of  the  van  der  Waals  radii.  The  induced  fit 
docking  poses  were  visually  screened  according  to  chemical  criteria  required  for 
catalysis:  the  hydroxyl  group  of  mandelonitrile  must  donate  a  hydrogen  bond  and  the 
nitrogen  atom  of  the  cyano  group  must  be  within  2.5  Å  of  an  atom  with  a  partial  charge 
of  at  least  +0.25  (OPLS_2005  force  field).  For  duplicate  poses  the  one  with  the  lower 
docking  score  was  retained. 
All  docking  results  were  further  compared,  and  ranked  by  the  combined  Molecular 
Mechanical­Generalized  Born  Surface  Area  (MM­GBSA)  binding  energy  calculations. 
This  fast  force­field  based  method  computes  the  free  energy  of  binding  from  the 
difference  between  the  free  energies  of  the  protein,  ligand,  and  the  complex  [343] .  Prior 
to  binding  energy  calculations  residues  within  6.0  Å  of  the  docked  substrate,  excluding 
the  catalytic  Ser80  and  His235,  were  minimized  by  Prime  [337] . 
5.6.2  Supporting  results 
5.6.2.1  Molecular  dynamics 
Molecular  dynamics  simulations  of  mandelonitrile  bound  to  the  active  site  identified 
reactive  conformations,  qualitatively  explained  the  unexpected  differences  in 
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enantioselectivity  and  identified  differences  in  shapes  of  the  active  sites  with  identical 
residues.  Molecular  dynamics  generated  6000  possible  binding  conformations.  From 
these,  we  defined  catalytically  active  conformations  (CAC)  using  two  criteria;  first,  the 
hydroxyl  group  of  mandelonitrile  donated  a  hydrogen  bond  to  a  proton  acceptor  in  the 
enzyme.  The  ultimate  proton  acceptor  was  the  catalytic  histidine,  but,  in  some  cases,  Ser 
80  and/or  Thr  11  created  a  hydrogen  bond  network  between  the  mandelonitrile  hydroxyl 
and  the  catalytic  histidine.  The  second  criteria  for  a  CAC  was  that  the  cyano  group  of 
mandelonitrile  simultaneously  accepted  a  hydrogen  bond  from  the  enzyme.  The  hydrogen 
bond  donor  could  be  either  the  lysine  ε­amino  group,  the  main  chain  amide  N–H’s  in  the 
oxyanion  hole  or  the  asparagine  δ­amide  N–H,  see  Figure  5.2  above.  Hydrogen  bonding 
criteria  were  permissive  to  find  all  likely  CAC. 
Docking  followed  by  MM­GBSA  binding  energy  calculations  generated  the  starting 
structures  of  mandelonitrile  enantiomers  bound  to  the  active  sites  for  the  molecular 
dynamics  simulations.  Docking  generated  multiple  binding  poses  with  similar  docking 
scores.  Subsequent  MM­GBSA  calculations  refined  the  ranking  of  the  poses  ( Table 
5.S6 ).  The  pose  with  the  lowest  MM­GBSA  value  was  the  starting  structure  for  the 
molecular  dynamics  simulations.  In  the  case  of  ( S )­mandelonitrile  bound  to  wt­ Hb HNL, 
the  crystal  structure  (PDB:  1YB6)  and  docking  yielded  similar  poses  (RMSD S ­MNN :  0.4  Å) 
and  the  crystal  structure  pose  was  the  starting  structure  for  the  simulations. 
Molecular  dynamics  simulations  identified  catalytically  active  conformations  (CAC)  of 
wt­ Hb HNL  as  similar  to  the  x­ray  structure.  For  the  favored  ( S )­mandelonitrile  binding 
corresponding  to  the  Lys  mechanism  was  present  in  99%  of  the  CAC  (46%  of  the 
simulation  time),  Table  5.1 ,  Figure  5.2A .  Although  the  hydroxyl  of  mandelonitrile 
hydrogen  bonds  to  Ser80  in  the  x­ray  structure,  only  37%  of  the  CAC  retained  this 
hydrogen  bond  during  the  molecular  dynamics.  In  the  rest  of  the  CAC  (63%),  the 
hydrogen  bond  moved  to  Thr11.  In  both  cases  hydrogen  bonding  network  is  present  from 
Thr11  or  Ser80  to  His235,  hence  we  suggest  His235  to  be  the  ultimate  proton  acceptor. 
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Ligand  binding  poses  during  a  similar  molecular  dynamics  simulation  of  the  natural 
substrate,  acetone  cyanohydrin,  bound  to  Hb HNL  matched  the  ones  in  the  x­ray  crystal 
structure  [69]  and  in  QM/MM  calculations  [344] .  Molecular  dynamics  simulation  starting 
from  the  crystal  structure  (PDB:  1SC9)  found  acetone  cyanohydrin  in  CAC  in  47%  of  the 
frames,  accepting  a  hydrogen  bond  from  Lys  in  98%  of  the  them,  and  donating  a 
hydrogen  bond  to  Ser80  in  99%  of  them.  This  match  between  molecular  dynamics,  the 
starting  crystal  structure  and  the  QM/MM  modeling  validates  the  molecular  dynamics 
methods. 
Molecular  dynamics  simulations  confirmed  the  oxyanion  hole  mechanism  for  wt­ At HNL, 
but  suggest  Ser80,  not  His235,  as  the  hydrogen  bond  acceptor.  The  cyano  group  of  the 
favored  ( R )­mandelonitrile,  accepted  hydrogen  bonds  from  the  oxyanion  hole  in  all  of  the 
CAC  poses  (46%  of  the  total  conformations),  Table  5.1 ,  Figure  5.2B .  The  hydrogen 
bond  acceptor  was  Ser80  in  95%  of  the  CAC.  Previous  docking  [295]  predicted  His235 
as  the  hydrogen  bond  acceptor.  While  our  docking  also  predicted  His235  as  the  hydrogen 
bond  acceptor,  Table  5.S5 ,  the  MD  simulations  favored  Ser80,  Table  5.1 .  QM/MM 
calculations  [345]  found  His235  to  be  a  possible  hydrogen  bond  acceptor,  but  did  not  test 
the  Ser80  alternative. 
The  relative  numbers  of  catalytically  active  frames  in  the  molecular  dynamics 
simulations  for  the  enantiomers  of  mandelonitrile  qualitatively  match  the 
enantioselectivity.  In  wild  type  Hb HNL,  the  favored  ( S )­enantiomer  adopts  CAC 
corresponding  to  the  Lys  mechanism  46%  of  the  time,  while  non­favored  ( R )­enantiomer 
adopts  this  CAC  only  2%  of  the  time,  Table  5.1 .  This  result  qualitatively  matches  the 
high  ( S )­enantioselectivity  of  Hb HNL.  The  non­favored  ( R )­enantiomer  also  adopts  a 
possibly  catalytically  active  conformation  where  cyano  group  accepts  a  hydrogen  bond 
from  the  hydroxyl  of  Thr11  and  the  mandelonitrile  hydroxyl  donates  a  hydrogen  bond  to 
the  hydroxyl  of  Ser80,  in  19%  of  the  simulation  time. 
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In  wt­ At HNL,  the  favored  enantiomer,  ( R )­mandelonitrile,  adopts  CAC  corresponding  to 
the  oxyanion  mechanism  44%  of  the  time,  while  the  non­favored  ( S )­enantiomer  adopts 
CAC  only  7%  of  the  time.  The  hydrogen  bond  acceptor  differs  for  the  enantiomers. 
( R )­Mandelonitrile  donates  a  hydrogen  bond  to  the  side  chain  of  Ser80  (95%  of  the 
catalytically  active  frames),  which  in  turn  hydrogen  bonds  to  Nε  of  His235.  In  contrast, 
( S )­mandelonitrile  donates  a  hydrogen  bond  directly  to  Nε  of  His235.  Ser80  accepts  a 
hydrogen  bond  from  a  wide  range  of  geometries,  but  His235  requires  the  proton  to  point 
to  the  lone  pair,  which  lies  parallel  to  the  ring  [325] .  This  more  stringent  geometric 
requirement  of  the  hydrogen  bond  to  His235  accounts  for  the  most  of  the  difference  in  the 
fraction  of  catalytically  active  frames.  The  same  preference  of  the  favored  enantiomers 
for  serine  and  slow  enantiomers  for  histidine  also  occurs  in  the  composite  active  sites 
below. 
5.6.2.2  Residue  correlations  in  molecular  dynamics 
The  locations  of  residues  54,  81  and  178  strongly  correlate  to  each  other  in  both  A9­H7 
and  A10­H6  active  sites.  Moreover,  the  locations  correlate  to  whether  mandelonitrile 
adopts  the  Asn  or  oxyanion  hole  binding,  Figure  5.S4 .  Residue  54  lies  in  the  second  shell 
and  differs  in  the  two  scaffolds;  phenylalanine  in  Hb HNL  scaffolds  and  valine  in  At HNL 
scaffolds.  Residue  81  lies  in  the  first  shell  next  to  mandelonitrile  and  is  phenylalanine  in 
wt­ At HNL  and  in  the  composite  active  sites;  in  wt­ Hb HNL  residue  81  is  cysteine. 
Residue  178  also  lies  in  the  first  shell  next  to  mandelonitrile.  In  the  A9­H7  active  sites 
and  in  wt­ Hb HNL,  178  is  phenylalanine,  while  in  the  A10­H6  active  sites  and  in 
wt­ At HNL,  178  is  leucine.  The  smaller  valine  at  position  54  in  At HNL  creates  a 
hydrophobic  pocket  outside  the  active  site.  Phe81  occupies  this  hydrophobic  pocket  in 
wt­ At HNL  and  in  At HNL  composite  active  sites  (Phe81­Ser80:  5.6  Å,  N­Cα­Cβ­Cγ 
dihedral  ­175°).  The  larger  phenylalanine  at  position  54  in  the  Hb HNL  scaffold  pushes 
the  side  chain  of  Phe81  towards  the  active  site  (Phe81­Ser80  4.4  Å,  N­Cα­Cβ­Cγ  dihedral 
­68°)  Figure  5.4 ,  Table  5.S8 .  Differences  in  the  side  chain  orientation  of  Phe81  may  also 
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contribute  to  switch  in  mechanism  by  blocking  the  oxyanion  hole  and  preventing  binding 
of  the  cyano  group  in  the  Hb HNL  scaffold.  In  Hb HNL  variants,  pointing  towards  the 
active  site,  the  side  chain  of  Phe81  pushes  residue  178  away  from  Ser80,  creating 
differently  shaped  active  sites.  In  the  At HNL  active  sites  Leu178  is  1.2  Å  closer  to  Ser80 
than  in  the  Hb  ones.  When  178  is  Phe,  this  difference  increases  to  1.7  Å.  That  the 
different  location  of  residue  178  contributes  to  different  enantioselectivity  in  the  two 
scaffolds  is  consistent  with  the  F178L  substitution  in  the  A10­H6  active  site  shifting 
enantioselectivity,  Figure  5.3 ,  Table  5.S4 . 
We  hypothesized  that  making  second  shell  residue  54  identical  in  the  composite  active 
sites  would  eliminate  differences  in  the  conformations  of  the  first  shell  residues  81  and 
178,  but  modeling  and  experiments  indicate  that  differences  persist.  As  hypothesized, 
modelling  indicated  that  the  F54V  mutation  changed  the  side  chain  of  Phe81  from 
pointing  into  the  active  site  in  Hb ­A10­H6  to  pointing  outside  of  the  active  site  in 
Hb ­A10­H6­F54V  (Phe81­Ser80:  5.6  Å,  N­Cα­Cβ­Cγ  dihedral  ­164°).  However,  contrary 
to  the  hypothesis,  modelling  indicated  that  the  V54F  mutation  in  the  At ­A10­H6  did  not 
change  the  conformation  of  Phe81.  It  remained  pointing  outside  the  active  site 
(Phe81­Ser80:  5.6  Å,  N­Cα­Cβ­Cγ  dihedral  =  ­157°)  despite  the  larger  residue  at  54.  The 
conformation  of  Phe81  in  the  At HNL  scaffold  differs  from  the  prediction  because  the 
main  chain  positions  of  54  are  further  from  Ser80  in  At HNL  than  in  Hb HNL.  This 
difference  creates  a  larger  hydrophobic  pocket  outside  the  active  site  in  At HNL,  allowing 
both  Phe54  and  Phe81  to  fit  into  it,  see  Table  5.S7 ,  footnote  a.  Experimentally,  the 
enantioselectivity  Hb ­A10­H6_F54V  and  At ­A10­H6_V54F  did  not  change  significantly 
as  compared  to  the  A10­H6  proteins  ( Table  5.S4 ).  At ­A10­H6_V54F  was  still  ( R ) 
selective,  while  Hb ­A10­H6_F54V  was  still  ( S )  selective.  Variants  with  a  valine  at 
position  54  were  twice  as  fast  (0.9­1.0  sec ­1 )  as  the  equivalent  enzyme  with  a 
phenylalanine  at  54  (0.4­0.5  sec ­1 ).  In  agreement,  modeling  found  that  favored 
( S )­mandelonitrile  bound  in  CAC  in  Hb ­A10­H6­F54V  in  73%  of  the  simulation  time, 
99%  by  the  Asn  mechanism.  Favored  ( R )­mandelonitrile  bound  in  CAC  in 
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At ­A10­H6­V54F  in  45%  of  the  time,  89%  by  the  oxyanion  mechanism.  Changes  at 
position  54  reduced  the  largest  differences  in  the  shape  of  the  consensus  active  sites, 
however  it  could  not  account  for  difference  in  reactivity  and  enantioselectivity. 
Thirteen  residues  account  for  the  remaining  differences  in  the  shapes  of  the  active  sites. 
Their  positions  differ  between  the  At HNL  and  Hb HNL  scaffolds  by  1­2­fold  more  than 
the  median  movement  during  the  simulation.  At  six  of  these  locations,  the  amino  acids 
differ  between  the  two  scaffolds,  but  at  seven  locations  they  are  identical  (18,  83,  121, 
146,  152,  157,  158).  Correlation  analysis  revealed  a  second  region  (besides  residues 
54­81­178  discussed  above)  where  second  shell  residues  alter  positions  of  first  shell 
residues.  The  positions  of  second  shell  residues  Leu/Met153  and  Asn/Arg156  positively 
correlated  with  the  positions  of  first  shell  residues  Phe152,  Leu157  and  Tyr158.  Although 
these  first  shell  residues  are  identical  in  two  scaffolds,  their  positions  differ,  which  could 
alter  substrate  positioning.  Mutagenesis  at  second  shell  position  156  in  a  homologous 
HNL  increased  activity  and  ( S )­enantioselectivity,  consistent  with  a  role  of  this  residue  in 
orienting  the  substrate  [346] .  Residue  156  was  not  mutated  in  this  study. 
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Figure 5.S1 Comparison of loop 121­128 in  At HNL and  Hb HNL. The conformations of                         
residues 121 to 128 (shown in sticks) is different in the in wt­ Hb HNL (yellow) and                             
wt­ At HNL (cyan) enzymes. Different sequences at this stretch of the protein will result                         
in different conformations. Trp128 was shown to be important for substrate binding and                         
release in Hb HNL [344] therefore it is important to model the loop conformation as                           
accurately as possible. Local sequence alignment on the right show that consensus                       
active site sequences contain 5 identical residues with each wild type sequence. A10­H6                         
and A9­H7 active sites contain large, hydrophobic residues identical to  Hb HNL, shown                       
in red sticks. At HNL contains a Pro at 125 (trans conformation ­ 176°), while Hb HNL                             
contains a Phe at 125. While the hydrophobic phenyl group of Phe points to the interior                               
of the protein (SASA =18 Å 2 ) and participates in the shaping of the active site, proline is                                 
entirely solvent exposed (SASA = 133 Å 2 ) and lies further than 6 Å from the active site.                                 
Composite active sites are more likely to have Hb HNL like conformations at residues                         
121­128 than At HNL like conformations. Starting positions for residues 121­128 in the                       
At HNL consensus active sites were modeled based on the Hb HNL crystal structure.                       
The two structures were aligned to each other, then resides 121­128 were copied to the                             
At HNL structure from Hb HNL. The active site Ser80 and His235 are also shown in                           
stick  representation  to  facilitate  orientation. 
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Figure 5.S2 Inhibition of  Hb HNL catalyzed cleavage of ( S )­mandelonitrile by                   
( R )­mandelonitrile. Competitive inhibition by the nonpreferred enantiomere suggests that                 
it does have some capacity to bind to the active site. We found that, while                             
( R )­mandelonitrile does not react with wild type Hb HNL, it does inhibit its catalytic                         
activity and thus appears to bind to the active site. Rate (y­axis) shows change in                             
absorbance at 280 nm, indicating formation of benzaldehyde. Concentration of                   
( S )­mandelonitrile (from added racemic mandelonitrile) indicated on x axis, while                   
colored number and corresponding points and lines indicate total amount of R ­MNN                       
present (from both racemic mandelonitrile and added ( R )­mandelonitrile). Points indicate                   
blank corrected average of triplicates, lines indicate best fit for competitive inhibition                       
equation parameters. This analysis assumed competitive inhibition, though the data was                     
not sufficient to verify the inhibition type. The data could also be fit equally well to                               
noncompetitive inhibition or uncompetitive inhibition. The results indicate that Hb HNL                   
has a K M for S ­MNN of 0.59 mM, and a K i of 3.8 mM for R ­MNN. ( R )­mandelonitrile                                 
binds less tightly than the preferred enantiomer and does not react. These values yield an                             
apparent K M of 1.0 mM for racemic mandelonitrile, which is similar to the 1.2 mM that                               
was  previously  reported  [212] . 
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 Figure 5.S3 Chiral HPLC Trace of Asymmetric Mandelonitrile Synthesis. Asymmetric                   
synthesis of mandelonitrile by indicated enzymes. Separated on Chiralcel OD­H column                     
(Diacel), eluted with hexane:isopropanol (97:3) at flow rate of 1.0 mL/min and                       
monitored at 210 nm. The S and R enantiomers elute at 25 and 27 min, respectively. Top                                 
run  is  no  enzyme  control,  and  other  runs  are  catalyzed  by  the  indicated  enzyme  variant. 
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Figure  5.S4  Correlation  between  substrate  and  active  site  residue  positions. 
Representation  of  correlation  between  the  center  of  mass  (COM)  distances  of  the  active 
site  residues  from  Ser80,  and  atomic  distances  between  the  cyano  group  of  the  ligand 
and  the  partially  charged  hydrogens  of  Asn11,  Ala12  and  Phe81.  First  shell  and  second 
shell  residues  are  represented  by  dark  gray   and  light  gray  circles  respectively.  Residues 
whose  positions  differed  more  significantly  than  the  variance  in  their  positions,  and 
residues  whose  positions  correlated  with  more  than  0.7  with  each  other  are  included  on 
the  graphs.  The  yellow  circle  show  the  distance  between  the  nitrogen  of  the  cyano  group 
and  the  hydrogen  of  Asn11,  and  cyan  circles  represent  that  between  the  nitrogen  of  the 
cyano  group  and  the  main  chain  hydrogens  of  Ala12  and  Phe81.  Pairwise  correlations  of 
more  than  0.6  are   shown  on  the  figure.  Correlations  ±0.6  to  ±  0.7  are  represented  with 
gray  edges.  Red  edges  show  negative  correlations  while  positive  correlations  are  shown 
with  blue  edges.  The  thickness  of  the  colored  edges  show  the  strength  of  the  correlation 
between  the  distances:  thin  edges  show  correlations  of  0.7­0.8,  medium  edges  represent 
correlations  of  0.8­0.9  and  correlations  above  0.9  are  indicated  by  thick  edges. 
A9­H7  and  A10­H6  active  sites  in  the  two  backbones  are  compared  on  panels  A  and  B . 
Panel  C  illustrates  the  effect  of  F54V  mutation  on  the  correlations  for  the  A10­H6  active 
site.  The  strongest  correlations  in  the  A9­H7  and  A10­H6  active  sites  are  found  between 
residues  54  and  81.  They  also  linked  with  the  position  of  178  and  are  in  direct  relation 
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with  the  ligand  binding  mode.  However  when  F54V  mutation  is  added  to  the  A10­H6 
active  site  in  the  Hb HNL  backbone,  the  position  of  these  residues  are  no  longer 
correlated,  as  the  smaller  size  of  valine  allows  Phe81  remains  in  the  At HNL­like  buried 
conformation.  All  links  of  more  than  0.6  to  Phe178  are  absent.  Positions  of  residues  14, 
18,  152,  156  and  173  are  positively  correlated  to  Asn  binding,  and  positions  of  residues 
82,  83  and  103  are  positively  correlated  with  oxyanion  hole  binding  in  the  A10­H6_F54V 
active  site.  Although  the  extent  of  correlations  are  decreased,  the  same  residues  are  the 
key  players  as  in  A9­H6  and  A10­H7  active  sites  in  determining  substrate  binding. 
Positions  of  residues  148,  149,  152,  153,  156,  157  and  159  are  strongly  correlated  in  all 
investigated  active  sites.  Sequence  proximity  may  explain  this  relationship,  however 
median  differences  at  152,  153,  156,  157  and  158  positions  highlight  their  importance  in 
making  the  consensus  active  sites  different.   Residues  148,  149,  152,  157  and  158  were 
either  mutated  or  are  conserved  between  the  two  wild  type  proteins.  Second  shell 
residues  153  and  156  displayed  strong  correlations  with  other  residue  positions,  but  their 
median  positions  were  also  different  in  the  two  backbones.  As  such  they  will  be  the 
future  candidates  for  our  investigations  for  reversing  the  enantioselectivity. 
No  correlations  above  0.6  were  found  between  the  position  of  residues  121,  173  and  any 
other  investigated  residue  in  either  consensus  active  site,  suggesting  that  positions  of 
these  residues  are  weakly  linked  to  the  positions  of  other  active  site  residues.  The 
difference  in  the  medians  should  have  a  lesser  effect  on  the  overall  shape  of  the  active 
site  and  ligand  binding. 
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Table  5.S1  Active  site  distances a   to  substrate 
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a Distances of residues to substrate. The shortest heavy atom distances, in angstroms, for                           
closest 45 residues to ( S )­mandelonitrile are shown. Residue number, amino acid                     
identity, and closest atoms of amino acid and substrate are identified. Columns are split                           
when values differ between  Hb HNL and  At HNL.  Hb HNL and  At HNL structures (PDB:                       
1YB6 and 3DQZ chain A) were aligned and both measured against ( S )­mandelonitrile                       
from PDB: 1YB6. Table is sorted by increasing closest distance in  Hb HNL. Residues in                           
bold are the residues mutated in this study. All, except 54, were within 6 angstroms of                               
the  substrate  in  one  or  both  enzymes,  and  had  different  residues  in  the  two  enzymes. 
 
Table  5.S2  Primer  and  synthetic  gene  sequences 
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Table  5.S3  List  of  properties  measured  for  characterizing  ligand  binding 
 
a For any given hydrogen bond(D–H­ ­A–C) the listed parameters are defined as: d: H–A                             
distance. α: D–H­ ­A angle, β: H­ ­A–C angle. In plane dihedral angles are measured                             
for  hydrogen  bonds  donated  to  His235:  H­  ­N–C–N  dihedral  angle. 
b Residues 11, and 236 are different in wt­ Hb HNL than other investigated proteins.                         
Thr11 is a potential hydrogen bond acceptor and Lys236 may donate hydrogen bonds,                         
Asn11 and Met236 cannot fulfill the same properties. The properties marked are only                         
measured  in  the  wt­ Hb HNL  MD  simulations. 
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Table  5.S4  Mutant  enzymes  activity  and  enantioselectivity. 
 
Numerous hybrid active sites were created in both Hb HNL background and in the                         
At HNL background. Each enzyme is on a different row, with the active site residues                           
numbered across the top. Residues listed are those that differ between  At HNL and                         
Hb HNL and are within 6 angstroms of the substrate in Hb HNL PDB:1YB6, except                         
residue 54, which is more distant, but was suggested by molecular dynamics simulations                         
to be important. Underlined residues indicate they are part of the cap/lid domain. Yellow                           
indicates Hb HNL­like, while cyan indicates At HNL­like. Some of the enzymes,                   
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primarily Hb HNL mutants, did not show soluble expression, while a few were soluble                         
expressed  but  were  catalytically  dead. 
Qualitative expression solubilities were determined by SDS­Page analysis comparing                 
crude E. coli lysate with soluble E. coli lysate and Ni­NTA purified protein samples.                           
Activity was determined by measuring formation of benzaldehyde from the cleavage of                       
9mM racemic mandelonitrile at pH 5.1. Limit of detection varied based upon amount of                           
enzyme used. "nd" indicates not determined. Enantioselectivity given as enantiomeric                   
ratio with preferred enantiomer indicated. The values were determined by synthesis of                       
mandelonitrile from benzaldehyde and hydrogen cyanide, and chiral­HPLC analysis.                 
Where only preferred enantiomer is indicated, this was determined by comparing                     
cleavage  rates  of  racemic  mandelonitrile  and  ( R )­mandelonitrile. 
a The stabilizing mutation H103V was added to these improve expression so that                         
enantioselectivity and activity could be accurately determined. Some soluble enzyme                   
was recovered from these mutants without the stabilizing mutation and the activity and                         
enantioselectivity of enzymes not containing H103V seemed to be similar to those with                         
H103V.  Without  H103V,  rate  of  Hb ­A9­H7  is  1.8  sec ­1 ;  Hb ­A10­H6  is  1.2  sec ­1 . 
b These three mutants were prepared and characterized differently. Enzymes were                     
produced from BL21 E. coli grown in LB instead of TB media, and were assayed as                               
described by Okrob and colleagues [347] , reactions were done in a methacrylate cuvette                         
at  pH  6.0  in  the  presence  of  10  mM  rac­mandelonitrile. 
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Table  5.S5  Quantification  of  Asymmetric  Mandelonitrile  Synthesis 
 
Peaks from runs shown in Figure 5.S3 , and duplicates. Including unreacted substrate                       
(benzaldehyde),  and  presence  of  phenol  as  an  internal  standard. 
a Hb ­A9­H7 and Hb ­A10­H6 also included the mutation H103V to increase soluble                       
expression. Without this mutation, expression of these proteins was too low and too                         
impure  to  get  accurate  values. 
 
 
   
174 
Table 5.S6 Docking and binding energy calculation results for ( R ) and ( S )­mandelonitrile                       
in  wild  type  and  modelled  mutant  proteins. 
 
a  The  favored  enantiomer  is  emphasized  in  bold  for  each  protein. 
b   The  distance  only  to  the  closest  δ+  H  atom  is  shown. 
c Relative MM­GBSA binding energies between the different poses within one active                       
site. 
d Docking reproduced ( S )­Mandelonitrile binding observed in the crystal structure.                   
Shortest interacting distances: N­ Lys Nz: 3.1 Å, O­Ser Og: 2.5 Å,. The RMS distance                             
between the docked position and the crystal structure position is 0.4 Å. The largest                           
difference,  0.6  Å,  was  observed  at  the  C5  atom  of  the  aromatic  ring. 
Glide and induced fit docking results were processed as described in the methods                         
section. At least one binding pose is reported for each mandelonitrile enantiomer for                         
every  protein. 
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Both enantiomers of mandelonitrile were modeled in every enzyme as they both likely                         
bind. Variants with low enantioselectivity ( At ­A10­H6, At­A9­H7 and  Hb ­A10­H6) must                   
bind both enantiomers since both enantiomers react. Variants with high                   
enantioselectivity also likely bind the slow enantiomer. The slow enantiomer inhibited                     
the wild type proteins. Inhibition was quantified for Hb HNL ( Figure 5.S2 ), inhibition of                         
At HNL was not quantified but it was observed that 4.5 mM ( R )­mandelonitrile reacted                         
faster than 9 mM rac­mandelonitrile, suggesting the ( S )­mandelonitrile in the racemic                     
mix  is  inhibiting. 
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Table  5.S7  Center  of  mass  (COM)  distances  in  the  different  enzymes. 
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a Investigating the role of residue 54, mutations to the equivalent residue in the other                             
backbone was modeled. This change only influences the positions of residues 54 and 81.                           
Hb ­A10­H6_F54V:  Val54  13.5  ±  0.5  Å,   Phe81  5.6  ±  0.1  Å,  Phe178  9.8  ±  0.6  Å.  
At ­A10­H6_V54F:  Phe54  13.1  ±  0.3  Å,  Phe81:  5.6  ±  0.1  Å,  Phe178  9.5  ±  0.5  Å  .   
The size difference between valine and phenylalanine modified the distances by 1.5 Å                         
and 0.9 Å. At HNL and Hb HNL backbone positions differ at position 54; there is 0.5 Å                               
difference between the average distances in case of valine, and 1.2 Å for phenylalanine.                           
In At ­A10­H6_V54F Phe81 remains in its original conformation explaining the                   
experimentally  observed  enantioselectivity  of  the  V54F  mutations. 
b Bimodal distribution was observed. The COM of the conformation that is more                         
frequently  observed  is  indicated  in  the  table. 
Medians of the distances (Å) between the COM of the active site residues and Ser80                             
during the MD simulations. Distances were measured for the 45 residues listed in Table                           
5.S1 , except for Ser80, which was the reference. Presence and the nature of the ligand                             
had no visible influence on the shape of the active site, therefore data from the 3                               
different simulations (Apo, ( R )­Mandelonitrile, ( S )­Mandelonitrile) were merged             
together. The distances from Ser80 were also computed for the substrates ( R ) and                         
( S )­Mandelonitrile,  from  the  respective  simulations. 
Median and median absolute deviations (MAD) are used as robust statistical measures                       
of the central tendency and variability of the data. Differences in medians larger than                           
the MAD have values shown in dark font, and values two time larger are shown in bold.                                 
When the two wild type proteins have different residues, both are listed with  Hb HNL                           
residues  listed  first,  and  the  consensus  residues  are  shown  in  bold. 
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Table  5.S8  Phenylalanine  81  side  chain  orientation  during  MD  simulation. 
 
a Hb _wt contains cysteine at position 81. The values correspond to the N­Cα­Cβ­S                         
dihedral  angle. 
The angles (in degrees) correspond to average values for the N­Cα­Cβ­Cγ dihedral                       
angle during three repeats of 10 ns MD simulation. Values near ­75° point into the active                               
site pocket, while values of ­175° are buried in the hydrophobic core. Hb ­A9­H7 and                           
Hb ­A10­H6 behave similarly, the side chain of Phe81 pointing towards the interior of the                           
active site. The presence of the mandelonitrile influences slightly equilibrium angle, as                       
shown by the second and third columns, to create space for aromatic ring of the                             
substrate. At ­A10­H6 and At ­A9­H7 mutants show wild type like behavior regardless of                       
the presence of ligand. F54V mutation in Hb ­A10­H6 created enough space in the buried                           
region for Phe81 to remain in the At HNL like conformation. Introduction of the larger                           
phenylalanine at position 54 didn’t influence the conformation of Phe81, only rare                       
spontaneous reversible conformational changes can be observed during the trajectories,                   
as illustrated by the slight increase in the standard deviation, and the decrease of the                             
average values. The presence of the ligand favors the buried wild type At HNL like                           
orientation, as the occurrence of the conformation facing the active site decreases from                         
30% to 10% of the time of the simulations. Cysteine in the wild type Hb HNL crystal                               
structure is in the exposed conformation (­68°), it moves freely between the two                         
conformations during the trajectories, but adopts a buried conformation in the majority of                         
the  time  (84%  of  the  time  in  the  presence  of  the  ligand  and  66%  for  the  Apo  structures). 
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Section  III:  Overcoming  instability   
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Chapter  6:  Stabilization  of  an  α/β­hydrolase 
by  introducing  proline  residues:  salicylic 
binding  protein  2  from  tobacco 
The  following  chapter  is  a  reprint  of  Huang  J,  Jones  BJ,  Kazlauskas  RJ.  Stabilization  of 
an  α/β­hydrolase  by  introducing  proline  residues:  Salicylic  acid  binding  protein  2  from 
tobacco.  Biochemistry.  2015;54:  4330–4341. 
Paper  hyperlink:  http://pubs.acs.org/doi/abs/10.1021/acs.biochem.5b00333 
6.1  Summary 
α/β­Hydrolases  are  important  enzymes  for  biocatalysis,  but  their  stability  often  limits 
their  application.  As  a  model  α/β­hydrolase,  we  investigated  a  plant  esterase,  salicylic 
acid  binding  protein  2  (SABP2).  SABP2  shows  typical  stability  to  urea  (unfolding  free 
energy  6.9±1.5  kcal/mol)  and  to  heat  inactivation  (T 1/2 15  min   49.2±0.5  °C).  Denaturation  in 
urea  occurs  in  two  steps,  but  heat  inactivation  occurs  in  a  single  step.  The  first  unfolding 
step  in  urea  eliminates  catalytic  activity.  Surprisingly,  we  found  that  the  first  unfolding 
likely  corresponds  to  the  unfolding  of  the  larger  catalytic  domain.  Replacing  selected 
amino  acid  residues  with  proline  stabilized  SABP2.  Proline  restricts  the  flexibility  of  the 
unfolded  protein,  thereby  shifting  the  equilibrium  toward  the  folded  conformation.  Seven 
locations  for  proline  substitution  were  chosen  either  by  amino  acid  sequence  alignment 
with  a  more  stable  homolog  or  by  targeting  flexible  regions  in  SABP2.  Introducing 
proline  in  the  catalytic  domain  stabilized  SABP2  to  the  first  unfolding  in  urea  for  three  of 
five  cases:  L46P  (+0.2  M  urea),  S70P  (+0.1)  and  E215P  (+0.9).  Introducing  proline  in  the 
cap  domain  did  not  (two  of  two  cases),  supporting  the  assignment  that  the  first  unfolding 
corresponds  to  the  catalytic  domain.  Proline  substitutions  in  both  domains  stabilized 
SABP2  to  heat  inactivation:  L46P  (ΔT 1/2 15  min   =  +6.4  °C),  S70P  (+5.4),  S115P  (+1.8), 
S141P  (+4.9),  and  E215P  (+4.2).  Combining  substitutions  did  not  further  increase  the 
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stability  to  urea  denaturation,  but  dramatically  increased  resistance  to  heat  inactivation: 
L46P­S70P  ΔT 1/2 15  min   =  +25.7  °C.  This  straightforward  proline  substitution  approach  may 
also  stabilize  other  α/β­hydrolases. 
6.2  Introduction 
Most  proteins  are  only  marginally  stable;  that  is,  just  stable  enough  for  their  natural 
function  [348,349] .  This  marginal  stability  is  not  an  inherent  limitation  of  proteins  since 
most  proteins  can  be  stabilized  by  single  amino  acid  substitutions  without  compromising 
activity  [350] .  The  reason  for  the  marginal  stability  is  that  evolution  cannot  select  for 
more  than  the  minimum  stability.  Further,  if  a  hyperstable  protein  arises  randomly,  further 
random  amino  acid  substitutions  are  likely  to  decrease  the  stability  of  a  protein  until  the 
stability  drops  to  the  minimum  needed.  The  result  is  proteins  that  are  just  stable  enough 
for  their  function  [351] . 
Most  applications  require  stable  enzymes  that  tolerate  harsh  reaction  conditions  or 
maintain  activity  for  an  extended  time  under  moderate  conditions  [131,132,352] .  Stable 
enzymes  also  tolerate  numerous  amino  acid  substitutions  so  are  better  starting  points  for 
protein  engineering  [353–356] .  Because  of  the  marginal  stability  of  most  proteins,  most 
proteins  for  biocatalysis  need  to  stabilized.  In  this  work  we  use  an  esterase  from  tobacco, 
salicylic  acid  binding  protein  2,  as  a  model  α/β­hydrolase  fold  protein.  This  protein 
superfamily  contains  many  biocatalysts  including  esterases,  lipases,  hydroxynitrile  lyases 
and  dehalogenases  [182,184,357] .  General  methods  to  stabilize  this  class  of  enzymes 
would  be  broadly  useful  for  biocatalysis.  We  analyze  the  unfolding  of  this  model  esterase 
and  test  proline  substitution  as  a  stabilization  strategy. 
Two  common  methods  to  measure  protein  stability  are  denaturant­induced  unfolding  and 
heat  inactivation.  Stable  proteins  adopt  folded  conformations  in  solution,  but  are  in 
equilibrium  with  a  tiny  fraction  of  unfolded  protein  conformations,  Figure  6.1A .  Adding 
denaturant,  such  as  urea,  disrupts  hydrogen  bonding  between  amide  groups  and  shifts  the 
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equilibrium  toward  the  unfolded  form  [358–360] .  By  measuring  the  equilibrium  amount 
of  unfolded  protein  in  different  concentrations  of  urea,  one  can  extrapolate  to  the  free 
energy  of  unfolding  without  urea  [361] .  Free  energy  values  are  particularly  useful  for 
rational,  structure­based  protein  engineering  since  they  relate  directly  to  molecular 
properties  like  the  contributions  of  flexibility  to  entropy. 
 
Figure 6.1  Simplified protein unfolding.  A ) Native folded proteins (N) are in equilibrium                         
with unfolded proteins (U); addition of denaturant such as urea shifts the equilibrium                         
toward the unfolded form. Unfolding sometimes involves a stable, partially unfolded                     
intermediate, [I]. B ) Heat also shifts the equilibrium toward the unfolded form; unfolded                         
proteins can further aggregate or adopt misfolded conformations. C ) Replacement of an                       
amino acid with proline can shift the folded­unfolded equilibrium toward the folded                       
form. The proline should be placed in a location that does not disrupt the folded                             
conformation. Proline limits the flexibility of the unfolded form reducing the entropic                       
advantage  of  unfolding  by  ~1.2  kcal/mol. 
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Measuring  the  heat  inactivation  temperature  of  a  protein  also  measures  stability,  Figure 
6.1B .  Heat  shifts  the  equilibrium  between  folded  and  unfolded  proteins  by  increasing  the 
entropy  contribution  [362] .  The  unfolded  state  created  by  heating  may  differ  from  the 
unfolded  state  created  by  urea  denaturation  because  the  destabilization  mechanisms 
differ.  In  addition,  heat  denaturation  usually  irreversibly  misfolds  proteins,  which 
prevents  measuring  the  free  energy  of  unfolding.  Measuring  stability  by  heat  inactivation 
is  easier  than  urea  denaturation  and  more  closely  matches  the  goal  of  many  applications  – 
for  the  enzymes  to  remain  active  for  long  times  at  elevated  temperatures  [95,363] . 
The  α/β­hydrolase  fold  superfamily  contains  important  enzymes  for  industrial 
applications  [364–366] .  For  example,  lipases,  esterases  and  hydroxynitrile  lyases  make 
enantiopure  intermediates  for  pharmaceutical  synthesis  and  dehalogenases  degrade 
pollutants.  Stabilization  of  α/β­hydrolase  fold  enzymes  is  an  important  goal  because  it 
can  extend  the  applications  of  these  enzymes. 
Most  measurements  of  stability  of  α/β­hydrolases  use  heat­induced  unfolding  or 
deactivation.  For  example,  lipase  B  from  Candida  antarctica  unfolds  at  46.4  to  54.8  °C 
[367,368] ,  Table  6.1 .  In  a  few  cases,  researchers  measured  the  stability  of  α/β­hydrolases 
by  urea­induced  denaturation.  For  example,  cutinase  has  an  unfolding  free  energy  of 
7.7±0.6  kcal/mol.  The  unfolding  occurred  in  one  step  because  cutinase  contains  only  one 
domain  [369] .  For  many  α/β­hydrolases,  the  unfolding  is  more  complex  and  the  free 
energy  cannot  be  extracted  from  urea  denaturation  curves.  Most  α/β­hydrolases  contain 
two  domains:  a  cap,  or  lid,  domain  and  a  catalytic  domain.  If  these  domains  unfold 
independently  via  a  partly  unfolded  intermediate,  then  this  more  complex  unfolding 
prevents  extracting  free  energies  from  the  urea  denaturation  curves.  For  two  special 
cases,  esterases  from  thermophiles,  the  urea  induced  unfolding  was  a  single  cooperative 
transition  and  the  free  energies  of  unfolding  could  be  derived  from  the  data  [370,371] . 
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Table 6.1  Stability of selected α/β­hydrolases measured by urea­induced denaturation                   
and  heat­induced  unfolding. 
Enzyme 
C 1/2 urea 
(M) a 
ΔG uw 
(kcal/mol) b 
T m   (°C) c  Reference 
lipase  B  from 
Candida  antarctica 
2.1 d  not  reported  46.4 f   ­  54.8 ei  [367,368] 
acetyl  esterase 
from  Escherichia 
coli 
6.2 ef  not  reported  not  reported  [372] 
cutinase  from 
Fusarium  solani 
pisi 
2.3 e  7.7±0.6  not  reported  [373] 
EST2  from 
Alicyclobacillus 
acidocaldarius 
5.9 ef  15±2  91 fi  [370,371] 
AFEST  from 
Archeoglobus 
fulgidus 
7.1 ef  12±2  99 fi  [370,371] 
hydroxynitrile 
lyase  from 
Manihot  esculenta 
not 
reported 
not  reported  ~65 g   ­  69.3 fi  [207,208] 
salicylic  acid 
binding  protein  2 
(SABP2)  from 
tobacco 
2.3,  4.0 e 
3.5  ±  0.5  (1st 
transition) j 
3.4  ±  1.0  (2nd 
transition) 
49.0  ±  0.3 g  this  work 
a Concentration  of  urea  where  the  protein  was  half  unfolded. 
b Free  energy  of  unfolding  in  water  extrapolated  from  the  urea  denaturation  curves.  When 
denaturation  involved  a  partly  unfolded  intermediate,  free  energies  could  not  be  calculated. 
c Temperature  where  the  protein  is  half  unfolded. 
d Detected  by  activity  assay. 
e Detected  by  fluorescence 
f Detected  by  circular  dichroism  spectroscopy. 
g 50%  activity  loss  after  15­min  incubation. 
h 50%  activity  loss  after  20­min  incubation. 
i Measured  by  heating  to  increase  in  temperature  at  a  constant  rate,  typically  1  °C/min 
j Free  energies  were  calculated  using  a  three  state  model. 
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 Salicylic  acid  binding  protein  2  from  tobacco  (SABP2)  is  a  typical  α/β­hydrolase  [374] . 
This  esterase  catalyzes  hydrolysis  of  methyl  salicylate  to  salicylic  acid  as  a  plant  defense 
signal.  Like  most  α/β­hydrolases,  SABP2  consists  of  two  domains,  Figure  6.2 .  The  larger 
catalytic  domain  (residues  1­111,  185­262;  189  aa,  72%  of  the  total  in  SABP2)  and  the 
smaller  cap  domain  (residues  112­184;  73  aa,  28%  of  the  total).  The  catalytic  domain 
forms  the  α/β­hydrolase  fold  with  a  central  core  of  β­strands  surrounded  by  α­helices.  It 
contains  the  catalytic  triad,  the  oxyanion  hole  for  catalysis,  and  part  of  the 
substrate­binding  site.  The  smaller  cap  (or  lid)  domain  sits  on  top  of  the  catalytic  domain 
and  forms  the  rest  of  the  substrate­binding  site.  This  cap  domain  contains  a  three­stranded 
antiparallel  β­strands  and  three  helices.  Each  domain  contains  approximately  equal 
numbers  of  polar  and  nonpolar  amino  acid  residues.  The  catalytic  domain  contains  48% 
polar  and  52%  nonpolar,  while  the  cap  domain  contains  51%  polar  and  49%  nonpolar. 
Substitution  of  amino  acid  residues  with  proline  often  increases  protein  stability 
[375–377] .  The  locations  are  chosen  so  the  proline  substitution  does  not  affect  the  folded 
form.  Proline  restricts  the  flexibility  of  the  unfolded  protein  as  compared  to  other  amino 
acids,  thus  lowering  the  entropy  gain  upon  unfolding  by  ~4  cal/deg  mol  relative  to 
alanine  [375] ,  which  corresponds  to  ~1.2  kcal/mol  at  300  °K,  Figure  6.1C .  This  change 
shifts  the  equilibrium  toward  the  folded  form,  thereby  stabilizing  the  protein. 
In  this  work,  we  examine  the  unfolding  of  a  typical  α/β­hydrolase,  salicylic  acid  binding 
protein  2  from  tobacco  (SABP2).  We  measured  the  stability  of  this  esterase  by  both 
denaturant­induced  unfolding  and  heat­induced  inactivation.  Urea  induced  denaturation 
involved  a  partly  unfolded  intermediate  and  thus,  two  unfolding  transitions.  Fitting  the 
data  to  a  three­state­model  yielded  free  energies  for  each  unfolding  step.  Introducing 
proline  substitutions  in  the  catalytic  domain  stabilized  this  protein  to  urea  denaturation, 
while  substitutions  in  either  domain  stabilized  the  protein  to  heat  inactivation.  The  largest 
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increase  was  a  25.7  °C  increase  in  the  heat  inactivation  temperature.  A  similar  approach 
may  also  stabilize  other  α/β­hydrolase  fold  enzymes. 
 
Figure 6.2  Ribbon representation of the structure of SABP2 (PDB entry 1y7i). The                         
catalytic domain shown as magenta and cap domain as turquoise. The active site lies at                             
the interface of the two domains and contains bound product (salicylic acid, spheres,                         
ocean­colored carbons). Exposure of the four tryptophan residues (yellow sticks) to                     
solvent upon unfolding causes decreases in their fluorescence. The seven residues                     
labelled and shown as spheres were substituted by proline. The changes in urea                         
concentration needed to unfold the protein are marked, where positive values indicate                       
stabilization. The second monomer (gray ribbons at the upper left) identifies location of                         
the  dimer  interface. 
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 6.3  Experimental  section 
6.3.1  General 
Reagents  were  from  Sigma  Aldrich  unless  otherwise  noted.  House  deionized  water  was 
further  purified  with  a  Milli­Q­water­system  (Millipore,  Billerica,  MA,  USA,  18  MΩ 
purity).  Integrated  DNA  Technologies  (Coralville,  IA)  made  the  primers  for  the 
polymerase  chain  reaction  and  ACGT  (Wheeling,  IL)  sequenced  the  DNA  using  BigDye 
terminator  version  3.1.  Pfu  DNA  polymerase  was  bought  from  Agilent  Technologies  (La 
Jolla,  CA),  Dpn  I,  DNA  marker  and  SDS­PAGE  protein  marker  were  from  Invitrogen 
Life  Technologies  (Grand  Island,  NY).  Isopropyl­β­D­thiogalactopyranoside  (IPTG)  was 
from  Gold  Biotechnology  (St.  Louis,  MO)  and  ampicillin  was  bought  from  Roche 
Diagnostics.  Escherichia  coli  DH5α  and  BL21  competent  cells  were  prepared  by  calcium 
chloride  treatment  [378] .  The  protein  concentrations  were  determined  by  the  Bradford 
dye­binding  assay  at  595  nm  using  the  Bio­Rad  reagent  and  bovine  serum  albumin  as  the 
standard  [379] .  Protein  gels  were  run  on  sodium  dodecyl  sulfate  polyacrylamide  gradient 
gels  (NuPage  4­12%  Bis­Tris  gel  from  Invitrogen)  using  BenchMark  protein  ladder  (5 
μL/lane)  as  the  standard.  DNA  gels  were  run  using  0.8%  ultrapure  agarose  with  1×TAE 
buffer  and  1  kb  DNA  ladder  as  a  standard.  Unless  otherwise  noted,  E.  coli  strains  for 
protein  expression  were  grown  in  modified  TB  media  (12  g/L  bacto­tryptone,  24  g/L 
bacto­yeast  extract,  9.86  g/L  glucose  with  2.3  g  KH2PO4  +  12.5  g  K2HPO4)  containing 
100  μg/mL  ampicillin,  and  incubated  in  unbaffled  Erlenmeyer  flasks  at  37  °C  shaking  at 
250  rpm.  The  amino  acid  sequences  of  Me HNL  [380]  and  SABP2  [374]  were  aligned 
using  ClustalX  2.1  [381] . 
6.3.2  Site­directed  mutagenesis  of  SABP2 
The  site­directed  mutagenesis  of  salicylic  acid  protein  2  (SABP2)  was  carried  out  using 
the  Stratagene  QuikChange™  method  where  mutagenic  primers,  Table  6.S1 ,  were  used 
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to  amplify  the  entire  plasmid  using  the  polymerase  chain  reaction  [382] .  The  reaction 
mixture  contained  DNA  template  (wild­type  SABP2  gene  with  a  C­terminal  six­histidine 
tag  in  the  pET21a(+)  expression  vector  (pET21a(+)­SABP2),  1  ng),  forward  and  reverse 
primers  (100  μM,  1  μL  of  each),  10×  PCR  buffer  (5  μL),  dNTPs  (0.9  μL  10  mM),  Pfu 
DNA  polymerase  (1  μL,  2.5  U)  and  autoclaved  water  to  a  final  volume  of  50  μL.  The 
thermocycling  program  for  plasmid  amplification  was  95  °C  for  1  min,  25  cycles  of  95 
°C  for  30  s,  55  °C  for  30  s  and  72  °C  for  7  min,  with  a  final  extension  at  72  °C  for  10  min 
using  an  OpenPCR  thermocycler  (Chai  Biotechnologies,  Santa  Clara,  CA).  After 
confirming  that  the  amplification  succeeded  by  agarose  gel  electrophoresis,  the 
methylated  parental  DNA  strand  was  digested  by  addition  of  DpnI  (5  U)  and  incubation 
at  37  °C  for  3  h.  An  aliquot  of  the  reaction  mixture  (10  μL)  was  used  to  transform  E.  coli 
DH5α  competent  cells  by  heat  shock.  The  transformed  cells  were  spread  on  a  lysogeny 
broth  (LB)  agar  plate  containing  100  μg/mL  ampicillin  and  incubated  at  37  °C  overnight. 
Several  resulting  colonies  were  picked,  grown  overnight  in  liquid  LB­ampicillin  media  (3 
mL)  and  plasmid  DNA  was  isolated  using  the  QiaPrep  MiniPrep  kit.  Sequencing  of  the 
entire  SABP2  gene  confirmed  that  it  contained  the  desired  mutations,  but  no  others. 
6.3.3  Protein  expression  and  purification 
E.  coli  BL21  (DE3)  containing  pET21a(+)­SABP2  or  the  corresponding  mutated  plasmid 
were  grown  in  modified  TB  media  at  37  °C  until  the  OD 600   reached  1.4­1.6,  and  then 
cooled  to  17  °C.  Protein  expression  was  induced  by  adding  IPTG  to  a  final  concentration 
of  1  mM,  the  culture  was  shaken  at  17  °C  for  24  h  and  the  cells  were  harvested  by 
centrifugation  at  5000×g  for  15  min  at  4  °C.  Supernatants  were  discarded  and  cells  were 
resuspended  in  buffer  A  (50  mM  sodium  phosphate  buffer,  300  mM  NaCl,  20  mM 
imidazole,  pH  8.2).  The  cells  were  lysed  at  4  °C  in  an  ice­water  bath  by  ultrasound 
(Sonifier,  output  magnitude  40%,  duty  time  3  s,  interval  time  6  s,  8  min).  The  cell  extract 
was  centrifuged  at  12,000×g  at  4  °C  for  30  min  and  the  supernatant  used  for  protein 
purification.  The  recombinant  proteins  contained  a  C­terminal  hexahistidine  tags  and 
were  purified  from  the  cell  lysate  by  Ni­affinity  chromatography  (Ni­NTA,  Qiagen) 
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according  to  the  manufacturer's  instructions.  Proteins  were  eluted  in  buffer  B  (50  mM 
sodium  phosphate,  300  mM  NaCl,  125  mM  imidazole,  pH  8.2),  then  the  buffer  was 
exchanged  to  BES  (N,N­bis(2­hydroxyethyl)­2­aminoethanesulfonic  acid,  5  mM,  pH  7.2) 
using  10,000  MWCO  Amicon  Ultra  spin  concentrators  (Millipore,  Billerica,  MA,  USA 
6.3.4  Esterase  activity 
Hydrolysis  of  p ­nitrophenyl  acetate  (pNPAc)  was  measured  at  pH  7.2  and  24  °C,  and  was 
corrected  for  spontaneous  hydrolysis.  The  assay  was  performed  in  a  96­well  microtiter 
plate  with  reaction  volume  of  100  μL  (light  path  length  =  0.29  cm)  containing  pNPAc 
(0.3  mM),  6.67  vol%  acetonitrile,  BES  (4.2  mM,  pH  7.2)  and  about  1  μg  of  enzyme.  The 
release  of  p ­nitrophenoxide  ( ε  404  nm  =  16,600  M −1   cm −1 )  was  measured 
spectrophotometrically  (SpectraMax  Plus  384  plate  reader,  Molecular  Devices, 
Sunnyvale,  CA).  Enzyme­catalyzed  and  spontaneous  reaction  rates  were  measured  in 
triplicate  and  reported  as  the  mean  and  standard  deviation.  One  unit  of  activity 
corresponds  to  one  μmol  of  p ­nitrophenoxide  released  per  minute.  Steady  state  kinetic 
constants  were  determined  with  the  same  method  by  varying  the  p ­nitrophenyl  acetate 
concentrations  from  0  to  6  mM  (6.67  vol%  acetonitrile).  Data  was  fit  to  the 
Michaelis­Menten  equation  by  a  non­linear  fit  using  Origin  7.5  (OriginLab, 
Northampton,  MA,  USA). 
6.3.5  Thermodynamic  stability  of  wild­type  SABP2  and  variants 
The  unfolding  of  enzyme  in  increasing  concentrations  of  urea  (0­6.2  M)  or  guanidinium 
chloride  (GdmCl)  (0­4.5  M)  was  monitored  by  the  decrease  in  intrinsic  tryptophan 
fluorescence  using  SpectraMax  GEMINI  XS  plus­384  plate  reader  (Molecular  Devices, 
Sunnyvale,  CA)  with  an  excitation  wavelength  of  278  nm  and  an  emission  wavelength  of 
329  nm.  Each  well  in  the  96­well  microtiter  plate  contained  enzyme  in  BES  buffer  (20 
μL,  5  mM  buffer  pH  7.2)  with  final  protein  concentration  of  0.1­0.3  mg/mL,  (180­×)  μL 
of  assay  buffer  (5  mM  BES  buffer  pH  7.2),  and  ×  μL  of  urea  stock  solution  (8  M). 
Solutions  were  equilibrated  at  4  °C  for  16  or  24  h,  then  warmed  to  room  temperature  for 
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15­min  before  measuring  the  fluorescence.  The  relative  concentrations  of  the  folded  or 
native  conformation,  N ,  and  unfolded  or  denatured  state,  U ,  were  determined  by 
comparing  the  fluorescence  at  low  urea  concentrations  (completely  folded)  and  high  urea 
concentrations  (completely  unfolded).  The  equilibrium  ratio  of  folded  and  unfolded 
forms  at  a  particular  denaturant  concentration  yields  the  free  energy  of  protein  unfolding, 
ΔG ,  at  that  denaturant  concentration,  Equation  6.1 , 
  G T ln( )  Δ =− R N
U ( 6.1 ) 
where  R  is  the  gas  constant  and  T  is  the  temperature.  A  plot  of  this  free  energy  versus 
denaturant  concentration  yields  a  straight  line  of  the  form  in  Equation  6.2 , 
  G G  [urea]  Δ = Δ uw − m   ( 6.2 ) 
where  m  is  the  slope  and  ΔG uw   is  the  intercept.  This  intercept  corresponds  to  the  free 
energy  of   unfolding  in  the  absence  of  denaturant  [361,383] . 
To  study  whether  the  loss  of  fluorescence  correlated  with  a  loss  of  esterase  activity,  we 
measured  the  esterase  activity  remaining  after  denaturation.  Enzyme  was  incubated  with 
denaturant  for  16  h  and  an  aliquot  (10  μL,  ~1  μg  enzyme)  was  removed  and  immediately 
added  to  the  esterase  activity  assay  solution  (90  μL).  The  increase  in  absorbance  at  404 
nm  monitored  as  described  above. 
To  measure  the  reversibility  of  unfolding,  the  enzyme  was  incubated  with  denaturant  and 
then  the  denaturant  was  removed  by  dialysis  (10  kDa  MW  cut  off,  3.5  L  BES  buffer,  5 
mM,  pH  7.2)  for  total  of  24  h,  while  replacing  with  fresh  buffer  three  times.  The  esterase 
activity  of  dialyzed  enzyme  was  compared  to  the  activity  before  incubation  with 
denaturant. 
6.3.6  Monitoring  unfolding  at  two  wavelengths 
To  confirm  the  formation  of  an  intermediate  in  the  unfolding  of  SABP2,  we  measured  the 
fluorescence  intensity  at  different  urea  concentrations  at  two  wavelengths:  320  nm  ( Y 320 ) 
and  365  nm  ( Y 365 ).  If  the  folded  protein  ( N )  unfolds  without  a  stable  intermediate  to  the 
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unfolded  form  ( U ),  then  the  changes  at  the  two  wavelengths  are  proportional;  a  plot  of 
Y 320   versus  Y 365   is  a  straight  line  according  to  E quation  6.3  (derivation  and  explanation 
by  Bushmarina  and  colleagues  [384] ). 
 
             a Y      whereY 320 =   + b 365  
              (N ) Y (N )      and  a = Y 320 − Y (U)   Y  (N)365 − 365
Y  (U)   Y  (N)320 − 320
365   ( 6.3 ) 
  b =  Y (U)   Y  (N)365 − 365
Y  (U)   Y  (N)320 − 320  
Y 320 (N)  represents  the  fluorescence  intensity  at  320  nm  due  to  the  folded  form  and  Y 365 (U) 
represents  the  fluorescence  intensity  at  365  nm  due  to  the  unfolded  form.  Several  groups 
have  used  this  two­wavelength  approach,  first  described  by  Burstein,  to  detect 
intermediates  in  protein  folding,  although  they  typically  use  a  simple  two  line  fit  to  the 
data  [384–387] .  This  two­line  method  assumes  that  there  is  no  overlap  between 
transitions  and  no  points  where  a  significant  portion  of  protein  is  in  more  than  two  states. 
The  nonlinear  solution  method  used  here  allows  for  overlap  between  transitions. 
Extending  E quation  6.2  to  a  three­state  model  yielding  E quations  6.4  and  6. 5  where 
ΔG ni   is  the  free  energy  of  native  to  intermediate  transition,  and  ΔG iu   the  free  energy  for 
the  transition  of  intermediate  to  unfolded. 
  G T ln K G [urea]  Δ ni = R ni = Δ niuw − mni ( 6.4 ) 
  G T ln K G [urea]  Δ iu = R iu = Δ iuuw − miu ( 6.5 ) 
The  free  energy  of  each  transition  in  pure  water  is  ΔG niuw   and  ΔG iuuw   and  K ni   is  the  ratio 
of  protein  in  the  native  and  intermediates  states,  while  K iu   is  the  ratio  of  protein  in  the 
intermediate  and  unfolded  states.  The  m  values  for  the  two  transitions  (m ni   and  m iu )  are 
the  susceptibility  of  native  and  intermediate  states  to  the  denaturant  such  as  urea.  These 
equations  predict  the  fluorescence  (Y)  at  a  particular  wavelength  and  concentration  of 
denaturant  from  the  parameters  of  fluorescence  of  each  state  (Y i ,  Y n ,  and  Y u ),  E quation 
6 .6 . 
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  Y = K +1+iu 1Kni
K Y + +Yiu u
Y n
Kni i   ( 6.6 ) 
Minimization  of  the  squared  residuals  between  measured  and  calculated  fluorescence 
using  the  nonlinear  “Solver”  Add­in  with  Microsoft  Excel  yielded  values  for  ΔG niH2O , 
ΔG iuH2O ,  and  Y i   for  both  wavelengths.  To  reduce  the  number  of  variables  and  prevent 
overfitting  of  data,  m  values  of  each  domain  of  SABP2  were  calculated  using  solvent 
accessible  surface  area  (ProtSA  [388] )  using  the  relationship  described  by  Myers  and 
colleagues  [389] .  The  calculated  m  value  for  the  catalytic  domain  was  1938  kcal/mol/M 
and  that  for  the  cap  domain  was  897.  Y n   and  Y u   were  the  average  of  the  three  highest  or 
lowest  fluorescence  readings.  The  95%  confidence  intervals  of  ΔG niH2O ,  and  ΔG iuH2O 
values  were  calculated  as  described  by  Kemmer  and  Keller  [390] .  We  used  the  “FINV” 
function  Microsoft  Excel  to  find  the  range  of  squared  residuals  within  the  0.95 
confidence  range  given  the  degrees  of  freedom.  ΔG niH2O ,  ΔG iuH2O   were  then  varied  and 
held  constant  while  other  variables  were  recalculated  using  Solver  to  determine  the  range 
of  ΔG niH2O ,  ΔG iuH2O   values  that  produced  squared  residuals  within  the  calculated 
confidence  range. 
6.3.7  Heat  stability  of  wild­type  SABP2  and  variants 
The  kinetic  stability  was  determined  by  measuring  the  residual  enzymatic  activity  at 
room  temperature  after  15­min  incubation  (BES  buffer,  5  mM,  pH  7.2)  at  elevated 
temperatures.  The  temperature  at  which  50%  of  the  enzymatic  activity  is  lost  after  15  min 
incubation,  T 1/2 15  min ,  was  determined  by  fitting  the  loss  of  activity  at  different 
temperatures  to  a  four­parameter  Boltzmann  sigmoidal  function  (y  = 
a+(b­a)/(1+e(x­x 0 )/k)  using  Origin  7.5  (Origin  Software  Inc.,  Northampton,  MA,  USA). 
Half­life  at  60  °C  was  calculated  from  the  activity  loss  after  15  minute  incubation  with 
the  function  15*ln(2)/ln(unheated/heated).  This  temperature  is  low  enough  to  retain  some 
activity  for  the  wild  type  enzyme,  but  high  enough  to  see  some  loss  of  activity  for  the 
stabilized  variants. 
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The  heat  denaturation  of  SABP2  was  also  measured  by  the  loss  of  circular  dichroism 
(CD)  signal  (JASCO  J­815  spectropolarimeter  with  Peltier­type  temperature  controller 
(PTC­348WI))  at  224  nm  upon  heating  the  sample  from  20  to  90  °C  at  2  °C  min −1 .  T 1/2 CD 
is  the  temperature  at  which  50%  of  the  signal  is  lost.  CD  measurements  were  made  at  a 
protein  concentration  of  0.2­0.3  mg/mL  in  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.2)  with  a  1  mm  path 
length  cell.  The  wavelength  of  224  nm  is  a  local  minimum  in  the  CD  spectrum  of  SABP2 
that  showed  the  largest  changes  upon  heating.  Signals  due  to  both  α­helix  and  β­sheet 
structures  typically  appear  in  this  region.  The  data  were  normalized  to  the  lowest  signal 
observed  at  224  nm. 
6.3.8  Computational  methods 
The  FoldX  algorithm  (version  3.0  beta5.1,  available  from  http://foldx.crg.es/ )  modelled 
protein  stability  for  various  amino  acid  replacements  using  empirically  weighted  energy 
terms  [391] .  The  X­ray  structure  of  SABP2  (PDB:1Y7I  [374] )  was  preprocessed  using 
“RepairPDB”  command  to  minimize  the  energy  of  the  structure,  followed  by  the 
“BuildModel”  command  to  evaluate  the  effect  of  various  substitutions. 
The  molecular  dynamics  (MD)  simulation  was  performed  using  the  software  NAMD 
[392]  using  64  Pentium  IV  processors  running  Ubuntu  Linux  starting  from  the  x­ray 
crystal  structure  of  SABP2  (PDB:1Y7I,  [374]  chain  A).  First,  the  structure  was  prepared 
for  the  simulation  by  adding  hydrogen  atoms  and  replacing  the  water  molecules  in  the 
structure  by  a  water  sphere  with  a  radius  of  10  Å  and  centered  at  the  protein's  center  of 
mass.  The  geometry  of  this  model  was  optimized  by  1,000  steps  of  energy  minimization. 
Next,  the  molecular  dynamics  simulation  modeled  2  ns  of  enzyme  motion  at  310  K  and 
1.013  bar,  which  required  ~48  h  of  calculation  time.  The  simulation  results  were 
visualized  using  the  VMD  molecular  graphics  program  [393] .  The  root  mean  square 
deviation  (RMSD)  and  root  mean  square  fluctuation  (RMSF)  values  for  backbone  atoms 
were  calculated  and  compared  to  the  experimental  RMSF  value,  which  can  be  derived 
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from  the  crystallographic  B­factors  (B,  temperature  factor)  according  to  E quation  6.7 
[394,395] . 
  MSFR 2 = 3B8π2 ( 6.7 ) 
6.4  Results 
6.4.1  Reversible  denaturation  in  urea  or  GdmCl  solutions 
Incubation  of  wild­type  SABP2  for  24  h  at  4  °C  in  solutions  of  increasing  urea 
concentration  caused  a  decrease  the  fluorescence  at  329  nm,  Figure  6.3A .  This  decrease 
is  consistent  with  protein  unfolding  to  expose  the  indole  ring  of  tryptophan  to  solvent, 
which  quenches  the  fluorescence.  SABP2  contains  four  tryptophan  residues:  Trp20  is 
completely  buried  within  the  catalytic  domain,  Trp131  is  mostly  buried  within  the 
cap­catalytic  domain  interface,  Trp18  buried  within  the  cap­catalytic  domain  interface  as 
well  as  contacting  the  cap  domain  from  the  other  monomer,  and  Trp220  is  partially 
solvent  exposed  within  the  catalytic  domain,  Figure  6.2  above.  Changes  in  the 
environment  of  these  tryptophans  decrease  the  fluorescence,  but  assigning  this  decrease 
to  specific  changes  in  structure  is  impossible  because  there  are  four  tryptophans  each 
with  multiple  possible  conformations  and  overlapping  electronic  states.  The  midpoint  of 
the  decrease  in  fluorescence,  which  corresponds  to  equal  amounts  of  folded  and  unfolded 
protein,  occurred  at  2.3  M  urea.  The  slight  increase  in  fluorescence  at  0.5­1.0  M  urea 
suggests  a  small  conformational  change,  but  the  details  of  this  change  are  unknown. 
The  denaturation  in  urea  also  decreased  the  hydrolytic  activity  (hydrolysis  of 
p ­nitrophenyl  acetate),  but  this  decrease  was  reversible.  When  the  hydrolytic  activity  was 
measured  immediately  after  removing  an  aliquot  from  the  urea  solution,  the  midpoint  of 
the  decrease  in  enzymatic  activity  occurred  at  2.4  M  urea,  Figure  6.3B ,  similar  to  the 
midpoint  of  the  fluorescence  decrease.  Unfolding  in  urea  required  hours  (data  not 
shown),  so  the  refolding  is  similarly  slow  since  the  ratio  of  the  forward  and  reverse  rates 
corresponds  to  the  equilibrium  constant.  The  ~5  min  required  for  the  assay  is  not  enough 
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time  to  refold  significant  amounts  of  protein.  However,  when  the  hydrolytic  activity  was 
measured  after  removing  the  urea  by  dialysis  over  24  h,  most  (78%)  of  the  original 
esterase  activity  was  recovered,  Table  6.S2 .  This  recovery  indicates  that  the  loss  of 
hydrolytic  activity  is  reversible  by  refolding  of  the  protein.  The  incomplete  recovery  may 
be  due  to  misfolding,  aggregation  or  the  formation  of  non­native  disulfide  links  during 
the  refolding.  SABP2  contains  five  cysteine  residues,  none  of  them  as  disulfide  links. 
 
Figure 6.3  Unfolding of wild­type SABP2 in urea solutions.  A ) Tryptophan                     
fluorescence at 329 nm decreased after incubation of SABP2 in increasing                     
concentrations of urea. The midpoint for the decrease occurred at ~2.3 M urea. RFU =                             
relative fluorescence units B ) Esterase activity ( p ­nitrophenyl acetate hydrolysis) also                   
decreased in increasing concentrations of urea. The midpoint for the decrease occurred                       
at ~2.4 M urea. Samples were incubated in urea solution, transferred to assay solution                           
without urea, and immediately assayed. The points in both panels represent the mean ±                           
standard  deviation  (SD)  of  three  independent  samples. 
SABP2  also  unfolded  in  solutions  of  guanidinium  chloride  (GdmCl),  but  at  lower 
concentrations  as  compared  to  urea,  Figure  6.S1 .  The  midpoint  of  unfolding  occurred  at 
0.80  M  GdmCl  according  to  both  the  decrease  in  tryptophan  fluorescence  and  the 
decrease  in  hydrolytic  activity.  While  both  urea  and  GdmCl  disrupt  hydrogen  bonding, 
GdmCl  also  disrupts  electrostatic  interactions  and  shows  a  stronger  unfolding  effect 
toward  most  proteins  [374] . 
196 
6.4.2  Unfolding  involves  a  least  one  intermediate 
The  changes  in  maximum  fluorescence  wavelength  show  a  different  pattern  from  the 
changes  in  fluorescence  intensity  described  above.  Buried  tryptophan  residues  typically 
fluoresce  maximally  at  330  nm,  while  solvent  exposed  tryptophans  fluoresce  maximally 
at  350  nm  [396] .  Thus,  one  expects  the  wavelength  of  the  fluorescence  maximum  to  shift 
from  330  to  350  nm  as  the  protein  unfolds.  Indeed,  this  shift  occurs  for  SABP2,  but  the 
midpoint  for  this  shift  occurs  not  at  2.1­2.4  M  urea  where  the  fluorescence  intensity  at 
329  nm  decreases  and  the  hydrolytic  activity  is  lost,  but  between  4  and  5  M  urea,  Figure 
6.4A .  Unfolding  in  GdmCl  shows  similar  behavior,  Figure  6.S2 .  The  midpoint  for  the 
decrease  in  fluorescence  intensity  at  329  nm  occurred  at  0.8  M  GdmCl,  but  the  midpoint 
for  the  shift  in  fluorescence  wavelength  occurred  between  1.5  and  2.0  M  GdmCl.  A 
closer  look  at  the  unfolding  curves  in  Figure  6.2A  shows  a  second,  smaller  change  in 
fluorescence  intensity  between  4  and  5  M  urea  and  in  Figure  6.S1A  a  second  change 
between  1.5  and  2.0  M  GdmCl.  The  existence  of  two  transitions  indicates  that  unfolding 
of  SABP2  involves  at  least  one  intermediate  state. 
Another  way  to  show  that  unfolding  involves  an  intermediate  is  to  monitor  the 
fluorescence  changes  at  two  wavelengths.  If  the  native  protein  unfolds  directly  to  the 
denatured  form,  then  the  fluorescence  changes  at  all  wavelengths  should  be  linear.  If  they 
are  not  linear,  then  unfolding  involves  at  least  one  intermediate.  A  plot  of  fluorescence 
intensity  at  320  nm  versus  the  fluorescence  intensity  at  365  nm  was  not  linear  indicating 
at  least  one  intermediate  state,  Figure  6.4B .  A  plot  of  unfolding  in  GdmCl  also  showed 
similar,  but  less  pronounced,  nonlinear  behavior,  Figure  6.S2B . 
6.4.3  Free  energies  of  unfolding 
If  protein  unfolding  occurs  in  one  step  (two  states),  the  denaturant­induced  shifts  in  the 
equilibrium  constant  can  be  extrapolated  to  0  M  denaturant  to  yield  the  unfolding  free 
energy  of  the  protein  in  water,  ΔG uw ,  see  E quation  6.2  above.  Although  we  know  that 
unfolding  of  SABP2  involves  an  intermediate,  we  nevertheless  fit  the  data  to  the  one­step 
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model,  which  yielded  an  unrealistically  low  value  of  2.4  kcal/mol,  Figure  6.S3 . 
Unfolding  free  energies  of  proteins  similar  in  size  to  SABP2  typically  range  from  5­15 
kcal/mol  [397–399] .  This  low  value  is  typical  for  much  smaller  proteins  of  50­70  amino 
acids.  Using  a  one­step  model  in  cases  involving  intermediates  underestimates  the  true 
unfolding  free  energy  [400] . 
Fitting  the  data  to  a  two­step  unfolding  model  (three  states)  yielded  a  free  energy  of 
unfolding  of  SABP2  in  water  of  6.9±1.5  kcal/mol.  The  two­step  unfolding  model 
includes  the  relative  amounts  of  folded,  unfolded  and  intermediate  states  at  various  urea 
concentrations  ( E quations  6.4  &  6. 5 )  and  extrapolates  these  values  to  0  M  urea.  The 
slope  of  the  lines  is  the  constant  m,  which  indicates  the  susceptibility  of  the  protein  to 
urea­induced  unfolding.  To  avoid  overfitting  of  the  data,  values  of  m  were  calculated 
from  the  surface  area  of  the  protein  domains.  The  two­step  model  fit  the  fluorescence 
data  more  closely  than  the  one­step  model.  The  sum  of  squared  residuals  was  65%  lower 
for  the  two­step  model,  Figure  6.S3 .  This  two­step  model  yielded  a  free  energy  of 
unfolding  of  3.5±0.5  kcal/mol  for  the  first  transition  (catalytic  domain)  and  a  similar 
3.4±1.0  kcal/mol  for  the  second  transition  (cap  domain),  Table  6.1 .  The  sum  of  the  two 
values,  6.9±1.5  kcal/mol  is  the  free  energy  of  unfolding  of  SABP2  in  water.  This  value  is 
similar  to  cutinase,  a  similarly  sized  enzyme  from  a  mesophile,  but  lower  than  that  for 
esterases  from  thermophiles,  Table  6.1  above. 
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 Figure 6.4  Unfolding of wild­type SABP2 involves a folding intermediate.  A ) Unfolding                       
of SABP2 shows two transitions. The maximum tryptophan fluorescence intensity drops                     
at ~2.3 M urea (left scale and curve; same data as in Figure 6.1A ), but the shift in the                                     
wavelength of emission occurs at ~ 5 M urea (right scale and curve). The lines                             
connecting the data points serve only to guide the eye. B ) Unfolding monitored at two                             
wavelengths simultaneously. The intensity of fluorescence at 320 nm ( Y 320 ) and at 365                         
nm ( Y 365 ) changes linearly if the folded protein ( N ) unfolds directly to the unfolded form                             
( U ), but changes nonlinearly if it unfolds via a stable intermediate ( I ). Numbers near the                             
symbols indicate the urea concentrations of the measurement. The nonlinear, three­state                     
model (darker line) fits the data better than the linear, two­state model (lighter line).                           
Each  point  represents  the  mean±SD  from  three  independent  samples. 
The  m­values  in  the  two­step  unfolding  model  assumed  that  the  first  unfolding 
corresponds  to  the  catalytic  domain  and  the  second  unfolding  corresponds  to  the  cap 
domain.  Reversing  this  assumption  resulted  in  a  poorer  fit,  with  a  sum  of  squared 
residuals  110%  higher.  This  assumption  is  also  consistent  with  substitutions  in  the 
catalytic  domain  causing  changes  in  the  first  transition,  see  below.  The  larger  domain 
unfolds  first  because  it  is  more  sensitive  to  urea. 
Unfolding  of  SABP2  in  GdmCl  did  not  yield  an  estimate  for  the  unfolding  free  energy  in 
water.  The  unfolding  also  involves  an  intermediate,  but  the  two  steps  are  not  sufficiently 
separated  to  measure  the  fluorescence  properties  of  the  intermediate.  Fitting  to  the 
three­state  model  was  not  possible  without  this  data. 
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6.4.4  Heat­induced  denaturation 
Heating  a  sample  of  wild­type  SABP2  at  1  °C/min  while  monitoring  the  circular 
dichroism  (CD)  signal  at  224  nm  showed  a  loss  of  signal  as  the  protein  unfolded.  The 
midpoint  for  the  change  (T 1/2 CD )  occurred  at  49.0  ±  0.3  °C,  Figure  6.5A .  Similarly, 
incubation  of  wild­type  SABP2  at  elevated  temperature  for  15  min  followed  by  cooling 
to  room  temperature  decreased  the  catalytic  activity,  Figure  6.5B .  This  experiment 
measures  the  reversibility  of  the  heat­induced  unfolding.  The  midpoint  for  the  decrease 
(T 1/2 15  min )  was  the  same  to  within  experimental  error  as  for  the  CD  measurement:  49.2  ± 
0.5  °C.  Thus,  the  heat­unfolded  protein  does  not  refold  quickly  upon  cooling.  The  half 
life  at  60  °C  was  3.5  min.  Both  transitions  appear  smooth  with  no  suggestion  of  an 
intermediate  state.  The  protein  remains  mostly  soluble  even  above  the  transition 
temperature  ( Figure  6.S4 ),  although  soluble  inactive  form  may  partly  aggregate. 
 
Figure 6.5 Heat­induced denaturation of wild­type SABP2.  A ) Loss of negative CD                       
signal at 224 nm upon heating SABP2 at 1 °C /min. The fit to a two­state unfolding                                 
indicates a melting temperature of 49.0±0.3 °C. B ) Incubation of SABP2 (0.2 mg/mL) at                           
elevated temperatures for 15 min, followed by cooling to room temperature decreased                       
the catalytic activity. The temperature where half the activity was lost (T 1/2 
15 min ) was                           
49.2±0.5  °C.  The  line  is  a  best  fit  to  a  sigmoidal  function. 
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6.4.5  Selecting  locations  for  proline  substitutions 
We  chose  locations  for  the  proline  substitutions  in  two  different  ways.  The  first  was 
amino  acid  sequence  comparison  with  a  more  stable  homolog.  Locations  were  the 
homolog  has  a  proline  residue  should  also  accommodate  a  proline  residue  in  the 
corresponding  location  of  SABP2.  The  homolog  chosen  was  hydroxynitrile  lyase  from 
Manihot  esculenta  ( Me HNL).  Both  SABP2  and  Me HNL  are  plant  enzymes,  they  share 
41%  identical  amino  acid  residues  and  both  structures  show  an  α/β­hydrolase  fold  where 
their  main  chains  overlay  with  an  rmsd  of  0.75  Å,  Figure  6.S5 .  Me HNL  is  much  more 
stable  than  SABP2  [207,208] .  Its  half­life  at  50  °C  (2.7  h)  is  more  than  ten  times  longer 
than  SABP2.  The  temperature  of  heat  induced  unfolding  as  measured  by  circular 
dichroism  spectroscopy  (T 1/2 CD ),  69.3  °C,  is  20  °C  higher  than  for  SABP2.  Alignment  of 
the  structures  and  amino  acid  sequences  of  SABP2  and  Me HNL  identified  six  locations 
where  Me HNL  contains  a  proline  residue,  but  SABP2  does  not:  L46,  S70,  S115,  K190, 
E215  and  V227,  Figure  6.S5 .  All  six  of  these  substitutions  were  tested.  Although  the 
esterases  from  thermophiles  in  Table  6.1  are  more  stable  than  Me HNL,  they  share  only 
14­16%  amino  acid  identity  with  SABP2,  so  the  structures  match  less  well  to  SABP2. 
The  second  way  to  choose  locations  for  proline  substitutions  was  to  add  them  in  flexible 
regions  within  SABP2  because  these  regions  should  be  able  to  accommodate  the  main 
chain  conformations  required  by  proline.  One  disadvantage  of  this  approach  is  that 
introducing  the  proline  in  a  flexible  region  will  reduce  its  flexibility.  Reducing  the 
flexibility  of  the  folded  form  decreases  its  entropy  and  stability,  but  we  expected  that  this 
decrease  would  be  smaller  than  the  effect  on  the  unfolded  form.  Other  researchers  have 
stabilized  α/β­hydrolases  by  targeting  random  substitutions  to  the  most  flexible  regions  of 
proteins  [401,402] .  Our  approach  also  targets  the  flexible  regions,  but  only  considers 
proline  residues  as  replacements. 
The  B­factors  from  the  x­ray  crystal  structure  of  SABP2,  determined  at  100  K,  shows  low 
average  flexibility,  Figures  6.6  and  6. S6 .  Flexible  regions  include  the  N­  and  C­termini,  a 
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region  in  the  cap  domain  (140­145)  and  two  regions  in  the  catalytic  domain  (66­73,  and 
180­203).  A  molecular  dynamics  simulation  at  310  K,  showed  a  higher  average  flexibility 
and  a  similar  pattern.  Regions  66­73  and  140­145  remain  flexible,  but  the  180­203  region 
shifts  to  160­180  and  a  region  30­60  also  appears  flexible.  We  targeted  the  proline 
substitutions  to  the  three  flexible  regions  identified  by  B­factors.  The  sequence 
comparison  above  already  suggested  proline  substitutions  in  two  of  the  regions:  S70  and 
K190. 
 
Figure 6.6  Flexibility of wild­type SABP2 and SABP2­L46P­S70P.  A ) The three most                       
flexible regions of wild­type SABP2 are the catalytic domain residues 66­73 and                       
180­203 and cap domain residues 140­145. These regions show the highest root mean                         
square fluctuation (RMSF) of the backbone atoms in both x­ray crystallography at 100 K                           
(dotted line) and molecular dynamics simulation at 310 K (solid line). B ) The region of                             
residues 20­70 (boxed) is more flexible in wild­type SABP2 (solid line) than in                         
SABP2­L46P­S70P  (dotted  line)  according  to  molecular  dynamics  simulation  at  310  K. 
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Among  the  six  amino  acid  residues  in  the  third  flexible  region  (140­145),  residues  142 
and  145  are  already  proline.  FoldX,  software  for  modeling  protein  stability,  predicted  that 
a  proline  substitution  at  G140,  E143  or  E144  would  destabilize  the  protein,  but  a 
substitution  at  S141  would  stabilize  the  protein,  Table  6.S3 .  We  chose  the  S141P 
substitution.  The  total  of  predicted  locations  for  substitution  is  seven:  six  from  sequence 
alignment  and  three  from  targeting  flexible  regions,  but  two  predictions  are  common  to 
both  methods. 
6.4.6  Single  proline  substitutions  increase  stability  of  SABP2 
Site­directed  mutagenesis  created  seven  variants,  each  with  a  different  single  proline 
substitution.  After  expression  of  the  proteins  in  E.  coli  and  purification  by  Ni­affinity 
chromatography,  SDS­PAGE  analysis  showed  pure  proteins. 
The  steady  state  kinetic  constants  for  the  single  proline  substitution  variants  were  within 
a  factor  of  two  of  those  for  wild­type  SABP2,  Table  6.2 .  The  average  k cat /K M   values  were 
0.7±0.2  mM −1 s −1   as  compared  to  0.81  mM −1 s −1   for  wild  type  SABP2.  The  largest  changes 
for  the  k cat /K M   value  were  a  decrease  by  a  factor  of  two  to  0.41  mM −1 s −1   for  K190P  and  an 
increase  by  a  factor  of  1.2  to  0.97  mM −1 s −1   for  S141P.  The  largest  changes  in  k cat   value 
were  a  decrease  by  a  factor  of  two  for  S115P  and  an  increase  by  a  factor  of  1.5  for  E215P. 
The  largest  changes  in  K M   value  were  a  decrease  by  a  factor  of  1.4  for  S141P  and  an 
increase  by  a  factor  of  2  for  V227P. 
The  increase  in  the  concentration  of  urea  needed  to  unfold  half  of  the  protein  (ΔC 1/2 urea ) 
indicated  an  increase  in  stability,  Table  6.2 .  Due  to  the  complexities  of  the  unfolding,  we 
did  not  convert  these  values  to  free  energies.  Variant  E215P  showed  the  largest  increase 
in  stability,  ΔC 1/2 urea   =  +0.9  M,  while  variant  K190P  showed  the  large  decrease  in  stability, 
ΔC 1/2 urea   =  −1.5  M.  Both  of  these  substitutions  were  in  the  catalytic  domain  suggesting 
that  this  first  unfolding  transition  unfolds  the  catalytic  domain.  The  changes  for  the  other 
five  variants  were  smaller,  ranging  from  ΔC 1/2 urea   =  +0.4  M  to  −0.4  M.  The  average 
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absolute  effect  on  urea  tolerance  for  mutations  in  the  catalytic  domain  was  larger  (0.62 
±0.52  M  urea)  than  for  mutations  in  the  cap  domain  (0.15  ±0.21). 
Table 6.2  Steady­state kinetic constants a and stability of SABP2 variants with added                       
proline  residues. 
SABP2  k cat   (s −1 )  K M   (mM) 
k cat /K M 
(mM −1 s −1 )  ΔC 1/2 
urea   (M) b  T 1/2 
60  °C 
(min) c 
T 1/2 15  min 
(°C) d 
ΔT 1/2 15  min 
(°C) 
WT  1.82±0.02  2.24±0.05  0.81  ­  3.50±0.03  49.2±0.5  ­ 
L46P  cat  2.44±0.12  3.10±0.23  0.79  +0.2  10.2±1.3  55.6±0.4  +6.4 
S70P  cat  1.88±0.08  3.10±0.28  0.61  +0.1  7.1±0.2  54.6±0.4  +5.4 
S115P  cap  0.89±0.04  1.85±0.23  0.48  −0.3  12±1.7  51.0±0.9  +1.8 
S141P  cap  1.56±0.05  1.60±0.11  0.97  0.0  9.4±0.3  54.1±0.8  +4.9 
K190P  cat  1.30±0.07  3.21±0.35  0.41  −1.5  <2  42.2±0.7  −7.0 
E215P  cat  2.68±0.20  3.49±0.38  0.77  +0.9  5.3±0.1  53.4±0.5  +4.2 
V227P  cat  2.51±0.21  4.42±0.45  0.79  −0.4  <2  46.9±0.7  −2.3 
L46P­S70
P  cat­cat  2.18±0.06  2.44±0.15  0.89  +0.1  22.5±1.7  74.9±1.7  +25.7 
L46P­S14
1P  cat­cap  2.29±0.16  3.03±0.30  0.76  −0.1  11.7±0.1  55.8±0.4  +6.6 
S70P­S141
P  cat­cap  3.42±0.07  3.77±0.15  0.91  −0.2  16.0±0.5  60.5±0.4  +11.3 
L46P­S70
P­E215P 
cat­cat­cat 
2.34±0.13  6.00±0.56  0.39  +0.9  17.5±0.5  57.2±0.4  +8.0 
L46P­S70
P­S141P 
cat­cat­cap 
2.05±0.10  2.74±0.10  0.75  0.0  14.4±0.2  59.6±0.8  +10.4 
a Hydrolysis  of  p ­nitrophenyl  acetate  at  pH  7.2. 
b Change in the concentration of urea where the protein was half unfolded as measured                           
by protein fluorescence at 329 nm (24 h incubation at 4 °C in 5 mM BES (pH 7.2),                                   
0.1­0.3 mg protein/mL). This unfolding corresponds the first transition, tentatively                   
assigned to an unfolding of the catalytic domain. Positive values indicate increased                       
stability. 
c half­life  for  activity  loss  at  60  °C. 
d Figure  6.S5  in  supporting  information  shows  the  heat  denaturation  curves. 
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The  proline  substitutions  also  increased  the  heat  inactivation  temperatures,  T 1/2 15  min ,  but 
the  best  variant  differed  from  that  identified  by  denaturation  in  urea.  The  largest  increase 
in  heat  inactivation  temperature  was  +6.4  °C  for  L46P,  and  the  second  best,  +5.4  °C  was 
S70P.  Both  these  substitutions  are  in  the  catalytic  domain.  Similarly,  the  half­lives  at  60 
°C  more  than  doubled  for  L46P,  S70P,  as  well  as  for  S115P  and  S141P.  The  worst  variant 
was  K190P,  with  a  temperature  decrease  of  7.0  °C  and  half­life  of  under  2  minutes  at 
60°C.  Variant  K190P  was  also  the  worst  one  as  measured  by  urea  denaturation.  This 
location  was  predicted  by  both  targeting  flexible  regions  and  the  sequence  alignment. 
Substitutions  in  the  catalytic  domain  cause  the  largest  increases  and  decreases  in  the  first 
unfolding  transition,  thus  identifying  this  transition  as  the  unfolding  of  the  catalytic 
domain,  Figure  6.2  above.  The  two  substitutions  in  cap  domain  had  little  effect  on 
urea­induced  unfolding.  ΔC 1/2 urea   was  unchanged  for  S141P  and  decreased  by  0.3  M  for 
S115P  indicating  a  slight  destabilization.  Two  of  the  substitutions  that  targeted  flexible 
regions  (S70P  and  S141P)  had  little  effect  on  the  equilibrium  in  urea  (ΔC 1/2 urea   =  +0.1  and 
0.0  M,  respectively),  possibly  because  they  reduce  flexibility  in  both  the  folded  and 
unfolded  conformations.  These  two  substitutions  stabilized  SABP2  to  heat  inactivation 
(ΔT 1/2 15  min   =  +5.4  and  +4.9  °C,  and  half­lives  of  12.0  and  9.4  min  at  60  °C,  respectively), 
possibly  by  reducing  aggregation. 
6.4.7  Multiple  proline  substitution  variants 
Combining  stabilizing  proline  substitutions  did  not  further  increase  stability  as  measured 
by  urea  denaturation,  but  did  increase  stability  dramatically  as  measured  by  heat 
inactivation,  Table  6.2  and  Figure  6.S7 .  The  most  stable  multiple  substitution  variant  as 
measured  by  urea  unfolding  was  L46P­S70P­E215P,  but  it  was  no  more  stable  than 
E215P.  The  most  stable  multiple  substitution  variant  as  measured  by  heat  inactivation 
was  L46P­S70P  with  a  T 1/2 15  min  of  74.9±1.7  °C,  which  is  a  dramatic  25.7  °C  higher  than 
wild  type  and  a  half  life  at  60  °C  more  than  six  times  longer  than  wild  type.  Both 
substitutions  are  in  the  catalytic  domain.  Molecular  dynamics  simulation  of 
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SABP2­L46P­S70P  folded  conformation  showed  less  flexibility  in  region  20­70  than 
wild  type,  Figure  6.4B  above. 
6.5  Discussion 
Unfolding  of  most  α/β­hydrolases  involves  intermediates,  but  in  a  few  cases  unfolding 
occurs  in  a  single  step  (cutinase,  esterases  from  thermophiles).  The  unfolding  of  SABP2 
in  urea  was  unusual  because  the  intermediate  can  be  clearly  distinguished  by 
fluorescence.  The  first  unfolding  transition  affects  fluorescence  at  365  nm,  while  both  the 
first  and  second  transitions  affect  the  fluorescence  at  320  nm.  Fitting  these  changes  to  a 
three  state  model  yields  a  free  energy  of  unfolding  of  3.4  kcal/mol  for  the  first  transition 
and  3.5  kcal/mol  for  the  second.  The  total,  6.9  kcal/mol,  is  typical  for  an  α/β­hydrolase 
from  a  mesophile. 
The  two  unfolding  steps  likely  correspond  to  the  separate  unfolding  of  the  two  domains; 
surprisingly  we  found  that  the  catalytic  domain  is  probably  the  first  to  unfold.  Multi 
domain  proteins  often  unfold  via  intermediates  where  one  domain  is  mostly  unfolded 
while  the  other  domain  is  still  predominantly  folded  [403] .  While  other  possibilities 
cannot  be  ruled  out,  our  data  is  consistent  with  one  domain  of  SABP2  unfolding  first, 
followed  by  the  other  domain.  The  loss  of  catalytic  activity  during  the  first  unfolding  is 
consistent  with  either  domain  unfolding  since  both  domains  contribute  to  the  substrate 
binding  site  and  disrupting  of  either  would  be  expected  to  disrupt  catalysis.  To  fit  the 
fluorescence  changes  upon  unfolding  best  required  m  values  predicted  by  the  surface 
areas  of  the  two  domains  with  the  catalytic  domain  corresponding  to  the  first  transition, 
and  the  cap  domain  corresponding  to  the  second  transition.  Substitutions  within  the 
catalytic  domain  have  a  large  effect  on  the  first  transition,  while  substitutions  within  the 
cap  domain  have  little  effect.  These  results  are  also  consistent  with  the  first  transition 
corresponding  to  the  unfolding  of  the  catalytic  domain. 
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Heat  induced  inactivation  showed  no  evidence  for  an  intermediate.  The  unfolding  by  heat 
disrupts  solvation  and  favors  flexible  unfolded  forms,  while  unfolding  with  denaturant 
disrupts  hydrogen  bonding.  It  is  possible,  even  likely,  that  urea­induced  denaturation  and 
heat­induced  denaturation  generate  different  unfolded  proteins,  so  that  changes  to 
increase  stability  may  affect  the  two  measures  differently. 
Locations  for  proline  substitution  were  chosen  based  on  an  amino  acid  sequence 
alignment  between  SABP2  and  Me HNL.  This  approach  showed  a  good  success  rate  to 
stabilize  against  urea  denaturation:  (3/6  =  50%):  substitutions  L46P,  S70P,  and  E215P. 
The  success  rate  was  slightly  better  in  stabilizing  against  heat  inactivation  (4/6  =  67%): 
substitutions  L46P,  S70P,  S115P,  and  E215P,  Table  6.3 .  The  three  substitutions  in  the 
catalytic  domain  stabilized  against  both  conditions  consistent  with  notion  that  it  unfolds 
in  both  two  conditions,  while  the  substitution  in  cap  domain  on  stabilized  against  heat 
denaturation  constituent  with  the  notion  that  the  cap  domain  does  not  unfold  first  in  urea. 
Adding  proline  to  flexible  regions  had  a  similar  success  rate.  This  approach  suggested 
three  substitutions:  S70P,  S141P  and  K190P,  where  S70P  and  K190P  were  also  predicted 
by  the  sequence  alignment.  For  urea  denaturation,  only  S70P  stabilized  SABP2  (33% 
success),  while  for  heat  inactivation,  both  S70P  and  S141P  stabilized  SABP2  (67% 
success),  Table  6.3 .  This  approach  required  more  effort  ­­  an  x­ray  crystal  structure  to 
identify  the  flexible  regions  and  some  computation  to  predict  which  location  in  these 
regions  would  be  best. 
Analysis  of  the  secondary  structure  can  also  suggest  locations  for  a  proline  [404,405] ,  but 
we  did  not  use  this  approach  because  it  ignores  the  surrounding  structure.  Proline  often 
occurs  at  the  i +1  position  of  type  I  β­turns,  at  the  i  position  in  type  II  β­turns,  as  the 
N­terminal  residue  of  α  helices,  and  sometimes  in  other  turn  positions  if  the  Ψ  angle  is 
near  −60°.  Analysis  of  the  SABP2  structure  using  program  PROMOTIF  through 
PDB­sum  ( http://www.ebi.ac.uk/pdbsum/ )  identified  39  locations  predicted  to  fit  a 
proline  residue  [380] .  Five  of  these  already  contain  a  proline  and  three  more  were 
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excluded  because  they  are  within  4  Å  of  the  bound  product,  leaving  31  possible  locations, 
Table  6.S4 .  Two  locations  predicted  above  –  S115  and  E215  –  are  among  these  31.  S115 
is  at  the  i+1  position  of  a  type  I  β  turn  and  E215  is  at  the  N­cap  of  an  α  helix.  Both  of 
these  substitutions  stabilized  the  protein.  The  other  five  predicted  locations  are  not  among 
the  31.  Two  of  these  destabilized  the  protein,  but  three  stabilized  it,  corresponding  to  an 
overall  success  of  4/7=  57%.  For  example,  residue  V227  does  not  fit  because  it  is  in  the  i 
position  of  a  type  VIII  β  turn  and  location  141  is  at  the  i  position  of  a  type  I  β  turn. 
Location  S70  may  be  a  special  case.  Although  it  does  not  fit  in  SABP2  because  it  is  at  the 
i  position  of  type  I  β  turn,  in  Me HNL  this  location  is  a  type  II  β  turn,  so  substituting  a 
proline  may  switch  the  conformation  of  the  turn. 
Table 6.3 Success of methods to choose location for proline substitution to increase the                           
heat  stability  of  SABP2. 
  Method a 
Mutation  copy  flexibility  structure b 
L46P  +++     
S70P  ++  ++  (++) c 
S115P  +    + 
S141P    ++   
K190P  ­­­  ­­­   
E215P  ++    ++ 
V227P  ­     
success  rate  4/6  2/3  2/2 
a Entries show change in T1/215 min: +++ = >6 °C, ++ = 3­6, + = 0­3, ­ = −3­0, = −3­−6,                                         
­­­  =  <−6. 
b Analysis of SABP2 secondary structure predicted 34 possible locations for a proline                       
substitution.  Only  two  of  these,  S115P  &  E215P,  were  also  predicted  by  other  methods. 
c In SABP2 residue 70 does not have a secondary structure that accommodates proline,                         
but its conformation may change to the type II β turn conformation found in Me HNL,                             
which  can  accommodate  proline 
Our  success  with  the  structure  approach  (57%)  is  similar  to  that  found  by  others.  Using 
structural  analysis,  Prajapati  and  colleagues  [406]  found  4  of  7,  0  of  1,  and  2  of  4  proline 
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substitutions  (50%  overall)  increased  thermal  stability  in  the  proteins 
leucine–isoleucine–valine  binding  protein,  ribose  binding  protein,  and  thioredoxin, 
respectively.  A  meta  analysis  of  all  reported  proline  substitutions  in  the  Protherm 
database  [407]  found  33  proline  substitutions  in  10  proteins;  sixteen  of  these  (48%) 
increased  thermal  stability.  Thus,  the  success  of  the  structure  approach  matches  the 
average  of  all  approaches. 
Homolog  comparison  was  more  successful  for  SABP2  (67%)  and  others  also  reported 
high  success  rates.  For  example,  Watanabe  and  colleagues  [377]  found  7  of  9  proline 
substitutions  (78%)  copied  from  a  thermostable  homolog  increased  stability  of 
oligo­1,6­glucosidases.  The  improved  success  rate  when  copying  from  homologs 
suggests  that  structure  analysis  predicts  the  fit  of  proline  replacements  poorly,  likely 
because  it  considers  only  secondary  structure  while  ignoring  the  surrounding  regions. 
Homolog  comparison  may  be  more  successful  because  it  adds  information  from 
evolutionary  history.  Destabilizing  proline  substitutions  will  be  selected  against;  for  that 
reason  identifying  proline  locations  in  homologs  may  be  more  reliable. 
Combining  the  substitutions  yield  a  variant  (L46P­S70P)  that  was  dramatically  stabilized 
to  heat  inactivation,  but  no  more  stable  to  urea  denaturation.  The  urea  stability  of  the 
double  and  triple  mutants  tested  was  always  less  than  the  sum  of  the  single  mutants,  and 
usually  less  than  the  single  constituent  mutants,  while  the  thermal  stability  was  close  to 
additive,  and  always  greater  than  the  individual  mutations.  Two  possible  hypotheses  for 
this  behavior  are  1)  thermal  stability  is  measured  at  much  higher  temperature  than 
chemical  denaturation  and  2)  hydrogen  bonds  to  the  denaturant,  not  flexibility  of  the 
unfolded  form,  may  drive  unfolding  due  to  chemical  denaturation.  Proline  substitutions 
change  the  entropic  advantage  of  unfolding  and  have  little  effect  on  hydrogen  bonds  to 
the  denaturant.  The  stabilizing  effect  of  proline  substitution  should  be  higher  at  higher 
temperatures  because  the  entropy  contribution  to  free  energy  increases  a  higher 
temperature.  If  hydrogen  bond  changes  drive  the  unfolding  in  urea  and  guanidinium,  then 
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proline  substitutions  are  not  expected  to  stabilize  the  proteins  since  proline  substitution 
does  not  affect  hydrogen  bonding.  Others  also  reported  that  proline  substitution  improved 
thermal  stability  more  than  resistance  to  chemical  denaturation  [406,408] . 
Despite  the  complexities  of  unfolding  in  multi­domain  proteins  like  α/β  hydrolases,  the 
proline  substitution  approach  is  a  reliable  way  to  stabilize  SABP2,  especially  to  heat,  and 
may  be  useful  for  other  α/β  hydrolases.  Choosing  locations  by  aligning  amino  acid 
sequences  with  a  stable  homolog  is  the  easiest  approach.  Choosing  substitutions  in 
flexible  regions  was  also  successful,  but  relied  on  an  x­ray  structure.  Stabilization  to  urea 
denaturation  required  substitutions  in  the  catalytic  domain,  while  stabilization  to  heat 
inactivation  could  be  in  either  domain,  but  was  most  successful  in  the  catalytic  domain. 
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6.6  Supplementary  material 
Table 6.S1 Thermocycling primers used to substitute selected residues of SABP2 with                       
proline. 
Mutation  Primers  (5'­3') a 
L46P  Forward:  CAGCTTCTGGCACTGAT CCG AGAAAAATAGAGGAGC Reverse:  GCTCCTCTATTTTTCT CGG ATCAGTGCCAGAAGCTG 
S70P  Forward:  GTTGATGGAATCTCTT CCG GCAGATGAGAAGGTTA Reverse:  TAACCTTCTCATCTGC CGG AAGAGATTCCATCAAC 
S115P  Forward:  CCTGATTCTGTTCACAAC CCG TCCTTTGTTTTGGAACAG Reverse:  CTGTTCCAAAACAAAGGA CGG GTTGTGAACAGAATCAGG 
S141P  Forward:  GTTTTTACCATATGGT CCG CCTGAAGAGCCAC Reverse:  GTGGCTCTTCAGG CGG ACCATATGGTAAAAAC 
K190P  Forward:  GACCTATCGAAGGCC CCG TATTTCACAGATG Reverse:  CATCTGTGAAATA CGG GGCCTTCGATAGGTC 
E215P  Forward:  GGATAAAGGCATACCA CCG GAATTCCAGCGATGGC Reverse:  GCCATCGCTGGAATTC CGG TGGTATGCCTTTATCC 
V227P  Forward:  CAAATTGACAACATTGGT CCG ACTGAAGCAATAGAGATT Reverse:  AATCTCTATTGCTTCAGT CGG ACCAATGTTGTCAATTTG 
a Underlines mark the altered codons. The reverse primers complement the forward                     
primers.  
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Table  6.S2  Reversible  loss  of  esterase  activity  of  SABP2  in  urea  solution. 
Sample 
Esterase 
activity a 
(mU/mg) 
Recovery  of 
esterase  activity 
(%) 
SABP2  470±9  100 
SABP2  +  urea b  0  0 
SABP2  +  urea,  then 
dialysis c  365±1  77.7±0.2 
a Hydrolysis of p ­nitrophenyl acetate. Values are the mean and standard deviation of                       
three  independent  measurements.  
b Incubation of SABP2 (0.2 mg/mL) in buffer (5 mM BES, pH 7.2) containing 6 M urea                               
for 16 h at 4 °C. Esterase activity was measured by transferring an aliquot from urea                               
solution  directly  to  the  assay  solution.  
c After incubation in urea, the sample was dialyzed against buffer for 24 h with three                             
buffer  changes  and  then  assayed  for  hydrolytic  activity. 
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Table 6.S3 Calculated folding free energies differences between wild­type SABP2 and                     
variants  at  positions  140,  141,  143  and  144. a 
SABP2 
variant 
ΔΔ G 
(kcal/ 
mol)  
  SABP2 
variant 
ΔΔ G 
(kcal/ 
mol)  
  SABP2 variant 
ΔΔ G 
(kcal/ 
mol)  
  SABP2 
variant 
ΔΔ G 
(kcal/ 
mol)  
G140S  +6.86    S141G  ­0.14    E143W  ­0.22    E144A  ­0.33 
G140A  +3.71    S141A  ­0.39    E143Y  ­0.07    E144R  ­0.49 
G140L  +13.51    S141L  ­0.49    E143F  ­0.12    E144M  ­1.06 
G140P  + 11.14    S141P  ­0.68    E143G  +0.47    E144K  ­0.19 
G140R  +10.38    S141R  ­0.17    E143A  +0.34    E144Q  ­0.27 
G140C  +6.50    S141C  ­0.10    E143L  +0.10    E144W  ­0.67 
G140M  +11.17    S141M  ­0.10    E143V  +0.45    E144Y  ­1.82 
G140K  +8.66    S141K  ­0.44    E143I  +0.40    E144F  ­1.66 
G140E  +12.76    S141E  ­0.22    E143P  + 0.34    E144H  ­0.62 
G140Q  +9.26    S141Q  ­0.27    E143R  +0.20    E144L  ­0.03 
G140N  +9.46    S141N  ­0.57    E143T  +0.49    E144I  +0.18 
G140W  +14.89    S141W  ­0.10    E143S  +0.20    E144P  + 2.72 
G140Y  +14.56    S141Y  ­0.41    E143C  +0.00    E144T  +0.42 
G140F  +15.47    S141F  ­0.44    E143M  +0.06    E144S  +0.23 
G140H  +41.98    S141H  +0.05    E143K  +0.02    E144C  +0.14 
G140D  +10.69    S141D  +0.00    E143Q  +0.11    E144D  +0.17 
G140T  +12.44    S141T  +0.67    E144D  +0.15    E144N  +0.11 
G140I  +18.38    S141I  +0.91    E144N  +0.45    E144V  +0.33 
G140V  +14.66    S141V  +0.46    E143H  +0.28    E144G  +0.29 
a Negative values indicate more stable folded proteins. Energies were calculated using                     
FoldX v. 3.0  [391] . Positions P142 and P145 are already proline, so no substitutions were                             
considered. 
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Table 6.S4 Locations compatible with a proline substitution according to the SABP2                       
structure  (PROMOTIF  analysis). 
Residue  Criteria a    Residue  Criteria a    Residue  Criteria a 
G17  N  cap  of  helix    S111  i +1  of  β  turn    E195  i +1  of  β  turn* 
Y21  i +1  of  β  turn    S115  i +1  of  β  turn    F197  N  cap  of  helix* 
L23  N  cap  of  helix    F117  N  cap  of  helix    T208  i +1  of  β  turn 
L39  i  of  β  turn    A128  N  cap  of  helix    K211  i +1  of  β  turn 
A40  i +1  of  β  turn    L132  i +1  of  β  turn    G212  i +1  of  β  turn 
G43  i +1  of  β  turn    E143  i +1  of  β  turn*    E215  N  cap  of  helix 
I49  N  cap  of  helix    Q162  i +1  of  β  turn    T228  i +1  of  β  turn 
L55  N  cap  of  helix    M183  N  cap  of  helix*    I233  i  of  β  turn 
A71  i +1  of  β  turn*    S187  i +1  of  β  turn*    K234  i +1  of  β  turn 
G83  N  cap  of  helix    D194  i +1  of  β  turn*    A240  N  cap  of  helix 
L104  i +1  of  β  turn             
a PROMOTIF accessed through PDBsum (http://www.ebi.ac.uk/pdbsum/) identified 39             
locations compatible with a proline. Five of these locations already contained proline                       
leaving 34 possible locations for a proline substitution. Only two of these, S115P &                           
E215P marked in bold, were also predicted by sequence comparison with the more                         
stable homolog Me HNL. Seven other locations marked with an asterisk, were in regions                         
identified as flexible by B­factor or molecular dynamics, but none of these were tested                           
because  other  methods  identified  other  possibilities  in  these  regions. 
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Figure 6.S1 Unfolding of wild­type SABP2 in GdmCl solutions. ( A ) Tryptophan                     
fluorescence at 329 nm decreased as SABP2 (0.1 mg/mL) unfolded in increasing                       
concentrations of GdmCl. The midpoint for the decrease occurred at 0.8 M GdmCl. ( B )                           
Esterase activity ( p ­nitrophenyl acetate hydrolysis) also decreased in increasing                 
concentrations of GdmCl. The midpoint for the decrease occurred at 0.8 M GdmCl.                         
Samples were incubated in GdmCl solution, transferred to the assay solution without                       
GdmCl, and the activity measured immediately. For both panels, data points represent                       
the  mean±standard  deviation  from  three  independent  samples. 
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 Figure 6.S2 Unfolding of wild type SABP2 in GdmCl involves an intermediate state.  A )                           
Unfolding of SABP2 (0.1 mg/mL) shows two transitions, one at 0.80 M GdmCl and                           
another at ~2.0 M GdmCl. The tryptophan maximum fluorescence intensity drops at 0.8                         
M GdmCl (left scale and curve; same data as in Figure 6.S1A ), but the wavelength of                               
emission shifts at ~2.0 M GdmCl (right scale and data). SABP2 was incubated in                           
GdmCl, 5 mM BES, pH 7.2 for 16 h at 4 °C. B ) Unfolding monitored at two                                 
wavelengths simultaneously. The intensity of fluorescence at 320 nm ( Y 320 ) and at 365                         
nm ( Y 365 ) changes linearly if the folded protein ( N ) unfolds directly to the unfolded form                             
( U ), but changes nonlinearly if unfolding involves an intermediate ( I ). The data appear                         
nonlinear. One line has been drawn for the data from 0 to 1.0 M GdmCl and the second                                   
line for the data from 1.0 M to 4.5 M GdmCl. Fitting to a two­state or three­state model                                   
did not clearly distinguish between the two possibilities. Numbers near the symbols                       
indicate the GdmCl concentrations of the measurement. Each point represents the                     
mean±SD  from  three  independent  samples. 
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Figure 6.S3 Fluorescence changes in SABP2 induced by urea match the three­state                       
unfolding model (dark lines) better than the two­state model (lighter lines). The                       
three­state model fits fluorescence at 320 nm (top) slightly better and fluorescence at                         
365 nm (bottom) much better than two­state model. The loss in fluorescence at 365 nm is                               
complete at 2.5 M urea, while loss in fluorescence at 320 nm is not complete until ~5 M                                   
urea.  
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 Figure 6.S4 SABP2 solubility after heating. Although heat inactivation occurs at ~50                       
°C, most of the protein remains in solution even above this temperature. SABP2 in BES                             
buffer was incubated for 15 min at various temperatures. The solution was centrifuged                         
(13,000 rpm, 10 min) and the amount of protein in solution was measured using the                             
Bradford  dye­binding  assay. 
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 Figure 6.S5 Alignment of amino acid sequences  A ) and X­ray crystal structures  B ) of                           
SABP2 and a more stable homolog, hydroxynitrile lyase from cassava ( Me HNL). A )                       
The two enzymes share 41% identical amino acids shown as filled black boxes with                           
white lettering. In six locations (red boxes) Me HNL contains proline, but SABP2 does                         
not. We hypothesized that these prolines contribute to the higher stability of  Me HNL.                         
The corresponding residues in SABP2 were replaced by proline to create potentially                       
more stable variants. B ) Superposition of the X­ray structures of Me HNL (red ribbon,                         
PDB entry 1DWP) and SABP2 (green ribbon, PDB entry 1Y7I) reveals the same protein                           
fold  in  both  enzymes.  The  main  chains  overlay  closely  with  an  rmsd  of  0.75  Å. 
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Figure 6.S6 The amino acid sites in the x­ray crystal structure of SABP2 with higher B                               
factors.  The  thicker  backbone  and  warmer  colors  show  regions  of  higher  flexibility. 
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Figure 6.S7 Thermal inactivation (T 1/2 
15  min ) of SABP2 variants. Squares represent data,                       
error bars are the standard deviation of three measurements and the solids lines are the                             
fit to a four­parameter Boltzmann sigmoidal function as described in the Methods                       
section  (6.3). 
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Figure  6.S7 .  (Continued) 
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Chapter  7:  Comparison  of  five  protein 
engineering  strategies  to  stabilize  an 
α/β­hydrolase 
7.1  Summary 
A  review  of  previous  stabilization  of  α/β­hydrolase  fold  enzymes  revealed  many  different 
strategies,  but  no  comparison  of  strategies  on  the  same  enzyme.  For  this  reason,  we 
compared  five  strategies  to  identify  stabilizing  mutations  in  a  model  α/β­hydrolase  fold 
enzyme,  salicylic  acid  binding  protein  2,  SABP2,  to  reversible  denaturation  by  urea  and 
to  irreversible  denaturation  by  heat.  The  five  strategies  included  two  structure  based 
approaches,  computational  design  (Rosetta,  FoldX)  and  mutation  of  flexible  regions;  two 
sequence  based  approaches,  addition  of  proline  at  locations  where  a  more  stable  homolog 
has  proline  and  mutation  to  consensus;  and  one  location  agnostic  approach,  random 
mutagenesis  using  error­prone  PCR.  All  strategies  identified  stabilizing  mutations,  but 
the  best  balance  of  success  rate,  degree  of  stabilization,  and  ease  of  implementation  was 
mutation  to  consensus.  A  web­based  automated  program  that  predicts  substitutions 
needed  to  mutate  to  consensus  is  available  at  http://kazlab.umn.edu.  
7.2  Introduction 
Nature’s  enzymes  are  often  not  stable  enough  for  applications,  so  stabilization  is  a 
common  goal  of  protein  engineering.  For  example,  the  first  genetic  engineering  of  an 
industrial  enzyme  stabilized  subtilisin  to  oxidation  by  bleach  for  application  as  a  laundry 
detergent  additive  [409] .  Besides  stability  to  chemical  modification,  protein  stability  may 
refer  to  ability  to  maintain  activity  at  ambient  temperatures  for  a  long  time,  maintain 
activity  at  high  temperatures  or  in  solutions  containing  organic  solvents  or  other 
denaturants.  Thus,  there  are  different  types  of  stability  and  a  protein  may  be  stable  by  one 
measure,  but  not  by  another,  Figure  7.1 .  
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 Protein  unfolding  and  folding  are  complex  processes  involving  both  random  and 
cooperative  steps,  but  simple  models  can  approximate  the  process  [410,411] .  For  this 
work,  we  treat  protein  unfolding  as  a  single  step  cooperative  process,  which  is  a 
simplification,  especially  for  proteins  with  several  domains  that  may  unfold  stepwise  with 
one  domain  unfolding  before  another.  Assuming  a  single  step  unfolding  allows  for  an 
easier  direct  comparison  between  proteins. 
 
Figure 7.1 Protein unfolding disrupts structure and function and may involve additional,                       
irreversible steps. In normal stable conditions, a protein is primarily in its properly                         
folded form (top). Denaturants, e.g., urea or heat, shift the folding­unfolding equilibrium                       
toward unfolding. Protein stability to heat usually measures irreversible inactivation,                   
which includes both unfolding and irreversible aggregation (middle). Protein stability to                     
chemical denaturants like urea usually measures the reversible folding­unfolding                 
transition (bottom). Stability to chemical modification such as oxidation (not shown in                       
this  diagram),  may  not  require  protein  unfolding.  
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 The  simplest  way  to  measure  enzyme  stability  is  by  measuring  heat  denaturation.  A 
sample  is  heated,  then  cooled  and  the  remaining  catalytic  activity  measured.  A  more 
stable  enzyme  will  require  a  longer  heating  time  to  lose  half  of  its  activity.  Heating 
usually  favors  unfolding,  while  upon  cooling,  some  of  the  enzyme  refolds,  while  another 
portion  may  not.  Since  loss  of  activity  involves  both  unfolding  and  aggregation, 
connecting  molecular  changes  to  changes  in  this  heat  stability  is  difficult.  
To  compare  stabilities  of  two  proteins  measured  by  heat  denaturation,  the  ratio  of  the 
half­lives  for  the  two  proteins  yields  the  difference  in  Gibbs  free  energy  of  activation  for 
the  activity  loss  according  to:  
∆∆G ‡   =  RT  ln[t ½   of  mutant/t ½   of  wild  type]  ( 7.1 ) 
where  R  is  the  gas  constant  and  T  is  the  temperature  where  half­life  was  measured.  In 
some  cases,  researchers  reported  only  residual  activity  after  incubation  at  elevated 
temperatures.  For  these  cases,  we  assumed  that  inactivation  followed  first  order  kinetics 
and  calculated  the  half­lives  according  to:  
  ln[A]  =  –kt  +  ln[A 0 ] ( 7.2 ) 
  t ½   =  ln[2]/k  ( 7.3 ) 
where  A 0   is  initial  activity,  A  is  the  residual  activity  after  heating,  t  is  the  incubation  time 
and  k  is  the  first  order  rate  constant.  The  changes  in  half­life  times  were  converted  to  free 
energies  of  activation  using  Equation  7.1  above.  
Another  way  to  measure  enzyme  stability  is  measuring  unfolding  with  increasing 
concentrations  of  a  denaturant  like  urea.  Urea  changes  hydrophobic  interactions  by 
changing  the  solvent  properties  of  water  and  disrupts  the  protein’s  native  secondary 
structures  by  forming  hydrogen  bonds  to  the  protein’s  backbone  amides.  Many 
spectroscopic  techniques,  including  circular  dichroism  and  intrinsic  fluorescence,  can 
detect  unfolding  due  to  increasing  concentrations  of  urea.  The  change  in  ratio  of  folded  to 
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denatured  protein  can  be  used  to  calculate  Gibbs  free  energy  (ΔG)  for  the  transition  from 
folded  to  unfolded.  Extrapolation  of  these  values  to  no  denaturant  estimates  the  change  in 
Gibbs  free  energy  in  the  absence  of  denaturant,  ΔΔG H2O   [412] . 
These  two  methods  measure  different  aspects  of  protein  stability.  First,  unfolding  by  heat 
and  unfolding  by  urea  are  mechanistically  different.  Heat  unfolds  by  partly  by  increasing 
the  energetic  contribution  of  entropy  to  both  the  folded  and  unfolded  state,  while  urea 
unfolds  by  changing  the  solvent  properties.  Proteins  differ  in  their  resistance  to  the  two 
mechanisms.  Second,  measuring  heat­induced  unfolding  usually  involves  exposure  to 
heat  for  a  short  time  followed  by  cooling  and  assay  for  remaining  activity.  Loss  of 
activity  involves  both  unfolding  at  elevated  temperature  and  an  inability  to  refold  upon 
cooling.  This  irreversible  heat­induced  unfolding  measures  kinetic  stability.  In  contrast, 
urea­induced  unfolding  involves  incubation  to  allow  unfolding  to  come  to  equilibrium. 
This  unfolding  is  reversible  and  therefore  measures  thermodynamic  stability. 
To  narrow  the  scope  of  the  problem,  this  manuscript  focuses  on  α/β­hydrolase  fold 
superfamily  [413,414] .  α/β­Hydrolase  fold  enzymes  include  lipases,  esterases,  and 
hydroxynitrile  lyases.  Since  industry  often  uses  these  enzymes,  numerous  groups  have 
engineered  these  enzymes  for  higher  stability.  A  literature  search  revealed  56  reports  of 
such  protein  engineering,  Figure  7.2  and  Table  7.S1 .  The  list  only  includes  examples 
where  the  amino  acid  substitutions  stabilized  the  enzyme,  but  not  examples  of 
immobilization  or  changes  in  solvent  or  reaction  conditions.  The  most  commonly 
stabilized  enzymes  are  lipases  (35  reports),  but  the  others  include  esterases  (15  reports), 
hydroxynitrile  lyases,  haloalkane  dehalogenases,  acetylcholinesterase,  and  epoxide 
hydrolase. 
226 
 Figure 7.2  Summary of reported stabilization of α/β hydrolases. On average (black                       
horizontal lines), location agnostic (typically error­prone PCR) yielded larger                 
stabilizations than structure or sequence­based design. Circles with grey centers and                     
numbers are the number of amino acid substitutions for that example, while circles                         
without numbers correspond to 1­3 substitutions; Δ13 indicates deletion of 13 amino                       
acids.  Table  7.S1  lists  details  for  each  example.  
Strategies  to  find  stabilizing  substitutions  fall  into  three  groups  according  to  the  amount 
of  prerequisite  knowledge  needed.  First,  requiring  the  most  knowledge,  is  structure­based 
design.  This  approach  uses  the  structure  to  model  molecular  interactions  and  predict 
specific  substitutions.  Alternatively,  researchers  may  use  the  structure  to  identify  flexible 
regions  of  the  structure  and  then  use  trial  and  error  to   find  suitable  substitutions  (a 
semi­rational  approach).  For  example,  using  a  combination  of  Rosetta,  FoldX,  Dynamic 
Disulfide  Discovery  and  molecular  dynamics  Floor  and  colleagues  identified  stabilizing 
substitutions  in  the  haloalkane  dehalogenase  LinB.  Combining  12  of  these  stabilizing 
substitutions  increased  the  half­life  at  60°  C  by  over  200­fold  (∆∆G ‡   =  3.5  kcal/mol) 
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[415] .  As  an  example  of  the  semi­rational  approach,  targeting  random  substitutions  to  the 
most  flexible  regions  of  Bacillus  subtilis  lipase  A  increased  its  half­life  at  55  °C  490­fold 
(∆∆G ‡   =  4.0  kcal/mol)  [416] .  Similarly,  Ahmad  and  coworkers  targeted  all  loop  regions 
and  termini  in  this  lipase  reasoning  that  these  regions  are  more  flexible  and  increased  the 
half­life  844­fold  (∆∆G ‡   =  4.4  kcal/mol)  [417] .  Only  approximately  one  third  (11/30)  of 
structure­based  approach  reports  yielded  large  stabilizations  (>2  kcal/mol),  which 
corresponds  to  a  >29­fold  increase  in  stability  at  room  temperature. 
Second,  requiring  less  knowledge,  is  sequence­based  design.  Sequence­based  design  uses 
sequence  information  to  identify  residues  that  differ  from  homologs.  Only  one  of  the  five 
sequence­based  approach  reports  yielded  >2  kcal/mol.  Amino  acids  are  either  mutated  to 
match  the  corresponding  amino  acids  from  single  more  stable  homolog,  or  mutated  to 
match  a  consensus  sequence  generated  from  multiple  homologs  [418–420] .  The  amino 
acids  selected  for  mutation  differ  from  the  homolog  or  consensus,  but  are  also  often 
selected  due  to  either  the  general  stability  effects  of  different  amino  acids  and/or  (if  they 
are  being  mutated  to  consensus)  the  degree  of  consensus.  Mutation  to  consensus 
hypothesizes  that  conserved  residues  are  more  likely  to  contribute  to  stability  than 
non­conserved  residues.  Evolution  conserves  residues  that  are  important  to  function. 
Some  conserved  residues  contribute  to  catalysis,  others  to  stability,  still  others  to  other 
properties  [421] .  Thus,  where  the  target  protein  differs  from  the  consensus  residue, 
mutation  to  the  consensus  residue  is  more  likely  to  stabilize  the  protein  than  a  random 
substitution.  Only  three  reports  used  this  approach  for  α/β­hydrolase  fold  enzymes 
[422–424] ,  but  we  find  it  to  be  an  especially  reliable  approach,  see  below. 
Third,  on  the  other  end  of  the  spectrum  are  location  agnostic  methods,  which  use  random 
mutagenesis  or  large  single­substitution  libraries  that  do  not  target  any  specific  position 
in  the  protein.  Screening  identifies  the  more  stable  mutations  from  these  large  libraries. 
Location  agnostic  methods  yielded  the  largest  increases  in  stabilization  with  two­thirds 
(14  /21)  of  the  random  mutagenesis  reports  yielded  >2  kcal/mol  improvements.  Two 
examples  of  location  agnostic  approaches  are  systematic  site­saturation  mutagenesis  and 
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error­prone  PCR.  These  approaches  are  most  useful  when  little  is  known  about  the 
protein.  Systematic  site  saturation  mutagenesis  creates  and  tests  all  possible  single 
substitution  variants.  This  approach  identified  eight  beneficial  mutations  in  a  haloalkane 
dehalogenase,  which  were  then  combined  to  create  a  variant  that  was  30,000  times  more 
stable  than  the  parent  (∆∆G ‡   =  7.2  kcal/mol)  [425] .  This  is  the  largest  stabilization 
reported  for  α/β­hydrolase  fold  enzymes.  Error­prone  PCR  creates  substitutions  randomly 
throughout  a  protein,  but  creates  an  incomplete  library.  It  creates  an  average  of  only  5.7, 
not  19  amino  acid  substitutions  because  error­prone  PCR  is  unlikely  to  produce  the  two 
or  three  nucleotide  substitutions  within  the  same  codon  that  are  needed  to  change  codons 
to  encode  all  possible  amino  acids  [426] .  Error­prone  PCR  identified  substitutions  in 
Bacillus  subtilis  lipase  A  that  increased  stability  by  22  °C  (∆∆G ‡   =  6.2  kcal/mol)  [427] . 
The  gains  from  each  approach  varied  widely  across  the  reports  with  location  agnostic 
approaches  tending  to  yield  the  greatest  gains  of  the  three  approaches.  It  might  be 
assumed  that  the  larger  gains  were  due  to  the  fact  that  the  location  agnostic  mutants 
typically  contained  more  mutations  than  those  from  other  approaches.  However,  that  is 
not  the  case.  The  mutations  found  by  location  agnostic  methods  were  also,  on  average, 
more  stabilizing  on  a  per  mutation  basis.  The  average  mutation  in  the  best  identified 
protein  from  each  of  these  approaches  increased  stability  by  0.8  kcal/mol,  while  the 
average  structure  based  and  sequence  based  mutations  only  increased  stability  by  0.6  and 
0.4  kcal/mol,  respectively.  Yet  due  to  the  wide  variability  within  each  method,  neither  the 
difference  in  average  overall  gains  nor  the  differences  in  average  per­residue  gains  were 
significant. 
Over  all,  these  reports  show  that  stabilizing  mutations  are  relatively  abundant  and  can  be 
found  in  any  part  of  the  protein.  Stabilizing  substitutions  occurred  in  both  lid  and 
catalytic  domains,  surface  exposed  areas  and  buried  regions.  Stabilizing  substitutions 
occurred  in  flexible  regions  like  loops,  C  and  N­termini,  and  also  in  secondary  structures 
like  helices  and  β­strands.  
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One  generalization  is  that  adding  a  disulfide  link  between  the  lid  and  catalytic  domains 
often  stabilized  enzymes.  Researchers  discovered  these  disulfide  links  either  by 
structure­based  design  (eight  examples)  or  by  sequence­based  design  (one  example).  In 
the  structure­based  designs,  researchers  first  identified  residue  pairs  that  satisfy  geometric 
requirements  for  a  disulfide  link  and  subsequently  used  different  methods  to  narrow  the 
choices.  Pikkemaat  and  coworkers  [428]  focused  on  a  flexible  region  of  the  lid  using 
molecular  dynamics  modeling,  Han  and  coworkers  [429]  chose  pairs  where  molecular 
modeling  predicted  the  most  stabilization  and  Yu  and  coworkers  [430]  chose  the  only  two 
that  involved  lid  residues  because  their  previous  work  [429]  found  stabilizing  disulfide 
links  there.  Yamaguchi  and  coworkers  [431]  chose  the  disulfide  because  homologs 
contained  a  similar  cross­link,  so  we  classified  it  as  sequence­based  design.  One 
limitation  of  disulfide  links  to  stabilize  proteins  is  the  added  complexity  of  expression  in 
E.  coli .  To  form  disulfide  bonds  with  the  normally  reducing  intracellular  environment 
requires  either  specific  E.  coli  strains,  or  the  presence  of  additional  transgenes  [432] . 
Because  of  this  added  complexity,  we  do  not  attempt  to  add  disulfide  bonds  in  this  work. 
While  previous  work  provides  examples  of  stabilization,  it  does  not  identify  which 
strategies  are  best.  The  best  protein  engineering  approaches  would  reliably  predict 
stabilizing  substitutions,  would  yield  sizable  increases  in  stability,  and  would  be  easy  to 
implement.  In  this  paper,  we  compare  five  different  methods  (two  structure­based,  two 
sequence­based,  and  one  location  agnostic  method)  on  one  protein  ­  a  plant  esterase, 
salicylic  acid  binding  protein  2  (SABP2)  as  a  model  α/β­hydrolase  fold  enzyme.  This 
protein  has  typical  stability  for  a  protein  from  mesophiles  ( ΔΔG H2O   =  6.9  kcal/mol)  [433] . 
7.3  Methods 
7.3.1  General 
Reagents  were  from  Sigma  Aldrich  unless  otherwise  noted.  Distilled  water  was  further 
purified  by  ion  exchange  (Milli­Q).  DNA  primers  for  the  polymerase  chain  reaction  were 
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from  Integrated  DNA  Technologies  (Coralville,  IA)  and  plasmid  DNA  was  sequenced  by 
ACGT  (Wheeling,  IL)  using  BigDye  terminator  version  3.1.  Other  molecular  biology 
reagents  were:  Pfu  DNA  polymerase  (Agilent  Technologies,  La  Jolla,  CA),  restriction 
enzymes  Dpn I,  Bam HI,  and  Xho I  (New  England  Biolabs,  Beverly,  MA),  DNA  marker 
and  SDS­PAGE  protein  marker  (Invitrogen  Life  Technologies,  Grand  Island,  NY), 
isopropyl­β­D­thiogalactopyranoside  (IPTG,  Gold  Biotechnology,  St.  Louis,  MO),  and 
ampicillin  (Roche  Diagnostics).  Recombinant  proteins  with  C­terminal  hexahistidine  tags 
were  purified  from  the  cell  lysate  by  Ni­affinity  chromatography  (Ni­NTA,  Qiagen) 
according  to  the  manufacturer’s  instructions.  Protein  concentrations  were  measured  by 
the  Bradford  dye­binding  assay  at  595  nm  using  the  Bio­Rad  reagent  and  five  dilutions  of 
bovine  serum  albumin  as  a  standard.  Protein  gels  were  run  on  sodium  dodecyl  sulfate 
polyacrylamide  gradient  gels  (NuPage  4­12%  gradient  Bis­Tris  gel  from  Invitrogen) 
using  BenchMark  protein  ladder  (5  μL/lane)  as  the  standard.  DNA  gels  were  run  using 
0.8%  ultrapure  agarose  with  1×TAE  buffer  and  1  kb  DNA  ladder  as  a  standard.  All 
modeling  of  salicylic  acid  binding  protein  2  started  with  chain  A  from  PDB  entry:  1Y7I 
[267] . 
7.3.2  Site­directed  mutagenesis 
Site­directed  mutagenesis  was  done  using  whole  plasmid  mutagenesis  similar  to  the 
QuikChange  approach  (Agilent).  A  high  fidelity  DNA  polymerase  extended  a  pair  of 
overlapping  mutagenic  primers  to  yield  linear  strands  with  complementary  overlapping 
ends  that  can  cyclize  to  yield  a  nicked  circular  DNA.  The  template  was  a  pET­21a(+) 
expression  vector  containing  the  wild­type  SABP2  gene  (pET­21a(+)­SABP2)  [212]  was 
amplified  using  the  primers  in  Supplementary  Table  7.S2 .  The  thermocycling  reaction 
mixture  contained  1­2  ng  DNA  template,  1  μL  each  of  forward  and  reverse  primer  (10 
μM),  1  μL  of  10  mM  dNTPs,  5  μL  Pfu  10X  buffer,  0.5μL  Pfu  DNA  polymerase  and 
sterile  water  to  a  final  volume  of  50  μL.  Since  two  primers  overlap,  newly  synthesized 
strands  cannot  serve  as  templates  for  subsequent  cycles,  thus,  the  thermocycling  reaction 
amplifies  the  plasmid  linearly  instead  of  exponentially;  it  is  not  a  chain  reaction  and 
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should  not  be  called  a  PCR.  The  thermocycling  program  for  plasmid  amplification  was 
95°C  for  1  min,  25  cycles  of  95  °C  for  30  s,  55  °C  for  30  s,  and  72  °C  for  7  min,  and  a 
final  extension  at  72  °C  for  10  min  using  an  OpenPCR  thermocycler  (Chai 
Biotechnologies,  Santa  Clara,  CA).  After  confirming  with  gel  electrophoresis  that  the 
amplification  succeeded,  the  methylated  parental  DNA  strands  were  fragmented  with  a 
restriction  enzyme  specific  for  methylated  DNA  ( Dpn I,  5  U,  37  °C,  1  h).  A  portion  of  the 
reaction  mixture  (3  μL)  was  used  to  transform  chemically  competent  E.  coli  DH5α  by 
heat  shock  at  42°  C  for  1  min.  The  transformed  cells  were  spread  on  a  lysogeny  broth 
(LB)  agar  plate  containing  100  µg/mL  ampicillin  and  incubated  at  37  ℃  overnight. 
Colonies  that  appeared  were  picked  and  grown  in  LB­ampicillin  media  (3  mL)  overnight. 
Plasmid  DNA  was  isolated  from  this  culture  using  QIAprep  MiniPrep  kit  and  sequenced 
to  confirm  that  the  DNA  contained  the  desired  mutation. 
7.3.3  Protein  expression  and  purification 
Plasmid  pET­21a(+)­SABP2  containing  wild  type  or  mutant  SABP2  gene  was  used  to 
transform  chemically  competent  E.  coli  BL21  (DE3)  for  protein  expression.  The  pET­21a 
vector  contains  a  T7  inducible  promoter,  an  N­terminal  tag  (MetAlaGlyAspPro)  and  a 
C­terminal  6­His  tag.  Recombinant  cells  were  grown  at  37  °C  until  the  OD 600   reached 
1.4­1.6  in  modified  Terrific  Broth  (TBg);  12  g/L  Bacto™  tryptone,  24  g/L  Bacto™  yeast 
extract,  9.86  g/L  glucose  (in  place  of  the  standard  glycerol),  with  added  2.3  g/L  KH 2 PO 4 
and  12.5  g/L  K 2 HPO 4 ,  containing  100  µg/mL  ampicillin.  Cultures  were  cooled  to  17  °C, 
then  1  mM  IPTG  was  added  to  induce  protein  expression,  the  cells  were  incubated 
overnight  and  then  harvested  by  centrifugation  at  5000×g  for  15  min  at  4  °C. 
Supernatants  were  discarded  and  cells  were  resuspended  in  lysis  buffer  (50  mM  sodium 
phosphate  buffer,  500  mM  NaCl,  20  mM  imidazole,  pH  8.0).  Cells  were  lysed  by 
sonication  (Branson  Digital  Sonicator)  on  ice  at  40%  amplitude  for  5  min  carried  out  in  3 
sec  pluses  alternated  with  6  sec  cooling.  The  cell  extract  was  centrifuged  at  12,000×g  at  4 
°C  for  30  min  to  remove  cell  debris.  Proteins  were  purified  from  the  supernatant  by 
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Ni­affinity  chromatography  using  a  gravity  column  with  1  mL  of  regenerated  Ni­NTA 
resin  for  up  to  500  mL  of  culture,  with  washes  of  lysis  buffer  (50  mL),  wash  buffer  (50 
mL,  lysis  buffer  containing  50  mM  imidazole),  and  eluted  with  elution  buffer  (lysis 
buffer  containing  125  mM  imidazole).  The  fractions  containing  pure  enzyme  were 
combined  and  concentrated  using  a  centrifuge  tube  containing  an  ultrafiltration 
membrane.  Using  the  same  centrifugal  filtration,  the  buffer  exchanged  by  enzyme  storage 
buffer,  5  mM  BES  ( N , N ­bis(2­hydroxyethyl)­2­aminoethanesulfonic  acid)  pH  7.2.  A 
250­mL  culture  of  E.  coli  typically  yielded  twenty  mg  of  purified  enzyme. 
7.3.4  Structure­based  computational  design  of  more  stable  variants 
7.3.4.1  Rosetta  Design 
Nine  individual  7­21  residue  secondary  structure  regions  of  SABP2  were  redesigned 
using  the  RosettaDesign  server  [434,435] .  The  regions  were  selected  by  first  excluding 
residues  near  the  active  site,  and  then  contiguous  regions  were  selected,  dividing  regions 
at  turns  dividing  secondary  structural  elements.  Regions  were  redesigned  independently. 
Amino  acids  within  a  region  were  allowed  to  mutate  to  any  amino  acid  if  buried,  or  any 
hydrophilic  amino  acid  if  solvent  exposed.  Substitutions  within  each  region  that 
contributed  most  to  the  improved  predicted  energy  were  tested  again  with  RosettaDesign 
in  which  only  the  single  residue  was  redesigned.  All  residues  within  4  Å  of  redesigned 
amino  acid(s)  were  allowed  to  repack  to  better  accommodate  mutations. 
RosettaDesign  server  was  used  with  the  following  parameters  specified  in  the  “.res”  files: 
Default  natural  amino  acid,  with  natural  conformation  (NATRO),  target  residue(s) 
mutated  to  any  amino  acid,  using  rotamer  database,  plus  0.5  and  1.0  standard  deviations 
(ALLAA  EX  1  EX  2)  except  where  residue  was  solvent  exposed,  in  which  case  amino 
acid  selection  was  limited  to  polar  residues  (PIKAA  RNDEQHKSTY  EX  1  EX  2). 
Residues  within  4  Å  of  mutated  amino  acid(s)  were  designated  to  use  native  amino  acid, 
and  explore  rotamer  database  and  natural  conformation  to  allow  packing  with  mutated 
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residues  (USE_INPUT_SC  EX  1  EX  2).  To  calculate  change  in  energy  scores  caused  by 
the  substitution,  the  energies  were  compared  to  a  control  where  the  same  rotamer 
freedom  was  given  to  all  the  same  residues  as  the  mutant  calculations,  but  all  residues 
were  specified  as  natural  amino  acid. 
7.3.4.2  FoldX 
The  FoldX  algorithm  (version  3.0  beta5.1,  available  from  http://foldx.crg.es/)  uses  a  full 
atomic  description  to  estimate  the  folding  free  energy  of  proteins  [436,437] .  The  X­ray 
structure  of  SABP2  (PDB:1Y7I  [267] )  was  preprocessed  using  “RepairPDB”  command 
to  minimize  the  energy  of  the  structure,  followed  by  the  “BuildModel”  command  to 
evaluate  the  effect  of  various  substitutions.  
7.3.5  Sequence­based  design  of  more  stable  variants 
7.3.5.1  Consensus  sequences 
Consensus  Finder  is  a  web  tool  implemented  in  Bash  and  Python.  Protein  sequences  are 
input  in  FASTA  format.  Processing  occurs  via  a  Bash  script  that  invokes  a  BLASTp 
search  of  the  NCBI  “nr”  database  ( http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi ),  CD­HIT  Suite 
[438] ,  and  Clustal  Ω  [439,440] .  Suggested  mutations  are  generated  in  the  web  browser, 
and  a  compressed  file  containing  detailed  results  is  made  available  for  download.  In 
addition  to  a  text  file  with  the  suggested  mutations,  detailed  results  also  include  aligned 
and  trimmed  sequences  in  FASTA  format,  consensus  sequence  in  FASTA  format,  and 
comma­separated  values  text  files  containing  counts  and  frequencies  of  each  amino  acid 
at  each  position  of  the  input  sequence. 
The  mutations  suggested  by  consensus  finder  are  identified  by  comparison  to  a  consensus 
sequence  and  the  degree  of  consensus  at  each  position.  Consensus  is  calculated  by 
conducting  a  BLAST  search  with  the  input  sequence,  downloading  the  resulting 
sequences,  removing  over­represented  sequences  using  CD­HIT,  aligning  the  sequences 
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using  Clustal  Ω,  and  trimming  the  alignment  to  the  size  of  the  input  sequence.  The  counts 
and  frequencies  of  each  amino  acid  at  each  position  corresponding  to  the  input  sequence 
are  calculated,  and  any  positions  where  the  input  sequence  differs  from  the  consensus  are 
suggested  for  mutation  if  the  strength  of  the  consensus  is  over  a  specified  threshold. 
SABP2  was  analyzed  with  Consensus  Finder  to  identify  places  where  it’s  sequence  could 
be  mutated  to  consensus.  We  returned  the  top  200  results  from  the  BLASTp  search. 
Sequences  that  were  >90%  identical  were  grouped,  and  one  representative  from  each 
group  was  selected,  resulting  in  116  sequences.  Minimum  consensus  threshold  was  set  at 
70%  for  making  mutations.  Amino  acid  alignments  were  visualized  with  SeaView  [441] 
and  the  amino  acid  distribution  was  visualized  as  a  “logo”  using  WebLogo  3  [442] . 
7.3.6  Random  mutagenesis 
7.3.6.1  Library  construction  using  error­prone  PCR  (epPCR) 
Random  mutagenesis  was  carried  out  using  Genemorph®  II  Random  Mutagenesis  Kit 
(Stratagene)  including  the  polymerase  Mutazyme  II,  which  reduces  the  bias  for  mutations 
at  AT  versus  GC  sites.  Plasmid  pET­21a(+)  containing  SABP2  gene  as  used  as  a  template 
in  the  epPCR.  Forward  primer  5´  AGG  AGA  TAT  ACA  TAT  GGC  GGG  GGA  and 
reverse  primer  5´GGC  TTT  GTT  AGC  AGC  CGG  ATC  TC  flank  the  SABP2  gene  to 
confine  the  mutations  to  only  this  gene.  Low  mutation  frequency  (0­4.5  mutations/kbase) 
experiments  used  500  ng  of  plasmid  DNA.  The  PCR  thermal  cycle  was  95  °C  for  1  min, 
54  °C  for  1  minute  and  72  °C  for  1  min  for  a  total  of  30  cycles.  The  PCR­mutated  genes 
and  SABP2  plasmid  were  digested  with  restriction  enzymes  Bam HI  and  Xho I  and 
purified  by  gel  electrophoresis  on  a  1%  agarose  gel.  The  desired  bands  were  cut  from  the 
gel  and  isolated  using  the  QIAquick  Gel  Extraction  kit  (Qiagen).  The  PCR  mutated 
SABP2  was  ligated  into  the  pET­21a(+)  vector  backbone  using  T4  DNA  ligase  (New 
England  Biolabs,  Beverly,  MA)  and  the  resulting  plasmid  was  used  to  transform  E.coli 
BL21  electrocompetent  cells  by  electroporation.  The  cells  were  grown  overnight  at  37  °C 
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on  LB  plates  containing  ampicillin  (100  µg/mL)  and  IPTG  (150  µl  of  a  800  µM  solution 
per  plate,  spread  and  dried  prior  to  use).  The  ligation  and  transformation  were  repeated 
several  times  to  obtain  a  total  of  ~2000  colonies. 
7.3.6.2  Library  screening 
A  primary  screen  identified  colonies  producing  active  esterase  [443] .  Colonies  were 
covered  with  a  layer  of  molten  agarose  (0.4%,  w/v)  containing 
4­(2­hydroxyethyl)piperazine­1­ethanesulfonic  acid  (HEPES)­NaOH  buffer  (50  mM,  pH 
7.5),  β­naphthyl  acetate  (0.28  mg/mL)  and  Fast  Blue  RR  salt  (10  mM).  A pproximately 
half  of  the  colonies  (1000  total)  turned  blue  within  minutes  indicating  esterase  activity 
and  were  picked  using  pipet  tips  for  secondary  screening  a  96­well  master  plate 
containing  TBg  (200  µL  per  well).  Each  secondary  screening  plate  also  included  wild 
type  SABP2  as  a  control.  The  96­well  master  plates  were  shaken  overnight  at  800  rpm  at 
37  °C.  Using  a  96­metal­pin  replicator,  this  master  plates  was  used  to  inoculate  protein 
expression  plates:  96­deep­well  plated  containing  IPTG  (80  µM)  and  TBg  (1  mL/well). 
The  cultures  were  shaken  at  800  rpm  for  20  h  at  37  °C  to  express  the  proteins,  then  the 
cells  were  harvested  by  centrifugation  at  2,000  x  g  and  the  supernatant  was  discarded. 
The  cell  pellets  were  washed  with  phosphate  saline  buffer  (500  µL  per  well,  50  mM 
phosphate,  200  mM  NaCl,  pH  7.4)  and  resuspended  in  150  µL  of  BugBuster  protein 
extraction  reagent  (Novagen,  Merck  Millipore),  0.5  mg/mL  lysozyme  (EMD  Chemicals) 
and  1.3  U/mL  DNase  (Invitrogen).  The  cells  were  shaken  (500  rpm)  and  incubated  in 
room  temperature  for  one  hour  for  cell  lysis  and  DNA  digestion.  Another  600  µL  of  5 
mM  BES  buffer  (pH  7.2)  was  added  to  the  suspension  to  increase  the  volume  of  the 
lysate.  Lysate  was  centrifuged  at  2,000  x  g  and  the  supernatant  was  used  directly  for 
screening.  The  initial  esterase  activity  in  the  supernatant  was  determined  by  adding  an 
aliquot  (30  µL)  of  each  supernatant  to  a  reaction  mixture  (70  µL)  consisting  of  BES 
buffer  (5  mM,  pH  7.2),  10  vol%  acetonitrile  and  0.3  mM  pNPAc  ( p ­nitrophenyl  acetate) 
and  monitoring  the  increase  in  absorbance  at  404  nm  at  room  temperature  for  10  min. 
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Another  aliquot  of  each  supernatant  was  heated  to  50°  C  in  a  thermocycler  for  15  min, 
cooled  on  ice,  and  the  esterase  activity  measured  as  above.  The  ratio  of  activity  remaining 
after  heat  treatment  to  the  initial  activity  estimated  the  thermostability.  Variants  that 
retained  more  than  three  standard  deviations  more  activity  than  wild  type  were  further 
characterized. 
7.3.6.3  Saturation  mutagenesis 
Whole­plasmid  mutagenesis  where  a  polymerase  extends  mutagenic  primers  to  copy  the 
entire  pET­21a(+)  plasmid  was  used  for  site­saturation  mutagenesis  of  SABP2  at  position 
212  (method  similar  to  QuikChange).  Thermocycling  using  the  high  fidelity  DNA 
polymerase  Pfu  linearly  amplified  the  both  strands  of  the  plasmid  to  yield  overlapping 
strands.  The  overlapping  primers  below  include  an  NNK  degenerate  codon,  which  yields 
a  mixture  of  32  codons  that  encodes  for  all  20  amino  acids  at  least  once.  The 
thermocycling  reaction  mixture  contained  80  ng  DNA  template,  1.5  µL  DMSO,  1  μL 
each  of  forward  and  reverse  primer  (100  μM),  5  μL  10X  cloned  Pfu  reaction  buffer,  2.5 
μL  10  mM  dNTPs,  1  μL  cloned  Pfu  DNA  polymerase  (Stratagene)  and  autoclaved 
deionized  water  to  a  final  volume  of  50  μL.  The  thermocycling  program  was  25  cycles  of 
denaturation  at  95  °C  for  1  min,  annealing  at  55  °C  for  1  min  and  DNA  synthesis  at  72  °C 
for  10  min.  To  increase  the  efficiency  of  mutagenesis,  the  parental  DNA,  which  was 
isolated  from  E.  coli  and  was  therefore  methylated,  was  fragmented  with  Dpn I,  a 
restriction  endonuclease  that  cleaves  only  methylated  DNA,  by  adding  5  units  of  Dpn I  to 
the  reaction  mixture  and  incubating  overnight  at  37  °C.  The  DNA  was  isolated  from  the 
total  50  μL  reaction  using  a  PCR  purification  kit  (Invitrogen)  and  5  μL  was  used  to 
transform  E.  coli  BL21  (DE3)  electrocompetent  cells  by  electroporation.  The  bacteria 
were  spread  onto  LB  agar  plates  containing  100  µg/mL  ampicillin  and  incubated  at  37  °C 
overnight.  About  350  colonies  (corresponds  to  >99%  probability  that  any  of  the  20 
possible  amino  acid  variants  was  tested  at  least  once)  were  obtained,  picked  from  the  agar 
plates  and  screened  for  thermostability  as  described  above  for  the  error  prone  PCR 
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variants. 
7.3.7  Enzyme  characterization 
7.3.7.1  Esterase  activity 
Hydrolysis  of  p ­nitrophenyl  acetate  (pNPAc)  was  measured  at  pH  7.2  and  room 
temperature  and  was  corrected  for  spontaneous  hydrolysis.  The  assay  was  performed  in  a 
96­well  microtiter  plate  with  reaction  volume  of  100  µL  (light  path  length  =  0.29  cm) 
containing  0.3  mM  pNPAc,  10  vol%  acetonitrile,  4.2  mM  BES  (pH  7.2)  and  ~1  μg  of 
enzyme.  The  release  of  p ­nitrophenoxide  (ɛ 404  nm   =  16,600  M ­1 cm ­1 ;  this  value  accounts  for 
its  incomplete  ionization  at  this  pH)  was  measured  spectrophotometrically  (SpectraMax 
plus­384  plate  reader,  Molecular  Devices,  Sunnyvale,  CA).  Reported  values  are  the  mean 
of  three  independent  experiments.  Steady  state  kinetic  constants  were  determined  with 
the  same  method  with  pNPAc  concentrations  varying  from  0.3  up  to  15  mM  as  needed 
and  a  n onlinear  fit  of  the  data  to  the  Michaelis­Menten  equation  using  the  solver  in 
Microsoft  Excel  or  LibreOffice  [444] . 
7.3.7.2  Protein  unfolding  in  urea 
A  solution  of  purified  SABP2  (100­300  μg/mL)  in  BES  buffer  (5  mM,  pH  7.2)  with  the 
concentrations  of  urea  ranging  from  0  to  6.2  M  was  incubated  24  hours  at  4  °C.  The 
intrinsic  tryptophan  fluorescence  was  measured  at  329  nm  with  a  SpectraMax  GEMINI 
XS  plus­384  plate  reader  (Molecular  Devices,  Sunnyvale,  CA)  using  excitation  light  of 
278  nm.  These  wavelengths  maximized  the  observed  decrease  in  fluorescence  as  the 
protein  unfolded.  Comparing  the  measured  fluorescence  to  the  fluorescence  for  the 
completely  folded  or  unfolded  forms  indicated  the  equilibrium  amount  of  each  form.  
SABP2  unfolds  via  at  least  one  intermediate,  resulting  in  overlapping  unfolding  curves, 
which  leads  to  difficulties  in  calculating  the  Gibbs  free  energy  of  unfolding  [433] .  To 
avoid  these  poor  estimates,  we  report  the  concentration  of  urea  required  to  cause  50% 
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unfolding,  [urea] ½ ,  which  is  less  sensitive  to  these  ambiguities. 
The  natural  log  of  the  ratio  of  unfolded  to  folded  protein  is  a  linear  function  of  the 
concentration  of  denaturant  ( Equation  7.4 ,  derived  from  equations  in  [361] ),  where  Y  is 
fluorescence,  Y F   is  fluorescence  of  fully  folded  protein,  Y U   is  fluorescence  of  fully 
unfolded  protein,  and  m  and  b  are  the  slope  and  intercept  relating  urea  concentration.  A 
custom  Python  script  determined  the  values  of  Y F ,  Y U ,  b  and  m  by  a  least  squares  fit  to 
the  measured  fluorescence.  When  50%  unfolded,  both  sides  of  the  equation  equal  zero. 
The  [urea] ½   value  is  the  y  intercept  for  the  linear  equation. 
  n [UREA]  l ( Y YF−Y Y− U ) = m + b (7.4) 
7.3.7.3  Heat  denaturation 
Purified  SABP2  solutions  (0.2  mg/mL,  200  μL)  were  heated  in  a  water  bath  at  60  °C  for 
15  min,  then  transferred  to  a  water  bath  at  4  °C  for  15  min.  The  esterase  activity  was 
measured  at  room  temperature  before  and  after  heating  and  the  half­life  of  esterase 
activity  was  calculated  with  the  following  equation: 
   T
2
1 = T × ln 2
ln ( A0A15)
(7.5) 
where  T ½   is  the  activity  half­life  at  60  °C,  T  is  the  incubation  time  (15  min),  A 0   is  initial 
activity,  and  A 15   is  residual  activity  after  15  minute  incubation. 
Some  proteins  are  too  labile  at  60  °C  to  measure  any  remaining  activity  after  15  min, 
while  others  are  too  stable  to  measure  any  loss  of  activity  in  15  min.  These  proteins  were 
incubated  at  several  convenient  temperatures  ranging  from  40–80  °C  for  15  min.  The 
temperature  at  which  the  protein’s  half­life  was  15  minutes  was  determined  by  fitting  the 
loss  of  activity  at  different  temperatures  to  a  four­parameter  Boltzmann  sigmoidal 
function  (y  =  a+(b­a)/(1+e (x­x0)/k )  using  Origin  7.5  (Origin  Software  Inc.,  Northampton, 
MA,  USA). 
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7.3.8  Combinatorial  gene  library 
7.3.8.1  Library  generation 
The  mutations  initially  identified  as  the  most  stabilizing  were  randomly  combined  to 
further  increase  stability  using  a  gene  shuffling  approach.  A  set  of  oligonucleotides 
(Integrated  DNA  Technologies,  Inc.  Coralville,  IA)  were  designed  to  randomly  combine 
these  26  (24  locations)  mutations  ( Table  7.S5  lists  mutations  and  degenerate  codons; 
Table  7.S2  lists  oligonucleotide  sequences).  This  arrangement  of  oligos  used  for  creating 
the  combinatorial  gene  library  is  based  on  the  method  described  by  Ness  and  colleagues 
[445] ,  with  overlapping  forward  and  reverse  60­mers  containing  degenerate  nucleotides 
where  possible  to  allow  for  any  of  the  desired  mutations.  For  example,  “...ACA  RCT 
CTT...”  (R=  A  or  G),  which  can  code  for  ...Thr­Ala­Leu...  (WT)  or  ...Thr­Thr­Leu... 
(stabilizing  mutant).  Where  multiple  degenerate  nucleotides  are  required  to  reach  all 
desired  possibilities,  additional,  alternative  oligomers  were  spiked  in. 
The  library  was  generated  with  three  separate  PCR  steps  (two  assembly,  and  one 
amplification),  then  ligated  into  pET­21a  vector  and  used  to  transform  E.  coli  BL21(DE3) 
using  a  method  similar  to  that  described  by  Ness  and  coworkers  [445]  and  Young  and 
Dong  [446] .  In  the  first  assembly  PCR,  each  possible  set  of  four  adjacent/overlapping 
oligos  (2  forward,  2  reverse)  were  mixed  in  separate  reactions  to  create  nine  separate  180 
bp  gene  fragments,  each  overlapping  90  bp  with  the  gene  fragment  on  either  side.  The 
20­μL  reaction  mixes  contained  oligo  mix  (2  μL,  containing  2.0  µM  of  two  “outside” 
oligos,  0.4  µM  of  two  “inside”  oligos),  2  μL  Pfu  buffer,  dNTP  mix  (0.5  µL,  10  mM 
each),  0.5  µL  Pfu  polymerase,  and  15  µL  H 2 O.  Reaction  was  carried  out  in  OpenPCR 
thermocycler  with  20  cycles  of  94  degrees  for  20  s,  45  degrees  for  15  s,  and  72  degrees 
for  30  s.  A  5­µL  aliquot  from  each  reaction  was  mixed,  and  cleaned  up  with  PureLINK 
PCR  Purification  kit  (Invitrogen)  and  eluted  with  45  µL  elution  buffer.  The  second 
assembly  step  combined  180  bp  gene  fragments,  with  90  bp  overlaps,  into  complete 
genes.  A  22.5­µL  aliquot  of  the  cleaned  up  fragment  mix  was  combined  with  5  µL  Pfu 
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buffer,  1.25  µL  dNTP  Mix  (10  mM  each),  1.25  µL  Pfu  polymerase,  and  20  µL  H 2 O  for  a 
total  reaction  volume  of  50  µL.  These  were  reacted  with  20  cycles  of  94  degrees  for  30  s, 
and  68  degrees  for  120  s  in  OpenPCR  thermocycler.  After  the  second  assembly  step,  the 
full  length  assemblies  were  amplified  with  both  5'  and  3'  oligos  to  increase  amount,  and 
to  increase  the  proportion  of  complete  gene  assemblies  relative  to  partial  gene  fragments. 
A  40­µL  reaction  containing  F  amplification  primer  (2  µL,  10  µM, 
“GGCGGGGGATCCGATG”),  R  amplification  primer  (2  µL,  10  µM 
“GTGGTGCTCGAGGTTGTATTTMTG”),  4  µL  Pfu  buffer,  dNTP  mix  (2  µL,  10  mM 
each),  2  µL  Assembly  mix,  1  µL  Pfu  polymerase,  and  27  µL  H 2 O  was  amplified  with  the 
following  program:  95  °C  for  60  s,  23  cycles  of  95  °C  for  30  s,  65  °C  for  30  s,  and  72  °C 
for  120  s,  with  a  final  elongation  step  of  72  °C  for  420  s.  Product  was  cleaned  up  with 
PureLINK  PCR  Purification  kit,  digested  with  Xho I  and  Bam HI  (50  µL  cleaned  up  PCR 
product,  7  µL  NEB3  buffer,  3.5  µL  Xho I,  3.5  µL  Bam HI,  0.7  µL  10  mg/mL  BSA,  3.5  µL 
H 2 O)  overnight  at  37  °C.  This  was  cleaned  up  again  with  PureLINK  kit  and  40­80  fmols 
were  ligated  into  20  fmol  gel­extracted­digested  pET­21a  in  a  20­µL  reaction  with  1  µL 
T4  ligase  in  2  µL  T4  ligase  buffer  overnight  at  4  °C.  Ligated  product  was  cleaned  up  and 
eluted  in  water.  E.  coli  BL21(DE3)  was  transformed  with  a  2­5  µL  aliquot  of  ligation 
product. 
7.3.8.2  Library  screening 
A  two­step  screen  identified  a  highly  stable  mutants.  The  cells  were  plated,  and  first 
screened  for  esterase  activity,  as  above.  Those  showing  activity  were  grown  in  a  liquid 
culture,  lysed  and  the  supernatant  was  screened  for  thermal  stability  as  described  above, 
except  that  secondary  thermal  stability  screening  was  done  at  60  °C  to  increase 
stringency  since  variants  were  expected  to  be  more  stable  that  in  the  epPCR  library. 
Those  that  had  significantly  higher  thermal  stability  were  expressed  in  a  larger  format  and 
the  purified  proteins  were  more  thoroughly  characterized,  as  described  above.  In  total,  we 
screened  ~500  combinations.  This  screen  was  far  from  complete,  and  many  beneficial 
241 
combinations  were  certainly  missed. 
7.4  Results 
7.4.1  Wild­type  SABP2 
Wild­type  SABP2  unfolds  in  urea  stepwise  with  at  least  one  intermediate.  Fitting  this 
unfolding  to  a  three  state  model  yielded  a  stabilization  energy  of  6.9  kcal/mol  [433] , 
which  lies  within  the  range  of  5­15  kcal  mo1 ­1   for  most  globular  proteins  [447,448] .  The 
complexity  of  this  three­state  model  makes  it  difficult  to  use  the  model  to  measure 
changes  in  stability.  To  simplify  the  approach,  we  compared  the  concentration  of  urea 
required  to  unfold  half  of  the  protein,  “[urea] 1/2 ”.  This  approach  assumes  that  the 
unfolded  protein  is  similar  in  each  case  [449] .  A  concentration  of  2.23  M  urea  unfolds 
half  of  wild­type  SABP2  and  a  more  stable  variant  would  require  a  higher  concentration. 
This  urea­unfolding  is  mostly  reversible  so  this  metric  measures  the  thermodynamic 
stability  of  SABP2. 
To  measure  irreversible  inactivation  of  SABP2,  we  heated  the  enzyme  to  a  set 
temperature  for  15  min,  cooled  it  to  room  temperature  and  measured  the  amount  of 
remaining  esterase  activity.  Wild­type  SABP2  lost  about  half  of  its  activity  upon  heating 
at  50  °C  for  15  min  [433] ,  which  is  typical  for  globular  proteins  from  mesophiles  [450] . 
This  activity  loss  upon  heating  metric  measures  SABP2’s  propensity  to  unfold  and  ability 
to  refold  versus  aggregate  and  thus  its  kinetic  stability. 
7.4.2  Single  amino  acid  substitutions  that  increase  the  stability  of  wild­type 
SABP2 
Each  method  identified  substitutions  that  stabilized  SABP2  as  measured  by  either 
urea­induced  unfolding  or  activity  loss  after  heating,  Table  7.1 .  Mutations  are  sorted  by 
amino  acid  number,  and  stabilizing  effects  are  indicated  by  values  and  lengths  of  the 
blue/red  bars  in  last  two  columns.  The  two  structure­based  methods,  computational  and 
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flexibility  based,  predicted  thirteen  and  fifteen  stabilizing  mutations  respectively.  Only 
four  of  the  thirteen  computationally  predicted  mutations  stabilized  SABP2  by  at  least  one 
measure  of  stability,  while  nine  mutations  (at  five  positions)  of  the  fifteen  predicted  by 
flexibility  stabilized  SABP2  by  at  least  one  measure.  The  two  bioinformatics­based 
approaches,  mutation  to  consensus  and  copying  proline  from  a  stable  homologue, 
predicted  twelve  and  seven  stabilizing  mutations,  respectively.  Nine  mutations  to 
consensus  and  six  mutations  to  homologous  prolines  stabilized  SABP2  to  either  urea  or 
temperature.  The  location  agnostic  approach  of  random  mutagenesis  identified  six 
stabilizing  substitutions. 
Overall,  stabilizing  substitutions  occurred  throughout  the  protein  as  with  the  other 
α/β­hydrolase  fold  enzymes  in  the  literature  survey.  Stabilizing  substitutions  in  SABP2 
occurred  on  the  surface,  at  dimer  interfaces,  at  buried  sites  and  in  both  the  lid  (residues 
111­184)  and  catalytic  domains  (residues  1­110  and  185­262).  Substitutions  that 
stabilized  SABP2  to  unfolding  in  urea  correlated  poorly  with  those  that  stabilized  SABP2 
to  irreversible  unfolding  upon  heating:  R 2  =  0.08,  see  Figure  7.S2F .  Some  mutations  even 
stabilized  SABP2  by  one  metric,  but  destabilized  it  by  the  other.  Three  mutations 
predicted  by  computational  approach  and  one  predicted  by  flexibility  resulted  in 
insoluble  protein,  suggesting  large  destabilizing  effects.  All  substitutions  that  solubly 
expressed  maintained  esterase  activity  and  the  activity  (k cat /K M )  ranged  between  39% 
(T228S)  and  470%  (K188R)  of  wild­type  levels.  The  sections  below  provide  further 
details  on  each  of  the  three  approaches. 
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Table 7.1 Single amino acid substitutions that stabilize SABP2 toward denaturation in                       
urea  solution  or  by  heat. 
a Consensus = replacement by the most common residue found in homologs; Proline                         
Theory = introduction of proline in locations found in a stable homolog; Random                         
Mutagenesis = substitutions identified by error prone PCR followed by screening for                       
increased stability; Computation = predicted stabilizing substitutions using both                 
RosettaDesign and FoldX; B­factor = substitutions in highly flexible regions as identified                       
by B­factor data in crystal structure; Literature = natural stabilizing variant in Manihot                         
esculenta  HNL  [423] .  
b Enzymatic efficiency/k cat toward hydrolysis of  p ­nitrophenyl acetate as measured by                     
release of p ­nitrophenol at 404 nm, ε 404 = 16,500 M 
­1 cm ­1 in 10 vol% acetonitrile, pH 7.2                                 
in  4.5  mM  BES  buffer.  
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c Irreversible unfolding calculated by comparison of half­life values at 60 °C, derived                         
from measurement of residual esterase activity after 15 min incubation at 60 °C, assayed                           
as  above.  Mutations  that  improved  half­lives  by  at  least  25%  we  counted  as  stabilizing. 
dUnfolding in varied concentrations of urea measured after 24 h incubation. Incubated in                           
5mM BES at pH 7.2 with protein concentration of 0.1­0.3 mg/mL, urea concentrations                         
from 0­6.2 M. Unfolding detected by loss of inherent tryptophan fluorescence at 329 nm                           
measured with excitation at 278 nm. Wild type SABP2 showed a [urea] ½ value of 2.2 M                               
urea.  Mutations  that  increased  [urea] ½   by  at  least  0.5  M  were  counted  as  stabilizing. 
e   Mutations  previously  identified  in  reference  [433] . 
7.4.3  Structure  based  design:  Computationally  identified  substitutions 
We  used  both  RosettaDesign  and  FoldX  to  predict  stabilizing  substitutions.  Both 
computational  approaches  model  physical  interactions  of  the  atoms  in  the  folded  form, 
but  take  different  approaches  to  include  the  effect  of  the  unfolded  protein.  The  FoldX 
algorithm  includes  energy  terms  that  model  physical  interactions  that  contribute  to 
folding  such  as  bumping,  hydrogen  bonds,  solvation  and  protein  flexibility.  Weighting 
these  terms  to  fit  the  measured  stabilities  of  >1000  proteins  and  variants  ensures  realistic 
predictions  [436] .  The  Rosetta  Design  algorithm  instead  uses  a  knowledge­based 
approach  starting  with  known  protein  structures  [435]  and  weighting  structures  that  occur 
more  often  as  more  favorable.  Both  algorithms  previously  predicted  changes  that 
increased  protein  stability  [451] . 
P redictions  from  these  two  algorithms  often  disagreed  and  correlated  very  poorly  with 
each  other  (R 2  =  0.03;  Figure  7.S2E ).  One  reason  for  the  disagreement  may  be  the  high 
rate  of  false  positive  predictions.  For  example,  of  the  sixteen  substitutions  predicted  by 
RosettaDesign  to  stabilize  cytosine  deaminase,  only  three  proved  stabilizing  and  the 
degree  of  stabilization  was  small,  an  increase  in  apparent  T m   of  ~2  °C  for  each  [452] .  To 
avoid  these  false  positives,  we  searched  for  predictions  where  both  algorithms  agreed. 
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First,  we  redesigned  with  RosettaDesign,  then  rechecked  the  20  mutations  predicted  to  be 
the  most  stabilizing  with  FoldX.  FoldX  agreed  with  RosettaDesign  prediction  in  only 
eight  cases.  We  tested  these  eight  as  well  as  five  mutations  that  were  predicted  to  be 
stabilizing  only  by  RosettaDesign.  Of  these  13  mutations,  the  only  four  that  increased  the 
stability  of  SABP2  as  measured  by  either  heat­induced  or  urea­induced  unfolding  were 
L60R,  S115A,  C249A,  and  S251V.  All  of  these  except  L60R  were  predicted  to  be 
stabilizing  by  both  RosettaDesign  and  FoldX.  Of  these  the  replacement  of  cysteine  249 
with  an  alanine  resulted  in  the  greatest  increase  in  thermal  stability,  increasing  the 
half­life  at  60  °C  3.6  fold  from  3.6  minutes  to  12.6  minutes.  Of  the  four,  mutation  of 
leucine  60  to  arginine  had  the  highest  measured  increase  of  stability  as  measured  by  urea 
induced  unfolding,  increasing  urea  tolerance  by  0.5  M,  from  2.23  M  to  2.74  M  needed  to 
induce  50%  unfolding. 
To  further  test  the  computational  approach,  we  predicted  the  expected  stabilization  for  all 
of  the  mutants,  regardless  of  how  there  were  identified.  The  predictions  by  RosettaDesign 
correlated  poorly  with  measured  values  for  thermodynamic  or  for  kinetic  stability  (R 2  = 
0.24  and  0.02  respectively,  Figures  7.S2B & D ).  Similarly,  the  predictions  by  FoldX  also 
did  not  correlate  with  measured  values  for  thermodynamic  or  kinetic  stability  (R 2   =  0.03 
and  0.06  respectively,  Figure  S2C&A ).  The  poor  match  of  computational  approaches  to 
measured  thermodynamic  stability  may  be  due  to  the  more  complex  unfolding  of  this 
protein,  while  the  poor  match  to  kinetic  stability  may  be  due  to  the  role  of  aggregation  in 
stability,  see  discussion  section. 
7.4.4  Structure  based  design:  Substitutions  in  regions  with  high  B­factor 
Some  protein  regions  are  flexible  because  they  lack  strong  interactions  to  nearby  amino 
acids  and  may  be  the  first  regions  to  unfold.  One  approach  to  protein  stabilization  is  to 
target  flexible  regions,  as  indicated  by  high  temperature  factors  or  B­factors  in  the  x­ray 
crystal  structures,  for  mutagenesis  [416] .  The  B­factors  vary  linearly  with  the  mean 
square  displacement  of  an  atom  around  its  equilibrium  position  as  a  result  of  thermal 
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motion  and  positional  disorder  [416,453] . 
Three  loops  (nine  amino  acids)  in  SABP2  had  high  B­factors,  Figure  7.3 .  FoldX 
suggested  fifteen  possible  substitutions  at  these  nine  positions.  At  five  of  these  positions, 
at  least  one  substitution  stabilized  SABP2.  Mutating  alanine  71  to  proline,  serine  141  to 
asparagine  or  proline,  glutamate  144  to  any  of  phenylalanine,  tyrosine,  or  methionine, 
lysine  188  to  arginine,  and  alanine  189  to  either  asparagine  or  serine  stabilized  SABP2  at 
least  slightly  as  measured  by  one  or  both  methods.  Particularly  stabilizing  was  A189S 
which  increased  half­life  at  60°  C  by  a  factor  of  3.4,  while  A71P,  S141N,  S141P,  E144F, 
K188R,  and  A189N  increased  thermal  stability  by  factors  of  2.5­3.  E144F,  K188R,  A89S, 
and  A189S  also  increased  tolerance  to  urea  by  0.3­0.4  M. 
7.4.5  Bioinformatics  based  design:  Mutation  to  consensus 
We  identified  amino  acid  residues  in  SABP2  that  differed  from  the  most  commonly 
occurring  amino  acids  at  equivalent  locations  in  homologs  (the  consensus  amino  acid).  A 
BLAST  search  for  homologs  of  SABP2  identified  116  closely  related  sequences  and 
identified  ninety­one  positions  where  there  was  at  least  a  70%  consensus  of  a  single 
amino  acid,  Figure  7.S1 .  All  but  one  of  these  highly  conserved  sites  was  in  the  catalytic 
domain.  The  catalytic  domain  is  more  highly  conserved  than  the  lid  domain,  so  the  bias 
of  conserved  sites  for  the  catalytic  domain  is  expected.  The  sequence  of  SABP2  differed 
from  these  ninety­one  residues  at  12  positions  (all  in  the  catalytic  domain).  These  twelve 
residues  were  individually  mutated  to  match  the  consensus  sequence  using  site­directed 
mutagenesis. 
Of  the  twelve  tested,  eight  of  these  substitutions  (G17A,  S70P,  S165P,  F197Y,  Q221M, 
A230V,  E243S,  and  E244K)  stabilized  SABP2  as  measured  by  either  urea­induced 
unfolding  or  thermal  unfolding.  The  most  stabilizing  to  heat  unfolding  was  the 
substitution  of  glutamine  221  with  the  consensus  methionine,  which  increased  the 
half­life  at  60°  C  by  a  factor  of  6.6  to  23  minutes.  The  most  stabilizing  substitution  to 
unfolding  in  urea  that  was  identified  by  consensus  was  E244K,  which  increased  the 
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tolerance  to  urea  by  0.74  M  urea. 
 
Figure 7.3  Location of stabilizing mutations in SABP2. Residues that increased stability                       
when mutated are shown as spheres. B­factors from x­ray crystal structure as color                         
(warmer colors indicate higher B­factor). The orange/red regions are the three flexible                       
loops that were targeted for mutagenesis and the C­ and N­termini, which were not                           
modified. The product (salicylic acid), as well as catalytic serine (81) and histidine                         
(238), are shown as sticks. The entrance to the active site is from the left in this view.                                   
Chain  A  from  PDB:1Y7I  [267] 
7.4.6  Bioinformatics  based  design:  Mutation  to  homologous  proline 
One  rational  approach  to  stabilize  proteins  is  substitution  of  selected  amino  acid  residues 
with  proline.  Substitutions  with  proline  residues  reduce  the  flexibility  of  the  denatured 
form  [454] .  This  decrease  in  flexibility  reduces  the  conformational  entropy  of  the 
unfolded  form,  shifting  the  equilibrium  toward  the  folded  protein. 
We  reported  details  of  these  experiments  elsewhere  [433] ,  but  provide  a  brief  summary 
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here.  To  choose  locations  for  the  proline  residues,  we  aligned  the  amino  acid  sequences 
of  SABP2  and  the  orthologous  hydroxynitrile  lyase  from  Manihot  esculenta  (45%  amino 
acid  identity).  This  hydroxynitrile  lyase  is  more  than  10­fold  more  stable  than  SABP2  to 
heat  denaturation:  t ½   =  2.7  h  vs.  15  min  at  50  °C  [250] .  In  six  locations  this  stable 
ortholog  contained  a  proline  residue  that  was  absent  from  SABP2.  Each  of  these  residues 
in  SABP2  were  mutated  to  proline  and  characterized.  We  also  included  one  additional 
mutation  to  proline  that  was  not  previously  reported.  The  serine  at  position  111  was 
mutated  to  proline  to  match  that  found  in  another  homologue,  PNAE  from  Rauvolfia 
serpentina  (Accession:  Q9SE93.1;  55%  identity).  Although  the  heat  stability  of  this 
homolog  has  not  been  tested,  this  plant  enzyme  was  efficiently  expressed  in  E.  coli 
suggesting  that  it  is  a  stable  protein  [455] .  We  also  copied  the  N114G  substitution  from  a 
natural  variant  of  M.  esculenta  hydroxynitrile  lyase  that  is  more  stable  [423] . 
Four  of  the  six  proline  substitutions  from  M.  esculenta  and  the  one  from  R.  serpentine  all 
increased  stability.  Substitution  with  proline  at  positions  46,  70,  111,  115,  and  215  each 
stabilized  SABP2  to  heat­induced  denaturation.  (The  consensus  approach  described 
below  also  identified  the  S70P  substitution.)  Conversions  of  residues  46,  70,  111,  and  115 
to  proline  increased  the  half­life  of  SABP2  when  heated  by  a  factor  of  2­3.  E215P 
showed  large  increases  in  stability  as  measured  by  urea  induced  unfolding,  requiring  an 
extra  1.0  M  urea  to  induce  unfolding. 
7.4.7  Location  agnostic  design:  Random  mutagenesis 
Error  prone  PCR  (epPCR)  identified  four  stabilizing  single  amino  acid  substitutions. 
Error  prone  PCR  of  the  SABP2  gene  generated  an  average  of  1.1  nucleotide  changes  as 
indicated  by  sequencing  of  plasmids  from  by  10  randomly  chosen  colonies.  Colorimetric 
screening  of  the  colonies  with  naphthyl  acetate  showed  that  about  half  of  the  colonies 
produced  active  esterases.  Approximately  1000  of  these  active  colonies  were  further 
screened  for  increased  thermal  stability.  Active  colonies  were  picked,  grown  in 
96­deep­well  plates  and  the  crude  cell  lysates  were  assayed  for  esterase  activity  before 
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and  after  heating  to  50  °C  for  15  min.  Nineteen  variants  showed  residual  activity  at  least 
3  standard  deviations  above  that  of  wild  type  SABP2.  The  nine  best  mutants  were 
Q162H/S173T,  S19T,  G4R/A230V  (A230V  was  also  identified  by  the  consensus 
method),  Y94F/N123K,  H257Q,  A100V,  F150L/A189V/Q162H,  A172V  and 
L65F/G212C.  Average  mutation  rate  for  the  improved  variants  was  1.7  nucleotide 
changes  per  gene,  slightly  higher  than  the  average  mutation  rate  in  the  library  (1.1).  The 
three  variants  with  half­lives  at  least  double  that  of  wild  type  enzyme,  were  selected  for 
further  characterization  (F150L/A189V/Q162H,  L65F/G212C,  and  A172V).  These  six 
substitutions  were  created  individually  along  with  A230V  due  to  its  discovery  by  the 
consensus  method.  Substitutions  F150L,  G212C,  and  A230V  were  the  substitutions  that 
increased  half­life  by  at  least  50%.  F150L  and  G212C  also  increased  both  the  heat 
tolerance  and  urea  tolerance  (0.8  M  and  1.3  M  more  urea  tolerated).  Substitution  L65F 
stabilized  SABP2  only  to  urea  (  1.5  M). 
Site  saturation  mutagenesis  at  position  212  tested  whether  the  G212C  substitution 
identified  by  epPCR  was  the  best  one.  Screening  350  clones  (>99%  probability  of  testing 
each  of  the  twenty  possible  amino  acids  at  least  once)  identified  five  additional 
substitutions  that  increased  the  thermostability  of  SABP2,  although  none  as  much  as 
G212C.  The  other  stabilizing  mutants  were:  G212A,  G212I,  G212L,  G212M  and  G212V, 
Table  7.S4 .  Four  of  these  variants  have  higher  esterase  activity  compared  to  wild  type 
(9%  to  216%  higher  k cat /K M ),  but  G212M  has  80%  lower  esterase  activity. 
7.4.8  Overall 
All  the  methods  found  numerous  substitutions  that  stabilized  SABP2  to  heat  inactivation 
or  urea  unfolding  or  both.  The  best  four  substitutions  to  slow  heat  inactivation  were 
S165P,  Q221M,  A230V,  and  C249A,  which  all  increased  the  half­life  at  60°  at  least 
3.5­fold  over  wild  type.  A  different  set  of  four  substitutions  best  prevented  urea 
unfolding:  F150L,  G212C,  E215P,  and  E244K,  which  increased  the  urea  concentration 
needed  to  unfold  half  of  the  protein  by  at  least  0.7  M  over  wild  type.  Most  of  these  eight 
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best  substitutions  were  discovered  by  either  the  mutation  to  consensus  or  by  random 
mutagenesis.  The  other  strategies  (computational  design,  mutation  of  flexible  regions, 
and  addition  of  proline)  each  only  identified  0  or  1  of  these  top  hits.  
Another  group  of  eight  substitutions  stabilized  SABP2  to  both  heat  (at  least  2.5  longer 
half­life)  and  urea  (tolerate  at  least  0.2  M  more  urea).  Three  of  these  substitutions  – 
G212C,  Q221M,  A230V  –  were  also  among  the  best  above,  but  five  other  substitutions 
are  new:  L60R,  E144F,  K188R,  A189N,  A189S.  
Some  mutations  were  both  stabilizing  and  destabilizing  depending  upon  which  type  of 
stability  was  analyzed.  Eight  mutations  were  stabilizing  by  thermal  stability 
measurements  and  were  more  susceptible  to  urea  induced  unfolding.  These  differences 
emphasize  the  fact  that  these  assays  measure  different  aspects  of  enzyme  stability. 
7.4.9  Combining  mutations 
We  identified  combinations  of  mutations  that  were  much  stable  than  any  single  mutant  by 
screening  random  combinations  of  twenty­six  stabilizing  mutations  at  twenty­four 
locations.  The  best  six  combinations  contained  7  to  19  substitutions  and  showed  at  least 
40­fold  longer  half­lives  at  60  °C,  Table  7.S6 .  By  comparison,  the  best  single 
substitution,  Q221M,  increased  the  half­life  6.6­fold.  Each  of  the  26  single  mutations  in 
the  screen  was  present  in  at  least  one  of  the  six  best  combinations  suggesting  that  they 
could  all  contribute  to  stability.  None  of  the  26  single  substitutions  were  present  in  all  of 
the  best  six  combinations  suggesting  that  no  one  substitution  was  especially  stabilizing. 
7.5  Discussion 
All  of  the  methods  identified  stabilizing  mutations.  This  is  consistent  with  the  findings  of 
others  ( Table  7.S1 ).  However,  the  degree  of  success,  limitations,  and  amount  of  effort 
vary  significantly  between  the  different  methods. 
The  computational  methods  performed  poorly.  Neither  computational  approach  correctly 
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predicted  stabilizing  and  destabilizing  substitutions  (R 2   of  0.02­0.24,  Figure  7.S2 ). 
Potapov  and  colleagues  [456]  also  reported  similar  poor  correlations  (R 2   of  0.25  for 
FoldX,  and  0.07  for  Rosetta)  for  a  large  set  of  >2000  substitutions.  One  possible  reason  is 
simplifications  made  by  the  computational  methods.  For  example,  the  RosettaDesign  web 
server  does  not  include  advanced  options  like  backbone  movement  or  an  alternative 
energy  function  that  is  more  tolerant  of  overlapping  atoms,  either  of  which  increase  the 
accuracy  of  Rosetta  Design  [457] .  However,  initial  computations  with  more  advanced 
settings  also  gave  poor  correlations. 
It  is  more  likely  that  the  complexities  of  this  protein  make  the  computations  difficult. 
After  all,  the  computation  methods  do  give  accurate  predictions  in  other  cases.  One 
challenge  in  stability  calculations  is  modeling  the  unfolded  state.  The  computations 
assume  that  the  protein  unfolds  completely  [457] ,  but,  the  unfolding  of  SABP2  involves 
at  least  one  intermediate.  Since  unfolding  or  aggregation  of  this  intermediate  destabilizes 
SABP2,  so  omitting  this  intermediate  from  the  computations  is  likely  to  lead  to  unreliable 
results.  Multi­step  unfolding  is  common  for  multi­domain  proteins,  so  current 
computations  methods  are  unlikely  suitable  for  such  cases.  
Another  reason  for  the  poor  performance  of  computational  methods  in  predicting  kinetic 
stability  is  that  aggregation  of  the  unfolded  protein  may  critical  and  is  not  modeled  by 
computational  methods.  For  example,  substitution  A281E  in  CAL­B  decreases  its  melting 
temperature  from  58  to  51  °C  suggesting  a  decrease  in  thermodynamic  stability.  However 
this  substitution  increases  the  half­life  of  this  enzyme  at  70  °C  22­fold  demonstrating  a 
reduced  propensity  to  aggregate.  This  substitution  makes  a  hydrophobic  region  of  the 
enzyme  less  hydrophobic  and  less  likely  to  aggregate  even  if  the  thermodynamic  stability 
decreases. 
Like  previous  efforts  to  stabilize  α/β­hydrolase  fold  proteins,  we  found  that  while  all  the 
implemented  techniques  were  able  to  find  stabilizing  mutations,  there  is  a  trade  off 
between  prerequisite  knowledge,  depth  of  screening  required,  and  ease  of 
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implementation.  Perhaps  the  optimal  approach  for  many  applications  would  be  a 
compromise  between  the  large  screening  required  for  random  mutagenesis  and  the  large 
amount  of  prerequisite  descriptive  and  technical  knowledge  needed  for  computational 
approaches.  Mutation  to  proline  and  mutation  to  consensus  are  both  examples  of 
compromise  methods  that  use  relatively  simple  criteria  to  narrow  the  range  of  mutations 
tested  and  can  provide  an  efficient  strategy  to  maximize  the  positive  results  of  a  screen 
without  a  large  amount  of  predictive  effort.  The  relatively  simple  rule  of  “if  residue  at 
position  n  differs  from  the  strong  consensus  (i.  e.  70%)  at  position  n  in  a  set  of  similar 
sequences,  then  mutate  to  consensus”,  was  simple  and  successful  with  75%  of  mutations 
we  tried.  While  the  process  is  straightforward,  it  does  require  a  number  of  tedious  steps. 
To  streamline  the  process  of  identifying  opportunities  for  implementing  mutation  to 
consensus,  we  have  created  a  simple  program,  Consensus  Finder,  to  automate  the 
process.  Consensus  Finder  can  be  run  on  our  server  or  the  code  can  be  downloaded  both 
at  http://kazlab.umn.edu.  Several  other  web  tools  can  also  automatically  predict 
stabilizing  substitutions  in  proteins  using  the  consensus  sequence  approach  [458,459] . 
Consensus  finder  differs  in  not  requiring  a  three  dimensional  structure  and  being  easy  to 
use,  while  allowing  customization. 
Our  results  suggest  that,  with  the  exception  of  exhaustive  site­saturation  mutagenesis, 
several  methods  are  needed  to  to  identify  most  of  the  stabilizing  mutations  available  for  a 
protein.  Only  seven  locations  were  identified  for  mutation  by  more  than  one  method  (70, 
94,  111,  115,  189,  230,  244),  and  only  three  of  these  were  mutated  to  the  same  residue  by 
both  identifying  methods  (S70P,  Y94F,  A230V).  The  limited  overlap  can  be  partially 
attributed  to  different  biases  in  the  different  methods.  For  example,  the  consensus 
approach  favors  substitutions  in  the  interior  of  the  protein  since  surface  residues  vary 
more  during  evolution.  In  contrast,  we  intentionally  avoided  residues  near  the  active  site 
when  using  computational  methods  to  avoid  enzyme  inactivation.  Thus,  the  computation 
approach  favored  residues  near  the  surface.  This  limited  overlap  also  suggests  that  this 
search  for  stabilizing  substitutions  was  far  from  exhaustive  and  that  there  are  likely  many 
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other  stabilizing  mutations  possible.  This  work  suggests  that  utilizing  multiple  strategies 
may  be  the  best  way  to  impart  a  larger  degree  of  stabilization.  
Strategies  to  combine  individual  stabilizing  mutations  iteratively  can  be  difficult,  while 
we  found  that  much  greater  gains  were  possible  by  combining  identified  stabilizing 
mutations,  the  combined  effects  were  inconsistent  and  hard  to  predict.  We  showed  that 
most  combinations  showed  at  most,  only  minor  gains  and  many  were  even  less  thermal 
stable  than  wild  type,  however  some  combinations  showed  remarkable  improvements  not 
only  over  wild  type,  but  also  over  any  single  mutation.  There  was  no  clear  pattern  that 
would  allow  prediction  of  which  combinations  would  be  highly  stabilizing  and  which 
would  not.  All  single  mutations  were  able  to  combine  with  others  to  form  highly  stable 
combination  mutants,  yet  none  were  found  in  all  of  the  highly  stable  mutants.  The  effect 
of  any  particular  mutation  seems  to  be  highly  dependent  on  what  other  mutations  are 
present.  Since  combining  stabilizing  mutations,  identified  in  a  wild  type  background  one 
at  a  time  can  result  in  unpredictable  results,  a  stepwise  combination  of  identified 
stabilizing  mutations  inadvisable,  as  is  making  one  combination  mutant  with  all  “good” 
mutations.  A  more  successful  strategy  would  be  either  a  combinatorial  approach  like  we 
have  used  or  an  iterative  approach,  where  stabilized  mutants  are  used  as  a  starting  point 
for  repeated  assessment  of  new  mutations. 
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7.6  Supporting  information 
Table  7.S1  Examples  of  protein  engineering  to  stabilize  α/β­hydrolases. a  
Approach  Enzyme 
Substitution  & 
improvement  over 
wild  type 
∆∆  G 
(kcal/ 
mol) b 
Location  Rationale 
Structure­based  design 
Add 
disulfide 
cross  link 
Penicillium 
cyclopium 
lipase 
V248C­T251C 
12.8­fold 
increased  t 1/2   at  35 
°C 
1.6  link  within C­terminal  loop 
MD  with  homology  model 
reveals  that  mutant  has 
lower  RMSD  value,  which 
is  correlated  with  higher 
thermostability.  Other 
lipases  have  similar  link 
[460] . 
Add 
disulfide 
cross  link 
Rhizopus 
chinensis  lipase 
F95C/F214C 
11­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
1.6 
link  anchors  hinge 
of  cap  domain  to 
catalytic  domain 
cap  is  flexible  in  other 
lipases  [430] 
Add 
disulfide 
cross  link 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
A162C/K308C 
4.5­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
0.97 
link  anchors  cap 
domain  to 
catalytic  domain 
only  stabilizing  cross  link 
among  the  5  tested  [94] 
Add 
disulfide 
cross  link 
Rhizomucor 
miehei  lipase 
P96C/K106C 
5­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
1.1  link  within  cap domain  stabilize  lid  region  [429] 
Add 
disulfide 
cross  link 
Drosophila 
melanogaster 
acetyl 
cholinesterase 
I327C/D375C 
170­fold 
increased  t 1/2   at  50 
°C 
3.3 
link  anchors  cap 
domain  to 
catalytic  domain 
only  stabilizing  cross  link 
among  the  7  tested  [461] 
Add 
disulfide 
cross  link 
Xanthobacter 
autotrophicus 
GJ10 
haloalkane 
dehalogenase 
N16C/A201C 
T m   increased  5  °C 
from  47.5  °C  to 
52.5  °C;  urea 
unfolding  =  0.43 
kcal/mol  increase 
1.4 b 
(0.43) 
link  anchors 
flexible  region  of 
cap  domain  to 
catalytic  domain 
flexible  region  identified  by 
molecular  dynamics 
modeling  [462] 
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in  equilibrium 
stability 
Manually 
designed  to 
introduce 
ion  pair 
interaction 
Geobacillus 
zalihae  T1 
lipase 
D311E 
4­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
0.86  311  on  surface 
E311  and  G279  were 
connected  by  H­bond  and 
linked  to  each  other  at  an 
α­helix  and  a  band  region. 
Ion  pair  interaction 
improves  stability  [463] . 
Computati
onal 
design,  add 
disulfide 
cross  link 
Sphingomonas 
paucimonilis 
UT26 
haloalkane 
dehydrogenase 
(LinB) 
A5C­A185C/G22
9Q/D166K/E192
K/E15T/A53L/A
81K/F169V/A19
7P/D255A/A247
F 
200­fold 
increased  t 1/2   at  60 
°C 
3.5 
(S–S 
contri
butes 
~1.4) 
disulfide  links  lid 
&  catalytic 
domains;  147,  169, 
247,  249  are  close 
to  active  site;  247 
is  in  a  loop 
other  substitutions  add  P, 
remove  G,  adjust  surface 
charge  and  improve 
hydrophobic  packing  [415] . 
Stabilize 
flexible 
region 
identified 
by  MD 
simulation 
Stenotropho­ 
monas 
maltophilia 
lipase 
G165D/F73R 
900­fold 
increased  t 1/2   at  50 
°C 
4.4  Both  on  an  α  helix 
Stabilize  flexible  region  by 
building  a  salt  bridge 
within  the  core  domain 
[464] 
Stabilize 
flexible 
region 
identified 
by  MD 
simulation 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
A251E 
2.5­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
0.59 
On  an  small  α 
helix  linking  cap 
and  core  demain 
A251E  has  additional  ionic 
interaction  with  R249 
[465] . 
Stabilize 
flexible 
region 
identified 
by  MD 
simulation 
Rhodococcus 
sp. 
MB1  cocaine 
esterase 
L169K 
52­fold  increased 
t 1/2   at  37  °C 
2.4 
on  α2  in  cap 
domain  facing 
active  site 
Bridge  between  cap  and 
catalytic  domains;  L169K 
in  cap  creates  cation­π  link 
to  aromatic  ring  of  Y44  (a 
catalytic  residue)  [466] . 
Stabilize 
flexible 
region 
identified 
by  MD 
simulation 
Rhodococcus 
sp.  
MB1  cocaine 
esterase 
T172R/G173Q 
30­fold  increased 
t 1/2   at  37  °C 
1.8  all  on  α­helix  in cap  domain 
strengthen  various 
interactions  with  nearby 
residues  [467] 
256 
Add 
disulfide 
crosslink 
Rhodococcus 
sp. 
MB1  cocaine 
esterase 
T172R/G173Q/L
196C/I301C 
12000­fold 
increased  t 1/2   at  37 
°C  over  wt 
5.8 
196  on  α­helix  in 
domain  II,  301  on 
loop  in  domain  I 
(i.e.  a/b  hydrolase) 
Bridges  dimer.  Link 
between  one  monomer’s 
cap  domain,  and  other 
monomer’s  core  domain 
[468] . 
B­factor 
and 
Rosetta 
Design 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
R249L 
1.3­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
0.15 
On  a  loop  that 
connects  α9  and 
α10,  core  domain 
R249L  decreases  the  cavity 
number  (cavity  creating 
mutations  decreased 
thermostability)  [469] 
Calculated 
mutations 
to  improve 
ΔΔG 
Aspergillus 
niger 
feruloyl 
esterases 
S187F 
8­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
1.4  buried  in  core domain 
Higher  hydrophobicity  of 
phenylalanine  results  in  a 
more  compact  core  [470] . 
Designed 
to  improve 
packing  
Bacillus 
subtilis  lipase 
A 
A38V/K23A 
1.95­fold 
increased  t 1/2   at  35 
°C 
0.41  Interior  of  the protein 
Increased  rigidity  of 
enzyme  by  enhanced 
residual  packing  of  its 
interior  [471] 
Calculated 
mutations 
to  improve 
residue 
packing 
Bacillus 
subtilis 
lipase  A 
G80A 
71­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
2.7 
80  =  α­helix 
no  cap  domain 
Cavity  filling  by  increase 
packing  leads  to 
stabilization;  G  to  A 
substitutions  may  also 
stabilize  helix  (A  strongly 
favors  helix,  while  G  favors 
loops).  Removal  of  G  may 
also  reduce  flexibility  of 
unfolded  form  [472] . 
Structural 
alignment 
Arabidopsis 
thaliana 
hydroxynitrile 
lyase 
T65F/F94Y/A96
D/F134Y/S135F/
S136T/H137F/T1
39N/G142E/L187
R/E188P 
14­fold  increased 
t 1/2   at  20  °C 
1.5 
Residues  54,  94, 
96 
are  in  the  core 
domain, 
134­188  are  in  the 
cap  domain.  All 
are 
surface­exposed 
Modifying  surface 
environment  by  using 
Me HNL  (most  stable  HNL) 
might  enable  weak  tetramer 
formation  for  At HNL  by 
introducing  potential 
interface  area  [473] . 
Site 
saturation 
mutagenesi
s  on 
residues 
Rhizomucor 
miehei  lipase 
N120K/K131F  
1.2  fold  increased 
t 1/2   at  70  °C 
0.15  Center  of  the  long α­helix  4 
Residues  at  flexible  region 
are  mutated  for  greater 
stability.  N120K  forms 
hydrogen  bond  with  V118, 
strengthening  relation 
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with  high 
B­factor 
between  two  parts  of  helix 
4  [474] . 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor) 
loops 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
A57T/T89A/R16
8K/G226R 
14­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
1.8  All  on  surface  in helices 
Mutations  introduce 
hydrogen  bonds  [475] . 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor) 
loops 
Pseudomonas 
aeruginosa 
lipase  LipC 
L288A/S291E  
3.6­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
0.85  Both  mutations  are at  the  loop 
E  is  able  to  form  salt  bridges 
and  bind  metal  ions  [476] . 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor) 
loops 
Aspergillus 
niger  epoxide 
hydrolase 
A321L/S322C/G
326C/A327G/A2
20C/ 
S226G/S229E/E2
6Y/Q27L/A217C 
80­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
2.9 
Residue  26,  27  are 
in  N­terminal.  The 
rest  are  in  core 
domain.  Most 
mutations  are  on 
surface 
The  residues  are  on  flexible 
region  of  the  structure 
[477] . 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor) 
loops 
Pseudomonas 
fluorescens 
esterase 
E81N/K86L/E87
D  
T m   increased  9  °C 
from  63  °C  to  72 
°C 
2.5 b 
All  substitutions 
are  on  the  surface 
of  the  core  domain. 
81  is  in  a  helix,  86 
&  87  are  in  a  loop. 
not  identified  [478] 
Saturation 
mutagenesi
s  on 
reactive 
residues  
Rhizopus 
oryzae  lipase 
H201S/K168I 
2­fold  increased 
t 1/2   at  20  °C 
0.4  Both  are  solvent accessible,  on  core. 
S  is  smaller  and  less  reactive 
than  H;  forms  hydrogen 
bond  with  Y260  [479] . 
Saturation 
mutagenesi
s  at  loops 
Bacillus 
subtilis  lipase 
A 
M137P 
844­fold 
increased  t 1/2   at 
55°C 
4.4  in  loop 
Loops  are  prone  to 
"Unfolding"  [417] . 
Iterative 
saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
Bacillus 
subtilis  lipase 
A 
R33G/K112D/M
134D/Y139C/I15
7M  490­fold 
4 
Most  mutations 
(positions  33,  34, 
35,  112,  134  and 
Modifying  surface  loops 
where  flexibility  is  the 
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B­factor) 
loops 
increased  t 1/2   at  55 
°C 
157)  lie  in  surface 
loops 
highest  increases  stability 
[480] 
Loop 
deletion 
Fervidobacteri
um 
changbaicum 
lipase 
Δ139­151 
12­fold  increased 
t 1/2   at  78°C 
1.7 
Residue  139­151 
located  at  lower 
part  of  C­terminus 
(which  is  also  part 
of  NC­loop)  that 
connects  β6 
strand(catalytic 
domain)  and  α4 
helix  (cap  domain) 
NC  loop  links  two  domains 
and  performs  hinge­like 
function;  stabilization 
accidental  [481] 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor) 
and  epPCR 
Yarrowia 
lipolytica 
lipase  Lip2 
T117G/F237C 
7­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
1.3  both  on  surface loops 
T117G  relieves  steric  strain. 
F237C  replaces  solvent 
exposed  hydrophilic 
cysteine  with  hydrophobic 
phenylalanine  residue  [482] 
Saturation 
mutagenesi
s  at  flexible 
(high 
B­factor)  
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
D223G/L278M 
13­fold  increased 
t 1/2   at  48  °C 
1.6  Within  the  active site 
Extra  main  chain  hydrogen 
bond  network  with  seven 
structurally  coupled 
residues  within  flexible  α10 
helix  that  involves  in  active 
site  formation  and  tighter 
compaction  of  α10  helix 
[95] . 
Sequence­based  Design 
Add 
disulfide 
cross  link 
Penicillium 
camembertii 
lipase 
Y22C/G269C 
2.5­fold  increased 
t 1/2   at  55  °C 
0.6 
link  anchors  cap 
domain  to 
catalytic  domain 
homologous  enzymes 
contain  a  similar  cross  link 
[431] 
Consensus 
sequence 
Aspergillus 
fumigates 
esterase 
A134T/V106T 
24­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
2  surface 
possible  improved 
interaction  with  solvent; 
H­bond  possible  [483] 
Consensus 
sequence 
Manihot 
esculenta 
hydroxynitrile 
lyase 
G113S  
6.6­fold  increased 
t 1/2    at  60  °C 
1.3  Cap  domain 
G113S  decreases  the 
flexibility  of  a  loop  in  the 
cap  domain  [484] . 
Consensus 
sequence 
Candida 
antarctica 
T103G  0.94  β4  at  core  domain 
T103G  may  improve 
packing  near  catalytic 
elbow  [424] . 
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lipase  B 
(CALB) 
1.7­fold  increased 
t 1/2   at  60  °C 
Cap 
domain 
exchange 
with 
homolog 
Bacillus 
subtilis  esterase 
S134E/F142R/P1
47E/E152K/K155
E/E156K/E158K/
K159Q/N163K 
T m   increased  4.1 
°C  from  37.2  °C  to 
41.3  °C 
1.2 b  Cap  domain  Homolog  is  more  stable [485] . 
Random  Mutagenesis  Methods 
DNA 
shuffling 
Bacillus 
pumilus  lipase 
Chimeric 
differences 
(I12M,F20A,I169
V)  and  point 
mutations 
G14S/A15G/V10
9S  9­fold 
increased  t 1/2   at  50 
°C  over  either  wt 
parent 
1.4 
Residue  12,  14,  15 
in  β3­η1/αA  loop 
forms  a  "wall"  of 
narrow 
hydrophobic 
substrate  binding 
cleft.  V109  is  at 
surface,  just  after 
310helix  η4,  also 
reduces  local 
surface 
hydrophobicity 
G14S  may  add  additional 
intra­loop  hydrogen  bond 
interaction  with  G11. 
S109  can  be  linked  by  2 
hydrogen  bonds  to  N48 
and  A81  [486] . 
epPCR 
lipase  lipR1 
(from 
uncultured 
metagenomic 
source) 
R214C  90­fold 
increased  t 1/2   60 
°C 
3 
Surface  loop 
which  connects  lid 
helix  (α6)  to 
another  helix  (α7) 
R214C  improves 
hydrophobic  packing  with 
the  core  [487] . 
epPCR  Serratia  sp. esterase 
A43V/R116W/D
147N 
1.4­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
0.76  All  are  on  surface exposed  loops 
R116W  improves 
hydrophobic  packing  in  the 
core.  Increased  β  sheet 
formation  [488] 
epPCR 
EstF27,  a 
feruloyl 
esterase  (from 
uncultured 
metagenomic 
source) 
T27I/S84L/V161I
/G243C/H195L/
A259V 
3360­fold 
increased  t 1/2   at  55 
°C 
5.3 
243  and  249  are  at 
dimer  interface,  27 
and  84  are  on  the 
surface,  161  and 
195  are  buried 
C243  leads  to  new  disulfide 
bond.  Other  mutations 
improved  stability  by 
hydrophobic  packing  [489] . 
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epPCR 
Rhodococcus 
rhodochrous 
haloalkane 
dehalogenase 
T148L/G171V/A
172V/C176F   
T m   increase  19  °C 
from  50  °C  to  69 
°C 
5.3 b 
All  residues 
situated  at  the 
tunnel 
Substitutions  sealed  the 
tunnel  and  prevented 
destabilization  of  protein 
structure  by  solvent 
entering  the  active  site 
[490] . 
epPCR 
Aspergillus 
niger  feruloyl 
esterase  A 
L14F/T35I/K37I/
T57I/T63I/D93G/
A140T/Q121H/S
163T/Q177H/V1
78A/Q185R/S187
F 
267­fold 
increased  t 1/2   at  55 
°C 
3.6 
Residue 
37,57,121,177 
are  at  the  surface 
while  residue 
14,35,63,140,163,
178,185,235  are  at 
inner  of  the  protein 
Substitutions  in  residues 
14,63,140,185  result  in 
reduced  local  structural 
entropy  [491] . 
epPCR 
Yarrowia 
lipolytica 
lipase  Lip2 
C244A 
127­fold 
increased  t 1/2   at  60 
°C 
3.4  buried  in  the  core of  the  protein 
Free  cysteine  in  protein 
represents  potentially 
reactive  thiol  group  and  can 
initiate  disulphite 
rearrangement  that  leads  to 
intermolecular  aggregation. 
Replacement  of  free 
cysteine  prevents  it  from 
happening  [492] . 
epPCR 
Pseudomonas 
fluorescens 
esterase  KCTC 
1767 
L120P/I208V/T2
49A  4.1­fold 
increased  t 1/2  at  55 
°C 
0.9  buried  region  in the  cap  domain. 
Increases  structural  rigidity 
by  favorable  packing  [493] 
epPCR 
Lipase  JKP01 
(from 
uncultured 
metagenomic 
sample,  98% 
identical  to 
Bacillus 
stearothermop
hilus  L1 
Lipase) 
N355K 
144­fold 
increased  t 1/2  at  60 
°C 
3.3  Surface  residue  in the  core  domain. 
Mutation  changes  surface 
property  and  forms  salt 
bridge  with  E284  [494] 
epPCR 
Bacillus  sp. 
lipase 
(75%  identity 
with  B.  subtilis 
lipA,  98% 
I56T 
  3­fold  increase  d 
t 1/2  at  50  °C 
0.7  Surface  residue  in the  core  domain 
Removes  solvent  exposed 
hydrophobic  residue  and 
possibly  adds  a  hydrogen 
bond  with  N53  [495] . 
261 
identity  with 
B.Subtilis  lipB) 
epPCR 
Pseudomonas 
aeruginosa 
lipase  A 
L264P 
T m    increased  3  °C 
from  66  °C  to  69 
°C 
0.84 b 
163  is  in  cap 
domain;  264  is  in  a 
loop  within  the 
catalytic  domain 
Pyrrolidine  ring  of  proline 
restricts  the  number  of 
possible  conformational 
flexibility,  reduces  entropy 
[496] . 
epPCR 
Rhizopus 
niveus 
lipase 
E218V  
increases 
optimum  T  by  15 
°C 
4.2 c 
α8  helix  near 
C­terminus  of  core 
domain 
unfavorable  electrostatic 
interaction  with  I267 
replaced  by  a  favorable 
hydrophobic  interaction 
[497] 
epPCR  Rhizopus arrhizus  lipase 
E190V 
11­fold  increased 
t 1/2   at  50  °C 
1.5 
Surface  helix,  side 
chain  points 
inside,  catalytic 
domain  (probably) 
C­terminal  region 
Removal  of  E190  increases 
intrahelical  hydrophobic 
interaction  and  reduces 
repulsion  from  another 
nearby  E  [498] . 
epPCR 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
N317Y 
7.5­fold  increased 
t 1/2   at  90  °C 
1.4 
C­terminus, 
surface,  core 
domain 
eliminate  deamidation  to  of 
Asparagine  to  Aspartic  acid 
[499] 
epPCR 
Candida 
antarctica 
lipase  B 
(CALB) 
V210I/A281E/V2
21D 
28­fold  increased 
t 1/2   at  70  °C 
2.3  a10  helix  in  lid domain 
Polar  substitution  on 
hydrophobic  stretch  reduces 
aggregation  [500] . 
epPCR 
(two 
cycles) 
Bacillus 
subtilis  lipase 
A 
L114P/A132D/N
166Y  
271­fold 
increased  t 1/2  at  55 
°C 
3.6 
all  on  surface:  2  in 
loops  (114,  132),  1 
in  310helix  (166) 
No  cap  domain 
L114P  =  stabilize  backbone 
conformation;  A132D  = 
add  hydrophilic  residue  to 
surface; 
N166Y  =  π­stacking 
interaction  with 
neighboring  Y25  [501] . 
epPCR 
(two 
cycles) 
Bacillus 
licheniformis 
RSP­09  lipase 
D61G/D72G/T10
1P/Y129H 
T m   increased  8  °C 
from  46  °C  to  54 
°C 
2.2 b 
61  on  surface 
while  the  rest  are 
buried.  No  cap 
domain 
D61G  removes  surface 
charges,  D72G  removes 
buried  charge,  T101P 
decreases  entropy  of  protein 
unfolded  state.  No 
explanation  for  Y129H  was 
given  [502] . 
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 epPCR 
(several 
cycles  & 
recombinat
ion) 
Bacillus 
subtilis 
lipase  A 
A15S/F17S/A20E
/N89Y/G111D/L
114P/A132D/I15
7M/N166Y 
T m   increased  15 
°C  from  53.3  °C  to 
68.4  °C;  urea 
unfolding  =  3.0 
kcal/mol  increase 
in  equilibrium 
stability 
4.2 b 
(3.0) 
mostly  on  surface: 
4  in  loops  (15,  111, 
114,  132),  2  at 
termini  of  helices 
(20,  89), 
3  in  310  helices 
(17,  157,  166) 
No  cap  domain 
A15S  =  strong  H­bond  w/ 
S17; 
F17S  =  smaller  polar 
residue  relieves  strain; 
A20E  =  favorable 
interaction  between 
negative  charge  and 
positive  end  of  helix 
microdipole;  N89Y  = 
C­H...π  bond  with  Lys88; 
G111D  =  salt  bridge  with 
Arg107;  N166Y=  add  pi..pi 
interaction  with  Tyr25 
[503] . 
epPCR 
(several 
cycles  & 
recombinat
ion) 
Bacillus 
subtilis 
lipase  A 
A15S/F17S/A20E
/N89Y/G111D/L
114P/A132D/M1
34E/M137P/I157
M/S163P/N166Y 
T m   increased  22 
°C  from  56  °C  to 
78.2  °C;  3.7 
kcal/mol  increase 
in  equilibrium 
stability 
6.2 b 
(3.7) 
all  on  surface 
134,  137=  In  the 
loop  connecting 
β8  to  αE;  163  =  At 
the  N­terminus  of 
αF;  No  cap  domain 
M134E  =  hydrogen  bond 
with  residue  156. 
Substitution  to  proline 
destabilizes  unfolded  form 
by  reducing  flexibility. 
Mutations  reduce 
solvent­exposed 
hydrophobic  patches  and 
decrease  aggregation  [427] . 
epPCR 
(several 
cycles  & 
recombinat
ion) 
Bacillus 
subtilis 
p ­nitrobenzyl 
esterase 
I60V/L144M/L31
3F/H322Y/A343
V/M358V/Y370F
/G412E/I437T  T m 
increased  14  °C 
from  52.5  °C  to 
66.5  °C 
3.9 b 
Throughout 
protein,  mostly  on 
C­terminal  portion. 
(cap  &  core;  buried 
and  exposed;  helix 
&  loop 
C­terminal  may  be  more 
prone  to  unfolding, 
allowing  mutations  there  to 
increase  stability  [504] . 
epPCR  & 
targeted 
epPCR 
Rhodococcus 
sp.  ECU1013 
esterase  RhEst1 
A143T/A147I/V1
48F/G254A  
T m   increased  11°C 
from  48.3°C  to 
59.2°C 
3.1 b  Mostly  in  the  cap domain  in  helices 
Reduce  flexibility  in  the 
cap  domain  [505] . 
Saturation 
mutagenesi
s  & 
recombinat
ion 
Rhodococcus 
rhodochrous 
haloalkane 
dehalogenase 
D89G/F91S/T159
L/G182Q/I220L/
N238T/W251Y/P
302A 
7.2 
89  =  loop  btwn  β4 
&  α2;  91  =  N'  of 
α2;  159  =  C4  of 
α4;  182  =  α6;  220 
=  C'  of  α8;  238  = 
C4  of  α9;  251  = 
β7;  302  =  α11. 
F91S,  N238T,  W251Y, 
P302A  may  have  additional 
H­bond  [506] 
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30,000  fold 
increased  t 1/2   at  80 
°C 
159,  182  in  cap, 
the  rest  in  catalytic 
domain 
 
aTable 7.S1 lists only the best variant from each report, even if researchers made many                               
variants. Some entries have two numbers to report stability increases measured by                       
different methods. The examples are classified according to the main approach used to                         
find the stabilizing substitutions. Free energies are changes in the free energy of                         
activation for inactivation of enzyme. These values were estimated from changes in t 1/2                         
unless otherwise noted. Some cases the reported increase in t 1/2 and ∆∆G were the lower                             
bound of the increase in stability and the actual change may have been higher. All                             
proteins maintained similar catalytic activity. Substitutions that drastically reduced                 
(>10­fold)  activity  are  not  included.  
b T m were defined by a variety of techniques including temperature where protein                         
irreversibly loses 50% of its activity after a fixed time incubation, or by measuring                           
structural changes through circular dichroism upon heating. Energy estimated assuming                   
that an increase in T m of 1 °C corresponds to an increase in stability of 0.28 kcal/mol.                                 
This assumption comes from a comparison of 26 pairs of homologous proteins from                         
thermophiles and mesophiles. [507] The proteins from thermophiles showed melting                   
temperatures, T m , an average of 31.5 °C higher for the 15 cases where data were                             
available. Similarly, the proteins from thermophiles showed free energies of unfolding                     
8.7 kcal/mol higher for the 17 cases where data were available. The ratio of these two                               
averages indicates that, on average, a 1 °C increase in melting temperature corresponds                         
to  a  0.28  kcal/mol  increase  in  the  free  energy  of  unfolding.  
c Only optimal temperature was measured, ∆∆G estimate assumes that the melting                       
temperature  also  increases  by  15  °C. 
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Table 7.S2  Forward (F) and complementary reverse (R) oligonucleotide primers used for                       
site­directed mutagenesis and site­saturation mutagenesis. F­x and R­x oligos were used                     
in  combinatorial  library  creation. 
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Table  7.S3  Additional  data  for  stabilizing  point  mutations  in  SABP2. 
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a Consensus = replacement by the most common residue found in homologs; Proline                         
Theory = introduction of proline in locations found in a stable homolog; Random                         
Mutagenesis = substitutions identified by error prone PCR followed by screening for                       
increased stability; Computation = predicted stabilizing substitutions using both                 
RosettaDesign and FoldX; B­factor = substitutions in highly flexible regions as identified                       
by B­factor data in crystal structure; Literature = natural stabilizing variant in Manihot                         
esculenta  HNL  [208] .  
b Enzymatic efficiency: k cat toward hydrolysis of  p ­nitrophenyl acetate as measured by                       
release of p ­nitrophenol at 404 nm, ε = 16,500 M ­1 cm ­1 in 10 vol% acetonitrile, pH 7.2 in                                   
4.5 mM BES buffer. 90% confidence range of reported k cat & K M all are all less than +/­                                   
10%. “Identified but not characterized” indicate the best hits identified by random                       
mutagenesis. Only single mutants identified in the top three hits were fully                       
characterized. “Insoluble” indicates that there was not sufficient soluble protein                   
produced to characterize, suggesting very low stability. “nd” not determined, some                     
mutants which were found to be destabilizing by one assay, were not characterized by                           
the  other  stability  assay.  
c Irreversible unfolding calculated by comparison of half­life values at 60 °C, derived                         
from measurement of residual esterase activity after 15 min incubation at 60 °C, assayed                           
as  above.  
dUnfolding in varied concentrations of urea measured after 24 h incubation. Incubated in                           
5mM BES at pH 7.2 with protein concentration of 0.1­0.3 mg/mL, urea concentrations                         
from 0­6.2 M. Unfolding detected by loss of inherent tryptophan fluorescence at 329 nm                           
measured with excitation at 278 nm. Wild type SABP2 showed a [Urea] 1/2 value of 2.2                             
M  urea.  
e Urea unfolding experiments done at room temperature, and with 18 hour incubation                         
period,  this  modified  method  had  little  to  no  effect  on  [Urea] 1/2 .  
f   Mutations  and  characterization  from  [433] .  
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Table 7.S4 Esterase activity and thermostability of wild type SABP2 and variants with                         
substitutions  at  position  212. 
Enzyme 
k cat /K M 
(s – 1  mM – 1 ) a 
T 1/2  (min) 
b 
(60  ° C) 
Wild  type  0.56  3.50  (3.47­3.53) 
G212C  0.56  7.09  (6.92­7.27) 
G212A  0.61  3.8  (3.6­4) 
G212I  1.77  4.7  (4.7­4.8) 
G212M  0.11  4.4  (4.2­4.6) 
G212L  0.86  3.9  (3.6­4.1) 
G212V  1.11  5.2  (4.9‐5.5) 
a  Hydrolysis  of  p ­nitrophenyl  acetate. 
b   Half­life  at  60  °C  in  minutes  
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Table  7.S5  Mutations  and  degenerate  codons  used  for  combinatorial  library. a 
 
a Each mutation included in the combinatorial library screen is indicated, as well as the                             
oligo name containing the mutation and the original codon. The gold columns indicate the                           
degenerate codon used when available, and the codons that are coded for. The red                           
column indicates codons that were spiked in when degenerate codons were not possible                         
that coded for only the desired amino acids. The periwinkle column indicates the                         
complement to the degenerate codon which was used when the position was on a                           
reverse  oriented  codon. 
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Table  7.S6  Six  best  hits  from  combinatorial  library  screening  compared  to  wild  type. a 
 
a The boxes indicate the presence (green) or absence (gray) of each mutation included in                             
the library. Thermal stability is shown as half­life at 60 °C and fold improvement                           
relative to wild­type. Kinetic parameters toward p­NPAc are also indicated. Bottom row                       
indicates  averages  from  whole  library  from  sequencing  50  colonies,  including  hits. 
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 Figure 7.S1 Logo plot  [442] of consensus sequence of 116 proteins closely related to                           
SABP2. One letter codes of amino acids are shown at each position corresponding to                           
SABP2 numbering. Heights of letters represent how overrepresented a residue is at a                         
specific location. Color of letters indicate chemical properties of side chains (black:                       
hydrophobic;  blue:  charged;  green:  neutral). 
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 Figure 7.S2 Comparison of predicted versus measured effects of substitutions on                     
stability of SABP2. Green = wt SABP2, Blue = SABP2 single substitution variants. A )                           
FoldX to empirical thermal stability data. FoldX reported values in ΔΔG in kcal/mol,                         
positive values indicate increased stability, thermal stability values are normalized                   
change in half­life of mutant enzyme at 60 °C, where 1 indicates a doubling in half­life.                               
B ) RosettaDesign to empirical thermal stability data. RosettaDesign reported values in                     
ΔΔG  in  kcal/mol,  positive  values  indicate  increased  stability. 
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 Figure 7.S2  (cont.) C ) FoldX to empirical urea stability data. Urea stability values                         
reported are normalized change in urea concentration required to induce 50% unfolding.                       
D )  RosettaDesign  to  empirical  urea  stability  data. 
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 Figure 7.S2  (cont.) E ) FoldX compared to Rosetta Design  F ) Comparison of empirical                         
data from urea unfolding and thermal unfolding experiments. RosettaDesign had a                     
number of mutations that resulted in clashing side chains and extremely low ΔΔG values                           
(destabilized by up to 200 kcal/mol). Any values with ΔΔG values of less than ­10                             
kcal/mol were left off the plots to avoid massive skewing effects. Without allowing                         
backbone flexibility, clashing models, and thus energies predicted by RosettaDesign are                     
unrealistic. 
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Concluding  remarks 
While  enzymes  have  many  properties  that  are  potential  advantages  over  traditional 
chemical  catalysts,  sometimes  these  same  properties  can  limit  the  applicability  of 
enzymes.  The  continued  advancement  of  enzyme  engineering  techniques  promises  to 
further  increase  the  abilities  of  engineers  to  tailor  an  enzyme’s  properties  to  different 
applications.  While  enzyme  engineering  is  still  not  a  mature  discipline,  the  tools  have 
continued  to  progress  allowing  more  to  be  done  today  than  ever  before.  One  of  the  major 
goals  of  this  work  was  to  examine  a  number  of  enzyme  properties  in  α/β­hydrolase  fold 
proteins,  and  determine  how  those  properties  can  be  engineered  to  overcome  the 
limitations  that  the  properties  presented. 
In  Section  I  (Chapters  2­4)  the  property  of  chemoselectivity  was  examined  and 
engineered.  Chapter  2  used  ancestral  gene  reconstruction  to  create  enzymes  that  often  had 
broader  chemoselectivity  than  their  modern  relatives.  These  ancestors  of  modern 
esterases  and  hydroxynitrile  lyases  tended  to  be  less  specialised  for  one  of  these  reactions 
and  were  more  likely  to  have  other  non­natural  activities,  like  the  ability  to  catalyze  the 
nitroaldolase  reaction.  Chapter  3  identified  a  larger  active  site  as  a  root  cause  of  some  of 
the  broader  chemoselectivity  in  one  of  these  ancestral  proteins,  HNL1,  with  x­ray 
crystallographic  studies.  Chapter  4  showed  how  the  broader  chemoselectivity, 
specifically  a  greater  level  of  promiscuous  nitroaldol  activity,  could  be  applied  toward  the 
synthesis  of  a  chiral  pharmaceutical,  ( S )­propranolol.  Together,  these  chapters  make  the 
case  that  reconstructed  ancestral  enzymes  can  provide  a  valuable  resource  for  developing 
biocatalysts  for  new  industrially  relevant  reactions. 
The  property  of  enantioselectivity  was  explored  in  Section  II  (Chapter  5). 
Enantioselectivity  is  one  of  chief  advantages  of  enzymes  over  most  chemical  catalysts, 
but  we  are  far  from  being  able  to  easily  adjust  or  reverse  a  protein’s  enantioselectivity  to 
fit  our  needs.  In  this  work  we  were  able  to  reverse  the  enantioselectivity  of  the  enzyme 
At HNL,  but  only  by  copying  numerous  residues  from  a  close  homolog  with  the  opposite 
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enantioselectivity.  This  work  showed  that  enantioselectivity  is  affected  by  numerous  parts 
of  a  protein  working  together,  including  amino  acids  far  outside  of  the  active  site.  It  also 
illustrated  the  complex  interaction  of  reaction  mechanism  and  enantioselectivity,  as  some 
mutants  changed  catalytic  mechanisms,  but  maintained  enantioselectivity,  yet  other  sets 
of  mutants  seemed  to  change  enantioselectivity  while  maintaining  the  same  mechanism. 
Section  III  (Chapters  6­7)  tested  various  engineering  approaches  to  overcome  an 
enzyme’s  instability.  The  esterase  SABP2  was  only  marginally  stable  and  was  unable  to 
tolerate  many  mutations.  Comparing  multiple  approaches  that  required  different  levels  of 
prerequisite  knowledge  and  effort  showed  that  many  approaches  were  successful  in 
identifying  stabilizing  mutations.  We  found  that  perhaps  the  best  approaches  in  balancing 
effort,  prerequisite  knowledge,  and  results  were  sequence  based  approaches  like  mutation 
to  consensus.  To  further  ease  the  implementation  of  mutation  to  consensus,  we  created  a 
piece  of  software  and  web  server  to  automate  the  process  of  identifying  mutations  that  are 
likely  to  stabilize  a  given  protein. 
In  addition  to  the  goals  of  this  work  related  to  engineering,  these  studies  also  shed  light 
on  a  number  of  evolutionary  questions.  Particularly,  Sections  I  and  II  helped  to  illustrate 
the  key  role  of  promiscuous  enzyme  functions  in  the  evolution  of  new  enzymes.  The 
reconstructed  ancestral  enzymes  used  in  Section  I  showed  a  strong  trade  off  between 
esterase  and  hydroxynitrile  lyase  functions,  but  those  ancestral  enzymes  that  occurred 
near  functional  branch  points  in  evolutionary  history  were  more  likely  to  have  elevated 
promiscuous  activity.  This  promiscuous  activity  likely  allowed  evolutionary  forces  to 
begin  optimizing  proteins  for  a  new  function  and  causing  the  divergence  that  lead  to  the 
modern  diversity.  Section  II  shed  more  light  on  this  process,  as  we  discovered  evidence 
of  a  new  HNL  mechanism  in  ancestor­like  At HNL­ Hb HNL  hybrid  enzymes.  This  would 
be  the  fourth  HNL  mechanism  described  in  α/β­hydrolase  fold  enzymes,  and  could  have 
served  as  a  stepping  stone  between  ancestral  esterases  and  modern  HNL  mechanisms  in 
At HNL  and  Hb HNL. 
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There  are  still  many  details  to  be  worked  out  in  the  mechanisms  of  the  evolution  of  new 
enzymes.  Identifying  the  natural  substrate  of  At HNL  would  fill  in  an  conspicuously 
absent  piece  of  the  story.  Other  missing  pieces  include  more  concrete  evidence  of  the 
proposed  stepping­stone  mechanism  in  ancestral  HNLs,  as  well  as  a  more  fully 
reconstructed  evolutionary  path  from  esterase  to  lysine­type  and  oxyanion­hole­type 
HNLs. 
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